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UNG : Uracil ADN glycosylase 

UFC : Unité formant colonie 

VEMS : Volume expiratoire maximal à la première seconde 

VOR : Voriconazole 

WT : Wild type 
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INTRODUCTION 

La Bronchopneumopathie chronique obstructive (BPCO) est une pathologie 

respiratoire chronique caractérisée par une obstruction bronchique non 

complétement réversible associée à une réponse inflammatoire dont le principal 

facteur de risque est le tabagisme (1). Selon la Global Burden of Disease Study, elle 

pourrait devenir la troisième cause de mortalité dans le monde en 2020 (2). 

L’évolution de la BPCO est marquée par des épisodes d’exacerbation qui ont un 

impact économique important : les hospitalisations pour exacerbation représentent la 

part la plus importante des coûts imputables aux patients atteints de BPCO (3). 

Le rôle des bactéries et des virus respiratoires dans l’augmentation de l’inflammation 

bronchique et systémique au cours d’une exacerbation est bien documenté (4,5), ces 

micro-organismes étant considérés comme agents étiologiques dans 75% des 

exacerbations (6). Cependant, le rôle des agents fongiques tels qu’Aspergillus n’a 

pas encore été établi. 

Aspergillus fumigatus est un champignon microscopique (micromycète) largement 

répandu dans l’environnement, aussi bien à l’extérieur qu’à l’intérieur des habitations. 

Il est responsable de manifestations cliniques variées allant de la colonisation 

saprophyte des voies respiratoires supérieures aux formes pulmonaires invasives 

(7). Les patients atteints de BPCO constituent un groupe à risque d’aspergillose 

pulmonaire invasive (API) de par l’antibiothérapie large spectre et les corticoïdes 

qu’ils reçoivent (8,9). L'importance de l’isolement d’A. fumigatus dans les 

expectorations des patients atteints de BPCO présentant une exacerbation n’est pas 

clairement établie, mais une culture positive à A. fumigatus au cours d’une 

exacerbation pourrait suggérer un rôle de ce micromycète dans l’aggravation de la 

fonction respiratoire. 

Dans ce contexte, nous avons évalué la prévalence de colonisation et sensibilisation 

par A. fumigatus au sein de cette population de patients atteints de BPCO dans la 

région Nord-Pas de Calais, ainsi que le rôle de l’exposition environnementale 

domestique dans les phénomènes de colonisation et de sensibilisation par A. 

fumigatus. 

Malgré la colonisation par Aspergillus et le risque d’API dans cette population, les 

patients BPCO bénéficient rarement d’un traitement par antifongiques azolés : on 

parle de patients « naïfs ». Cependant, l’émergence de la résistance aux azolés chez 

A. fumigatus ayant été rapportée aussi bien chez des patients traités pour une 
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aspergillose chronique (10–12) que chez des patients naïfs et dans l’environnement, 

où elle serait liée à l’utilisation de fongicides azolés en agriculture (13), le risque 

d’apparition d’isolats résistants aux azolés est réel chez les patients atteints de 

BPCO, le principal mécanisme de résistance aux azolés étant la mutation de la cible 

des azolés, l’enzyme lanostérol 14α déméthylase codée par le gène cyp51A (14). 

Nous avons donc secondairement caractérisé les isolats cliniques (obtenus à partir 

de prélèvements respiratoires) et environnementaux (obtenus à partir de 

prélèvements effectués au domicile de ces patients atteints de BPCO) afin de 

déterminer la prévalence des isolats d’A. fumigatus résistants aux azolés, d’identifier 

les mécanismes impliqués et de clarifier la circulation de ces isolats entre les 

réservoirs cliniques et environnementaux. 
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GENERALITES  

I. La BPCO 

A.  Définition, étiologie et diagnostic 

La BPCO est une maladie respiratoire chronique définie par une obstruction 

permanente, progressive et non complètement réversible des voies aériennes. Cette 

obstruction est causée par l’association, variable selon les patients, d’une diminution 

du calibre des bronchioles du fait de modifications anatomiques (remodelage) et 

d’une destruction des alvéoles pulmonaires (emphysème) qui, par le biais de la 

diminution de la force de rétractation élastique du poumon entraine un collapsus des 

lumières bronchiques. Il s’y associe une réponse inflammatoire pulmonaire anormale 

à des toxiques inhalés, particules ou gaz nocifs (tabac, polluants, etc.). Le symptôme 

principal de la BPCO est la dyspnée (1).  

On distingue les facteurs de risque de BPCO environnementaux et génétiques. Le 

tabac est de loin le principal facteur de risque environnemental de BPCO et les 

expositions professionnelles constituent au moins 15% de l’étiologie des BPCO. 

D’autres facteurs sont incriminés tels que les fumées domestiques de combustion 

des systèmes de chauffage ou de cuisine dans les pays émergents et la pollution 

atmosphérique, qui joue un rôle dans le déclenchement d’exacerbations, mais dont 

le rôle éventuel dans le développement de la BPCO est incertain. Parmi les facteurs 

de risques génétiques, le déficit en alpha 1-antitrypsine est le seul clairement 

identifié dans la BPCO (15).  

Le diagnostic de la BPCO est basé sur l’exploration fonctionnelle respiratoire avec 

mesure du volume expiratoire maximal à la première seconde (VEMS) et de la 

capacité vitale forcée (CVF) par spirométrie. Le trouble ventilatoire obstructif (TVO) 

est défini par un rapport VEMS/CVF inférieur à 70% après administration d’un 

bronchodilatateur, quelque soit la valeur observée du VEMS (1). C’est la présence 

d’un TVO dans un contexte clinique compatible (tabagisme ancien, exposition 

professionnelle) en l’absence d’autre cause de TVO, en particulier un asthme ou des 

dilatations des bronches qui aboutit au diagnostic de BPCO.  

Le terme BPCO inclut la bronchite chronique (BC) avec TVO et l’emphysème pan-

lobulaire et/ou centro-lobulaire avec TVO. La BC se définit cliniquement par une 

hypersécrétion bronchique se manifestant par une toux productive quotidienne ou 

quasi-quotidienne durant au moins trois mois par an au cours d’au moins deux 
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années consécutives. Elle peut être simple (sans obstruction bronchique) ou 

obstructive (accompagnée d’un TVO). La BC reflète l’exposition à des facteurs de 

risque environnementaux. Elle ne conduit pas systématiquement à une obstruction 

bronchique. L’emphysème se définit anatomiquement par un élargissement anormal 

et permanent des espaces aériens distaux (c'est-à-dire situés au-delà des 

bronchioles terminales), avec destruction des parois alvéolaires, sans fibrose 

associée (15). 

Des comorbidités associées sont fréquentes, elles doivent être recherchées et 

traitées : anxiété et dépression, cancers bronchiques, ostéoporose, affections 

cardiovasculaires, dénutrition et obésité. Elles aggravent les symptômes et le 

pronostic de la BPCO. L’évolution de la BPCO est marquée par un déclin accéléré 

du VEMS au cours du temps, un risque d’exacerbations pouvant mettre en jeu le 

pronostic vital, un risque de handicap avec réduction des activités quotidiennes voire 

l’apparition d’une insuffisance respiratoire chronique (1).  

B. Classifications 

La Global Initiative for Chronic Obstructive Lung Disease (GOLD) définit 4 stades de 

sévérité de BPCO en fonction du VEMS, il s’agit de la classification spirométrique 

GOLD (Tableau 1) (1). 

Stades Caractéristiques  Équivalence clinique  
(+toux et expectoration) 

Stade I :  
BPCO légère 

VEMS/CVF < 70% 
VEMS ≥ 80% valeur prédite 

Absence de dyspnée 

Stade II :  
BPCO modérée 

VEMS/CVF < 70% 
50% ≤ VEMS < 80% valeur prédite 

Dyspnée d’effort inconstante 

Stade III :  
BPCO sévère 

VEMS/CVF < 70%  
30% ≤ VEMS < 50% valeur prédite 

Dyspnée d’effort 

Stade IV :  
BPCO très sévère 

VEMS/CVF < 70%            
VEMS < 30% valeur prédite  
Ou VEMS < 50% valeur prédite avec 
insuffisance respiratoire chronique 

Dyspnée au moindre effort ou 
dyspnée de repos 

Tableau 1 : Classification spirométrique de la BPCO d'après GOLD 2007 (1)  

D’après les récentes recommandations de la GOLD en 2011, l’évaluation du patient 

BPCO doit toujours inclure les symptômes, le degré d’obstruction, les antécédents 

d'exacerbations et les comorbidités. Une nouvelle classification des patients BPCO a 

donc été proposée par GOLD, intégrant les symptômes ressentis par le patient, qui 

sont quantifiés au moyen du COPD Assessment Test (CAT) et de l’échelle de 
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dyspnée modifiée «Medical Research Council» (mMRC) (cf. Annexe 1), la 

spirométrie et le nombre d’exacerbations au cours de l’année passée. Ces trois 

points permettent de diviser les patients en quatre catégories A, B, C et D (Figure 1). 

Ainsi, d’après cette classification ABCD, les groupes A et B sont considérés comme 

étant à risque faible, tandis que les groupes C et D sont considérés comme étant à 

risque élevé (16). 

 
Figure 1 : Classification ABCD d'après GOLD 2011 (1 6) 

Toutefois, l’intérêt de la classification ABCD reste discuté : une étude norvégienne 

basée sur des dossiers cliniques et spirométriques de patients atteints de BPCO a 

montré l’absence de preuve de l’intérêt de la nouvelle classification GOLD ABCD en 

termes de prédiction de la mortalité par rapport à la classification spirométrique 

GOLD (17). Une autre étude norvégienne montre que la classification ABCD semble 

être plus difficile à utiliser (18). Une étude danoise portant sur 6628 BPCO a montré 

que le groupe B pouvait avoir une survie significativement plus courte que le groupe 

C mais cela est sans doute dû à une comorbidité à l'origine de la dyspnée et souligne 

l'importance de rechercher les comorbidités cardiovasculaires dans les BPCO (19). 

Cette classification n’est pas encore recommandée par la société française de 

pneumologie à ce jour. 

C. Traitement 

Le traitement de la BPCO dépend du stade (Tableau 2) et repose sur le sevrage 

tabagique, les bronchodilatateurs inhalés (bêta2-agonistes et anticholinergiques de 

courte ou de longue durée d’action), les associations fixes de bêta2-agonistes de 

longue durée d’action et de corticostéroïdes inhalés dans les formes sévères à très 

sévères avec exacerbations fréquentes, la réhabilitation respiratoire qui fait partie 

intégrante du traitement et la vaccination (grippe, pneumocoque). La corticothérapie 
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orale au long cours n’est pas recommandée dans la BPCO stable. Il n’y a pas non 

plus de place pour la corticothérapie inhalée utilisée seule dans la BPCO (16). 

I : Léger II : Modéré III : Sévère IV : Très sévère 

 VEMS/CVF<0,7 

VEMS ≥ 80% valeur 
prédite 

50% ≤ VEMS < 80% 
valeurs prédite 

30% ≤ VEMS < 50% 
valeur prédite 

VEMS < 30% valeur 
prédite 

Ou VEMS < 50% valeur 
prédite avec insuffisance 
respiratoire chronique 

 Réduction des facteurs de risque ; vaccination antigrippale et antipneumococcique  

 Bronchodilatateur de courte durée d’action (si besoin) 

   Un ou plusieurs bronchodilatateurs de longue durée d’action 

 Réhabilitation respiratoire 

    Glucocorticoïdes inhalés sous forme d’association 
fixe si exacerbations répétées* (VEMS < 60 % pour 
salmétérol/fluticasone)  

 * Les glucocorticoïdes inhalés seuls n’ont pas l’AMM en France 

Oxygénothérapie longue 
durée si insuffisance 
respiratoire chronique 

Traitements chirurgicaux  

Tableau 2 : Schéma général du traitement de la BPCO ( 15) 

D. Épidémiologie 

La prévalence de la BPCO en France est difficile à estimer en raison du sous-

diagnostic et de la complexité à réaliser des épreuves fonctionnelles respiratoires 

dans le cadre d’études épidémiologiques. Elle est de l’ordre de 5 à 10 % des adultes 

de plus de 45 ans en France (20). Les données des certificats de décès ont mis en 

évidence une augmentation des taux de mortalité chez les femmes et une 

stabilisation chez les hommes entre 1979 et 2000. En 2006, la mortalité liée à la 

BPCO était évaluée à 16500 personnes (20).  

Les enquêtes régionales montrent de fortes disparités entre le Nord-Pas de Calais et 

les autres régions. La carte suivante (Figure 2) extraite de la publication de l’InVS 

dans le Bulletin épidémiologique hebdomadaire de juillet 2007 (21), sur l’indice de 

surmortalité par région correspondant à la différence relative entre le taux moyen 

annuel régional et le taux moyen annuel national illustre les disparités de mortalité. 
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Figure 2 : Indice de surmortalité par région, Franc e, 2000-2003 (21) 

Le Nord et l’Est sont plus atteints que les autres régions, ainsi que la Bretagne chez 

les femmes. Le Nord-Pas de Calais cumule en fait les difficultés : tabagisme plus 

important, mauvaise qualité de l’air, fréquence de l’exposition professionnelle, niveau 

de vie plus bas, moindre consommation d’aliments riches en antioxydants, marquant 

un risque globalement plus élevé de développer une BPCO (22).  

Dans l’étude européenne ECRHS (European Community Respiratory Health 

Survey), la prévalence des symptômes respiratoires (toux ou expectoration 

chronique) avec une spirométrie normale en France était parmi les plus faibles 

d’Europe de 9,2 % contre 8 % aux Pays-Bas, 9,8 % en Grande-Bretagne, 10,4 % en 

Italie, 23,7 % en Espagne. La prévalence de la BPCO au stade 1 ou plus de la 

classification GOLD dans cette classe d’âge était de 1,5 % variant de 0,9 % en Italie 

à 7,4 % pour la Suisse. Toutefois, il convient de souligner que cette étude concernait 

uniquement des adultes jeunes. Les résultats obtenus permettent d’illustrer les 

variations selon le pays, mais pas d’estimer la prévalence de la maladie (23). Dans 

l’étude Confronting COPD International Survey, la France était également le pays 

d’Europe ayant la plus faible prévalence (BC ou diagnostic connu de BPCO ou de 

BC) (24). 

Dans le monde, Il existe de grandes variations de prévalence de la BPCO dans les 

études sur le sujet parues entre 1962 et 2001 qui s'expliquent d'une part par 

l'hétérogénéité des populations étudiées (tranches d'âge, groupes de fumeurs) et 

d'autre part par l'hétérogénéité des méthodes employées pour diagnostiquer la 

BPCO (symptômes, spirométrie) (21). L’étude internationale BOLD (Burden Of 

Obstructive Lung Disease) a toutefois utilisé une méthodologie standardisée 

rigoureuse en se basant sur les critères spirométriques et a porté sur 9 425 patients 

dans 12 pays. Ces données donnent des informations grossièrement comparables 
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entre les pays sur la prévalence de la BPCO avec toutefois une prévalence plus 

élevée dans certains pays du monde comme en Afrique du Sud. De même, si la 

prévalence est généralement plus élevée chez les hommes que chez les femmes, 

l’inverse est noté dans certains pays tels qu'aux États-Unis, en Australie et en 

Autriche (25). L’étude PLATINO (Proyecto Latinoamericano de Investigación en 

Obstrucción Pulmonar) s’est intéressée à la prévalence de la BPCO dans 5 villes 

d’Amérique latine situées dans des pays différents : Brésil, Chili, Mexique, Uruguay 

et Venezuela. Ces données indiquent que la prévalence de la BC était élevée dans 

cette population : de 20 à 30 % de la population (26).  

LA BPCO constitue un problème de santé publique majeure par le nombre de 

personnes touchées, le handicap dont ces personnes sont affectées, leur mortalité et 

les dépenses de santé nécessaires pour leur prise en charge. Elle pourrait devenir la 

troisième cause de mortalité dans le monde d’ici 2020 d’après la Global Burden of 

Disease Study (2). 

E.  Les exacerbations de la BPCO 

L’exacerbation de BPCO est un évènement aigu caractérisé par une aggravation des 

symptômes respiratoires au-delà des variations quotidiennes et qui conduit à une 

modification thérapeutique. Le diagnostic des exacerbations aiguës de BPCO 

(EABPCO) repose exclusivement sur la clinique : augmentation de la dyspnée, de la 

toux, du volume de l’expectoration ou modification de l’expectoration (aspect 

purulent). L’exacerbation peut être un mode de découverte de la BPCO (1).  

1. Physiopathologie et origine des exacerbations 

D’un point de vue physiopathologique, les EABPCO sont associées à une 

augmentation de l’inflammation des voies respiratoires supérieures et inférieures et 

de l’inflammation systémique. La réponse inflammatoire des voies respiratoires 

pendant l’exacerbation provoque œdème, bronchospasme, augmentation de la 

production des expectorations, conduisant à une aggravation de la limitation du flux 

d’air et au développement d’une hyperinflation (6). Des études montrent qu’il y a un 

lien entre l’augmentation de l’inflammation des voies aériennes et la colonisation des 

voies aériennes des patients atteints de BPCO par des micro-organismes 

pathogènes potentiels en particulier des bactéries et des virus (27,28). 

Les trois quarts des EABPCO sont d’origine infectieuse : bactérienne, virale ou 

mixte. La pollution de l'air est parfois à l’origine de l’exacerbation. L’étude APHEA 
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(Air Pollution and Health: European Approach) dans 6 villes européennes reporte un 

effet significatif du niveau de pollution de l’air sur les hospitalisations des patients 

BPCO (29). Dans un certain nombre de cas, la cause de l’exacerbation n’est pas 

identifiée. 

Les exacerbations d’origine bactérienne sont évoquées en cas de purulence 

(coloration verdâtre) récente ou majorée de l’expectoration. Les bactéries sont 

retrouvées dans les expectorations des EABPCO dans 42% à 69,6% en fonction des 

études (30–32). Toutefois, le rôle précis des bactéries dans les EABPCO est difficile 

à évaluer car ce sont les mêmes bactéries qui colonisent les voies respiratoires des 

patients BPCO à l’état stable à savoir Haemophilus influenzae, Streptococcus 

pneumoniae, Moraxella catarrhalis et Pseudomonas aeruginosa (6). Dans l’étude de 

Wilkinson et al. menée chez des patients atteints de BPCO modérée à sévère, une 

colonisation bactérienne dans les expectorations a été observée chez 48,2% des 

patients en état stable. Pendant l’exacerbation, 69,6% des exacerbations étaient 

associées à des bactéries (30). La preuve de l’implication des bactéries dans les 

exacerbations provient de l’efficacité de l’antibiothérapie administrée en cas de 

purulence de l’exacerbation. La prévalence des bactéries responsables des 

exacerbations diffère en fonction des études et des moyens de détection 

utilisés (culture ou qPCR) (30,32,33). Globalement, la bactérie la plus fréquente est 

Haemophilus influenzae (19,7 à 37,5%), suivie de Streptococcus pneumoniae (14,3 

à 25%) et Moraxella catarrhalis (14,3 à 19,2%). Pseudomonas aeruginosa est plus 

impliqué chez les patients atteints de BPCO sévère (33). Des bactéries atypiques 

comme Chlamydia pneumoniae, Legionella pneumophila et Mycoplasma 

pneumoniae ont également été retrouvées dans les expectorations de patients 

présentant une EABPCO, mais une étude n’a pas trouvé de rôle pour ces trois 

bactéries atypiques dans les exacerbations (34).  

Les exacerbations d’origine virale sont souvent précédées de symptômes ORL 

(rhume, rhinorrhée) dans un contexte épidémique hivernal. Le taux de détection des 

virus respiratoires dans les expectorations des patients présentant une EABPCO 

varie de 22% à 57% (4,35–38,31). Une revue récente de 19 études de prévalence 

des virus respiratoires chez les patients atteints d’EABPCO regroupant 1728 patients 

a montré que les Rhino/Entérovirus (16,39%), le Virus Respiratoire Syncytial (VRS) 

(9,90%) et le virus de la grippe (7,83%) sont les virus les plus répandus. D’autres 

virus sont impliqués avec des taux inférieurs de détection : Coronavirus (4,08%) et 

Para-influenza (3,35%). Les Adénovirus (2,07%), le hMPV (2,78%) et Bocavirus 



31 
 

(0,56%) semblent être de rares agents responsables d‘EABPCO. Cette même revue 

montre la plus grande prévalence des virus dans les voies respiratoires inférieures 

par rapport aux voies respiratoires supérieures (39). Les exacerbations déclenchées 

par des virus respiratoires sont plus sévères, associées à des temps de récupération 

longs, et à un risque plus élevé d'hospitalisations que les exacerbations pour 

lesquelles les virus respiratoires ne sont pas détectés (6).  

Enfin, les co-infections bactériennes et virales dans les EABPCO existent et sont 

associées à un plus grand affaiblissement de la fonction pulmonaire et à plus 

d’hospitalisations (40).  

2. Prise en charge 

La prise en charge des EABPCO débute par la recherche des critères 

d’hospitalisation (Tableau 3) et de la cause de l’exacerbation, la purulence fait 

évoquer une origine bactérienne. Le traitement des EABPCO est celui de la cause 

(antibiotiques en cas d’infection bactérienne) et des symptômes (bronchodilatateurs). 

Il associera éventuellement une corticothérapie par voie orale en cas de signes de 

gravité ou une amélioration insuffisante après 48 heures, une oxygénothérapie 

éventuelle et une assistance ventilatoire mécanique en cas d'acidose respiratoire 

non compensée. La gravité des exacerbations est généralement considérée comme 

légère quand les exacerbations de symptômes respiratoires nécessitent un 

changement du traitement inhalé par le patient, modérée quand les exacerbations de 

symptômes respiratoires nécessitent une intervention médicale comprenant un 

traitement court par antibiotiques et/ou corticothérapie orale, et sévère quand les 

exacerbations des symptômes respiratoires nécessitent une hospitalisation (16). En 

cas d'exacerbation sévère, le pronostic vital peut être mis en jeu. 

Critères d'hospitalisation des exacerbations de BPC O 
Sujet âgé (> 70 ans)  
Présence de comorbidités 
BPCO sévère (stade III) ou très sévère (stade IV)  
Signes cliniques ou gazométriques de gravité immédiate  
Nécessité d’une oxygénothérapie  
Dégradation rapide  
Augmentation marquée des symptômes (dyspnée de repos) ou dégradation majeure par rapport 
à l’état de base (cyanose, œdèmes des membres inférieurs, troubles de la conscience)  
Exacerbations fréquentes ou épisode récent d’évolution défavorable  
Difficulté diagnostique  
Patient isolé, aides à domicile insuffisantes 

Tableau 3 : Critères d'hospitalisation des exacerba tions d'après l'HAS (41) 
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Les épisodes d’exacerbation ont donc un impact économique important : les 

hospitalisations pour exacerbations représentent la part la plus importante des coûts 

imputables aux patients atteints de BPCO (3). De plus, elles sont associées à une 

mortalité et morbidité importantes (6). 

S’il existe des preuves de l’implication des bactéries et des virus dans les EABPCO, 

le rôle potentiel de la colonisation et de l’infection fongique est cependant peu 

documenté. 

II. Aspergillus  et infections aspergillaires au cours de la BPCO 

A. Taxonomie des Aspergillus  

Le genre Aspergillus appartient au règne des Fungi, au phylum des Ascomycota, à la 

classe des Eurotiomycètes, à l'ordre des Eurotiales et à la famille des 

Trichocomaceae (42). Il s'agit de champignons microscopiques (micromycètes) 

filamenteux ou moisissures, au mycélium cloisonné (septomycètes) hyalins 

présentant une reproduction sexuée avec formation d'asques contenant chacun 

8 ascospores (ascomycètes), et une reproduction asexuée avec formation de 

structures conidiogènes (cellules productrices des conidies) spécialisées appelées 

phialides. Ces dernières sont organisées en « têtes aspergillaires », qui caractérisent 

le genre Aspergillus (43). Raper et Fennell, en 1965, avaient recensé environ 

150 espèces décrites sur des critères essentiellement morphologiques (macroscopie 

et microscopie des cultures). Parmi elles, Aspergillus fumigatus est l'espèce la plus 

fréquemment isolée en pathologie humaine, suivie d'A. flavus, A. niger, A. terreus et 

A. nidulans (44). Depuis, l’utilisation des techniques de biologie moléculaire, 

notamment le séquençage multilocus de gènes conservés (calmoduline, β-tubuline, 

actine, ARN polymérase 2 et ARN ribosomique) a permis de réviser totalement la 

classification des Aspergillus et de décrire de nouvelles espèces. Actuellement, plus 

de 300 espèces sont décrites (45). Des sous-genres et des sections ont été créés en 

lien avec leur correspondant téléomorphe (sexué) (46). Les dernières révisions de la 

nomenclature regroupent les Aspergillus en 4 sous-genres et 19 sections (Tableau 4) 

(47). 
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Sous-genre Section Téléomorphe 

Aspergillus Aspergillus* Eurotium 
Restricti Eurotium 

Circumdati Candidi*  
Circumdati* Neopetromyces 
Flavi* Petromyces 
Flavipedes Fennellia 
Nigri*  
Terrei*  

Fumigati Cervini  
Clavati Neocarpenteles, Dichotomomyces 
Fumigati* Neosartorya 

Nidulantes Aeni  Emericella 
Bispori  
Cremei Chaetosartorya 
Nidulantes* Emericella 
Ochraceorosei  
Silvati  
Sparsi  
Usti* Emericella 

Tableau 4 : Classification infragénérique du genre Aspergillus  (47) 
*Sections où l’on retrouve des espèces impliquées en  pathologie humaine 

La section Fumigati qui inclut A. fumigatus comprend 33 espèces (Figure 3) (48). De 

nombreuses espèces ont été récemment identifiées par séquençage multilocus des 

gènes conservés précédemment cités (49–51). Ainsi, A. lentulus, très proche 

morphologiquement d’A. fumigatus, apparaît naturellement résistant à de nombreux 

antifongiques contrairement à A. fumigatus sensu stricto qui est habituellement 

sensible à tous les antifongiques. D’autres espèces de la section Fumigati dont A. 

viridinutans, A. fumigatiaffinis, Neosartorya pseudofischeri et N. udagawae ont 

également été identifiées grâce au séquençage multilocus après avoir été 

considérées à tort comme A. fumigatus en se basant uniquement sur les critères 

morphologiques (50,52,53). De plus, des résistances in vitro aux antifongiques ont 

aussi été rapportées pour ces espèces (50,51).  
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Figure 3 : Espèces de la section Fumigati  du genre Aspergillus (arbre phylogénétique basé sur le gène de 
la β-tubuline) (48) 

Le séquençage du génome d'A. fumigatus a été réalisé en 2005 (54), et la forme 

sexuée d'A. fumigatus, longtemps inconnue, a été récemment décrite : Neosartorya 

fumigata (55). À côté des stades asexués ou anamorphes, les Aspergillus peuvent 

aussi être nommés par leurs stades sexués (Tableau 4). À noter qu'un même genre 

téléomorphe peut avoir ses anamorphes dans différentes sections.  

B. Identification morphologique 

1. Morphologie macroscopique : caractères culturaux  

Les critères macroscopiques pour l’identification d’espèce comprennent la vitesse de 

pousse, l’aspect et la couleur des colonies recto et verso (Tableau 5). L’optimum 

thermique de croissance est un critère utile pour certaines espèces thermophiles 

comme A. fumigatus (56). 

Les Aspergillus ont une croissance plus ou moins rapide sur milieu de Sabouraud 

additionné d’antibiotiques. Leur pousse est inhibée par le cycloheximide (actidione). 

Si nécessaire, leur fructification peut être stimulée par repiquage de la colonie sur 

gélose à l’extrait de malt (Malt Extract Agar MEA) ou sur milieu de Czapek qui 
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constituent les milieux de référence pour ces champignons. Après 24 à 48 heures de 

culture, on observe des colonies plates, formées de courts filaments aériens blancs. 

Les colonies prennent leur couleur caractéristique après 48 à 96 heures avec la 

maturation des spores (Figure 4).  

Caractères 
morphologiques 

A. fumigatus A. flavus A. nidulans A. niger A. terr eus A. versicolor 

Culture recto 
Poudreuse 

Vert-bleuté à 
gris noirâtre 

Duveteuse 
Vert jaune 

Duveteuse à 
poudreuse 

Vert cresson 

Granuleuse 
Noire 

Duveteuse à 
poudreuse 
Blanc puis 
jaune ocre 

Blanc puis de 
couleur varié : 
rosée, jaunâtre 

ou verte 

Culture verso 

Incolore, 
jaune, vert ou 
brun selon les 

souches 

Incolore, 
rosé ou 

brun-rouge 
foncé 

Pourpre, 
rougeâtre 

Incolore à 
jaune pâle 

Ocre à rouge 
Incolore ou 

variant du jaune 
au brun 

Conditions de 

croissance 

Croissance 
très rapide en 

24-48h 
Optimum 

thermique de 
40-42°C 
(pousse 

jusqu’à 57°C) 

Croissance 
rapide en 2-

3 jours 
Optimum 

thermique à 
37°C 

Croissance 
rapide en 3-

5 jours 
Optimum 

thermique à 
25-30°C 
(pousse 
aussi à 
37°C) 

Croissance 
rapide en 2-3 

jours 
Optimum 

thermique à 
25-30°C 
(pousse 

jusqu’à 42°C) 

Croissance 
rapide en 3-5 

jours 
Optimum 

thermique à 
25-30°C 

(pousse aussi 
à 37°C) 

Croissance lente 
en 5-7 jours 

Optimum 
thermique à 25-
30°C (pousse 
jusqu’à 40°C) 

Tableau 5 : Caractères macroscopiques des Aspergillus  (56) 

 

Aspergillus fumigatus 

 

Aspergillus flavus 

 

Aspergillus niger 

Figure 4 : Aspect macroscopique de cultures d'Aspergillus  sur milieu Sabouraud, recto (gauche) et verso 
droite)  (56) 
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2. Morphologie microscopique 

L’identification microscopique d’Aspergillus repose sur l’observation des formes 

asexuées des champignons au microscope à l’objectif 20x ou 40x. Les éléments sont 

observés en prélevant les colonies filamenteuses et poudreuses avec un scotch. 

Elles sont déposées ensuite dans une goutte de bleu de lactophénol entre lame et 

lamelle. Les filaments mycéliens, les organes de fructification et les spores sont 

ensuite analysés (56). 

Le genre Aspergillus est caractérisé par un thalle végétatif formé de filaments 

mycéliens, ou hyphes. Les conidiophores sont produits à partir des hyphes végétatifs 

et se terminent par une vésicule portant les cellules de la conidiogenèse, les 

phialides. Ces phialides sont insérées soit directement sur la vésicule, soit sur les 

métules. Elles produisent les spores ou conidies nécessaires à la reproduction 

asexuée du champignon. L’ensemble vésicule, phialide, conidies forme la tête 

aspergillaire qui caractérise le genre Aspergillus (Figure 5). Les spores sont toujours 

unicellulaires, de forme variable, mesurant 2 à 5 µm de diamètre et sont plus ou 

moins pigmentées. 

Le Tableau 6 résume les principaux critères d’identification microscopique d’espèce 

d’Aspergillus. 

 
Figure 5 : Schéma des têtes aspergillaires (56) 
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Caractères 
morphologiques 

A. fumigatus A. flavus A. nidulans  A. niger A. terreus  A. versicolor 

Conidiophore 

Court, 300 µm, 
lisse et incolore, 
avec évasement 

progressif au 
sommet 

Long, 1 mm à 
2,5mm, 

verruqueux avec 
aspérités 

Brun, lisse, 
sinueux, très 

petit (75 à 
100 µm) 

Lisse, hyalin 
ou brunâtre, 
très long (1.5 

à 3 mm) 

Lisse, 
incolore, 

court, 100 à 
250 µm 

Lisse, 
jaunâtre, long 

(500 à 700 
µm) 

Vésicule 
Hémisphérique, 

20 à 30 µm 
Sphérique, 25 à 

45 µm 
Sphérique Globuleuse, 

30 à 100 µm 
Globuleuse Ovale, 12-16 

µm 

Phialides 

Directement 
portées sur la 

vésicule, 
dressées, 

densément 
groupées 

Directement sur 
la vésicule ou 

portées par des 
métules  

Portées par 
des métules, 
sur la partie 
supérieure 

de la 
vésicule 

Portées par 
des métules, 
disposées sur 

tout le 
pourtour de la 

vésicule 

Portées par 
des métules, 
sur la partie 
supérieure 

de la 
vésicule 

Portées par 
des métules, 
disposées sur 

tout le 
pourtour de la 

vésicule 

Conidies 

Globuleuses, 
vertes, 

échinulées, 
petites (2,5 à 3 

µm) 

Globuleuses à 
subglobuleuses, 

vert pale, 
échinulées, 3,5 

à 4,5 µm 

Rondes, 
vertes, 

échinulées. 
Souvent 

disposées 
en chaine, 
3-3,5 µm 

Globluleuses, 
3,5-5 µm, 
brunes,  

échinulées à 
très 

verruqueuses, 
souvent 

disposées en 
chaine 

Lisses, 
globuleuses 

à 
légèrement 
elliptiques, 
petites (1,5 
à 2,5 µm) 

Globuleuses, 
2 à 3,5µm, 
échinulées 

Tête 
aspergillaire 

Unisériée, en 
colonne 

compacte assez 
grande (jusqu’à 

100 µm) 

Bisériée ou 
unisériée, (300-
400 µm), radiée 

Bisériée en 
colonne, 
courte et 
compacte   

Bisériée ou 
radiée, noire à 

maturité 

Bisériée, en 
colonne 
évasée 
(aspect 

d’éventail) 

Bisériée, 
radiée  
N.B : 

Présence de 
pinceaux 
évoquant 

Penicillium 

Tableau 6 : Principales caractéristiques microscopiq ues des espèces d’Aspergillus (56) 

Certaines espèces de la section Fumigati dont A. novofumigatus, A. fumigatiaffinis, 

A. fumisynnematus et A. lentulus ont une morphologie très proche d’A. fumigatus  

(48), d’où l’importance des outils de biologie moléculaire pour les identifier. L’espèce 

la plus fréquemment retrouvée dans les prélèvements cliniques est A. lentulus 

(49,57–60). Au niveau macroscopique, A. lentulus est caractérisé par des colonies 

floconneuses de couleur blanche entrecoupées de colonies vertes au recto (Figure 

6). Au verso, les colonies sont de couleur jaune. La sporulation pauvre et lente a 

donné le nom à l’espèce (lentulus). A. lentulus pousse faiblement à 45°C et ne 

pousse pas à 48°C, contrairement à A. fumigatus. Au niveau microscopique, le 

conidiophore est à paroi lisse, incolore, de 250 à 300 µm de long, les vésicules sont 

plus petites que A. fumigatus, de 8-10 µm de large, hyalines. Les phialides sont plus 

courtes, unisériées et les conidies sont similaires à A. fumigatus : bleues vertes, 

globuleuses et rugueuses, de 2,5 à 3 µm de diamètre (Figure 6) (49). 
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A. lentulus A. fumigatus 

 
Milieu MEA 

 
Milieu MEA 

  
Figure 6 : Morphologies macroscopique et microscopi que d' A. lentulus  et d' A.fumigatus (48)  

C. Réservoirs environnementaux et mode de contamina tion 

Les Aspergillus sont des champignons cosmopolites très répandus dans 

l’environnement, où ils vivent en saprophytes colonisant de nombreux 

écosystèmes (43). Ubiquistes, on les rencontre aussi bien en milieu rural (dans les 

silos à grains, foin, paille tassée et humide, céréales ou fruits moisis, matières 

organiques d'origine végétale en décomposition, compost, terreau, etc.) qu'en milieu 

urbain, et aussi bien à l'extérieur qu'à l'intérieur des habitations (poussières 

accumulées derrière les meubles, les réfrigérateurs, sur les cadres, dans les faux 

plafonds et les conduits d'aération, ou dans la terre des plantes en pot). Les 

Aspergillus sont également rencontrés sur certains fruits et légumes, dans le pain, le 

poivre, les épices, le thé et aliments lyophilisés. Ils sont aussi présents dans l'eau et 

l'air (61).  

La recherche d’Aspergillus et plus largement des moisissures dans l’environnement 

intérieur peut se faire sur 3 types de prélèvements : les prélèvements d’air (par 

impaction sur gélose notamment), les prélèvements de surface (par des boites 

gélosés contacts ou des écouvillons) et les prélèvements de poussières (62). Ces 

dernières années, des collecteurs électrostatiques de poussières ont été proposés 

afin de combiner certains avantages des prélèvements d’air et de poussières (63–

65). A partir de ces prélèvements environnementaux, la mesure des concentrations 

de spores fongiques s’effectue généralement par microscopie ou mise en culture. 
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Plus récemment, des techniques de qPCR, plus rapides et plus sensibles que la 

culture, se sont fortement développées dans les études environnementales (66,67). 

Les spores d’Aspergillus sont naturellement présentes dans l’air extérieur, à une 

concentration estimée entre 1 et 100 spores/m3 (68). Les enquêtes 

aéromycologiques montrent qu‘Aspergillus représentent 1 à 5% des isolements des 

moisissures loin derrière Cladosporium (20 à 30%), Alternaria (9 à 18%) et 

Penicillium (6 à 8%) (69). Les spores aspergillaires pénètrent aussi facilement dans 

les locaux y compris les hôpitaux, par l’intermédiaire des occupants ou via les 

systèmes de ventilation dans lesquels elles peuvent exploiter des niches écologiques 

diverses. En milieu hospitalier, la réalisation de travaux présente un risque 

d’aérodispersion de spores fongiques, et par conséquent un facteur de risque de 

contamination pour les patients immunodéprimés hospitalisés (70). Aspergillus est 

présent dans 50% des habitations et arrive en troisième position après Cladosporium 

(83%) et Penicillium (75%) (71). L’humidité favorise leur survie et leur 

développement, notamment dans l’environnement intérieur. Une étude dans les 

logements insalubres dans l’est de la France a montré que les concentrations en 

moisissures étaient significativement plus élevées que dans les logements sains et 

que les moisissures les plus fréquemment isolées étaient Penicillium, Cladosporium 

et Aspergillus versicolor (72).  

Les spores d’Aspergillus étant en suspension dans l’air, leur inhalation est obligatoire 

et quotidienne. On évalue de 2000 à 3000 le nombre de spores d’A. fumigatus 

inhalées chaque mois (73). La contamination se fait donc principalement par voie 

aérienne, c’est donc l’appareil broncho-pulmonaire qui est le plus fréquemment 

concerné par la maladie aspergillaire. 

D. Pouvoir pathogène d’ A. fumigatus dans la BPCO 

L’infection aspergillaire est limitée dans la population générale en dépit d’une 

inhalation régulière de spores car elles sont éliminées par le tapis mucociliaire chez 

l’hôte immunocompétent. Les Aspergillus sont des pathogènes opportunistes et leur 

spectre clinique dépend de la réceptivité de l’hôte, de facteurs favorisants locaux 

(cavités résiduelles pulmonaires, lésions bronchiques et pulmonaires) et généraux 

(immunodépression, corticoïdes, immunosuppresseurs, neutropénie, allogreffe de 

moelle osseuse) de l’hôte et de l’exposition fongique dans l’environnement (quantité 

et virulence des spores inhalées) (74). Kosmidis et Denning (7) considèrent les 

différents tableaux cliniques comme un spectre continu de maladies, une forme 
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pouvant évoluer dans une autre selon le degré d’immunodépression. Ils distinguent : 

• La colonisation saprophyte bronchique ; 

• Les aspergilloses allergiques comprenant l’aspergillose broncho-pulmonaire 

allergique (ABPA) et l’alvéolite allergique extrinsèque ; 

• Les aspergilloses trachéobronchiques ; 

• Les aspergilloses pulmonaires chroniques (APC) comprenant l’aspergillome 

(cavité préformée), l’aspergillose pulmonaire chronique nécrosante (APCN) et 

l’aspergillose pulmonaire chronique cavitaire (APCC) ;  

• L’aspergillose pulmonaire invasive (API). 

Des études récentes ont montré que les patients atteints de BPCO étaient un groupe 

à risque de développer une aspergillose pulmonaire aiguë ou chronique (7,9). De 

plus, l’isolement d’A. fumigatus dans les prélèvements respiratoires de ces patients 

est fréquent (75), mais les données concernant sa signification sont limitées. La 

colonisation par Aspergillus pourrait être associée à une probabilité élevée d’avoir 

une API (76) et une mortalité plus élevée (77).  

1. Colonisation saprophyte bronchique 

La colonisation est définie par l’isolement répété d’Aspergillus à partir de 

prélèvements des voies respiratoires, sans preuve d’infection à Aspergillus. Elle 

correspond à une atteinte saprophyte sans invasion tissulaire (7). La distinction entre 

colonisation et infection repose sur la clinique, bien qu’un signal plus fort en qPCR 

peut indiquer une infection plutôt qu’une colonisation (7). 

Les patients atteints de BPCO sont une population à risque de colonisation par 

Aspergillus (8,78). Dans une étude portant sur des patients hospitalisés en 

réanimation, l’isolement d’Aspergillus à partir de prélèvements respiratoires était 

associé à la fois au diagnostic sous-jacent de BPCO (Odds Ratio : OR=2.9) et au 

traitement par corticoïdes (OR=4.5) (79). La colonisation peut correspondre à un 

passage temporaire d’Aspergillus dans les voies respiratoires, à un portage bénin à 

long terme ou un signe précédent l’API. Il y a peu d’études prospectives sur la 

prévalence de la colonisation des voies respiratoires chez les patients présentant 

une EABPCO, il est donc difficile de définir l’influence d’Aspergillus comme agent 

causal d’exacerbation. Récemment, Huerta et al. ont étudié la prévalence de 

colonisation par Aspergillus dans les expectorations d’une cohorte prospective de 

patients BPCO hospitalisés pour une EABPCO entre janvier 2008 et décembre 2009 

: elle était de 16,6% à l’admission et de 14,1% après une année de suivi (80).  
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2. Aspergillose pulmonaire invasive 

L’API est définie par une invasion aspergillaire bronchique plus ou moins distale, un 

envahissement du parenchyme pulmonaire et/ou vasculaire occasionnant un risque 

de dissémination viscérale.  

a) Facteurs de risque 

Elle est fréquemment observée chez les patients présentant une hémopathie 

maligne, une greffe de moelle osseuse allogénique, en fin du stade de l'infection VIH, 

une transplantation d'organes solides et en cas de granulomatose chronique (81–

83). En dehors de ces groupes à risque d’immunodéprimés, on décrit de plus en plus 

de cas chez des patients atteints de maladies broncho-pulmonaires chroniques, en 

particulier de BPCO (81,9,76). En effet, la BPCO provoque une altération de 

l’épithélium bronchique favorisant la colonisation fongique et une diminution de 

l’immunité locale, notamment des fonctions phagocytaires des macrophages (9). 

L’utilisation de la corticothérapie par voie inhalée associée aux bronchodilatateurs 

dans la BPCO sévère et très sévère ou par voie orale en cas d’exacerbation de 

BPCO chez ces patients augmente encore le risque d’API. Une antibiothérapie à 

large spectre est aussi un facteur de risque d’API chez ces patients, sélectionnant 

l’écologie fongique (8,84). D’autres facteurs de risque sont associés au 

développement de l’API chez le patient atteint de BPCO : la fumée de tabac, les 

comorbidités fréquemment associées dont la dénutrition, l’alcoolisme et le diabète 

(8). Des études ont montré que certaines infections, notamment les infections virales 

telles que la grippe ou l’infection à CMV, peuvent précéder l’API, ce qui suggère un 

rôle dans l’étiologie (9). L’API chez les patients atteints de BPCO serait associée à 

une augmentation de la durée d’hospitalisation (85) et à une mortalité élevée de 72 à 

95% (9,76,86).  

b) Incidence chez les patients atteints de BPCO 

Bien qu’une incidence d’environ 2% ait été rapportée par quelques études (8,76), il 

est difficile d’évaluer la vraie incidence de l’API chez les patients atteints de BPCO 

en raison de l’absence de définition cohérente des cas et de l’absence de mesures 

de surveillance de l’infection (9). Dans une méta-analyse de 53 études de cas fatals 

d’API survenus entre 1995 et 1999, 46 patients sur 1941 (1,3%) étaient porteurs 

d’une BPCO (87). Une autre étude sur 1850 patients hospitalisés en réanimation 

entre 2000 et 2003 présentant une API en dehors du cadre d’une hémopathie ou 

d’une tumeur solide maligne a montré que 35 patients (1,89%) présentaient une 



42 
 

BPCO (81). Enfin, une étude espagnole a montré que l’incidence de l’API était plus 

élevée aux stades avancés de la BPCO (III et IV de GOLD) (76) . 

c) Diagnostic chez les patients atteints de BPCO 

Le diagnostic d’API chez les patients atteints de BPCO est souvent difficile. Le 

principal signe clinique est une pneumonie non spécifique d’évolution défavorable 

sous antibiothérapie avec exacerbation de la dyspnée. Les signes radiologiques 

peuvent montrer l’apparition de nodules, d’excavations ou de nouveaux infiltrats alors 

que les signes du halo ou du croissant gazeux, pathognomoniques dans les API 

chez les patients d’hématologie sont rares dans la BPCO (9).  

Concernant les examens mycologiques, la référence est l’isolement en culture 

d’Aspergillus par prélèvement biopsique pulmonaire, pas toujours réalisable en 

raison de la fonction respiratoire médiocre à ce stade. Néanmoins, l’isolement de 

filaments aspergillaires dans les expectorations et/ou les aspirations trachéales de 

ces patients signifie le développement d’une maladie aspergillaire dans un cas sur 

deux. Bien que les patients BPCO puissent être colonisés par Aspergillus, il est 

essentiel de reconnaître à un stade précoce la possibilité d’une API dans la BPCO 

en particulier chez les patients de stade IV corticodépendants. De ce fait, la présence 

d’Aspergillus dans l’expectoration ne doit pas être banalisée et mérite une 

exploration complémentaire. Enfin, la réalisation d’une endoscopie bronchique avec 

lavage broncho-alvéolaire (LBA) s’avère très contributive chez les patients BPCO. 

L’identification de filaments aspergillaires sera un argument décisif pour poser un 

diagnostic toujours difficile et décider de la mise en route du traitement (8).  

Bien que les méthodes standard de détection d’Aspergillus (examen direct 

microscopique avec mise en évidence de filaments mycéliens et mise en culture) 

restent des outils diagnostiques majeurs (88), la PCR quantitative en temps réel 

(qPCR) permet aussi de détecter Aspergillus avec une meilleure sensibilité et une 

plus grande rapidité que la culture. Par ailleurs, Fraczek et al. ont montré que le 

rendement de culture et le signal de qPCR étaient plus élevés sur les prélèvements 

des voies respiratoires supérieures, les expectorations et les aspirations 

bronchiques, que sur les prélèvements distaux et diluées comme le LBA, avec une 

meilleure sensibilité pour la qPCR (89).  

La détection d’anticorps sériques et le dosage du galactomannane (GM) orientent le 

diagnostic. La recherche positive d’anticorps sériques anti-A. fumigatus demeure un 

des critères diagnostiques d’API chez le BPCO proposés par Bulpa et al. (9), même 
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si ces patients corticodépendants sur le long terme peuvent présenter une réponse 

en anticorps affaiblie, qui pourrait limiter l’utilité d’une telle recherche chez certains 

patients (8). Le GM sérique a une faible sensibilité chez les patients atteints de 

BPCO, de l’ordre de 40-55%, contrairement aux patients atteints d’hémopathie 

maligne où elle est beaucoup plus élevée (71% pour les API prouvées) (8).  

Le pronostic des patients atteints de BPCO présentant une API est largement 

inférieur à celui des patients atteints d’hémopathie maligne. Le gain pronostique 

obtenu chez les patients d’hématologie est corrélé à la rapidité de mise en route du 

traitement antifongique après une procédure diagnostique bien validée avec les 

critères de l’EORTC/MSG (European Organization for Research and Treatment of 

Cancer/Mycoses Study Group), non applicables chez les patients BPCO (8). Bulpa et 

al. ont proposé une définition des API chez les patients BPCO, qui identifie 4 niveaux 

d’infections par analogie avec les critères de l’EORTC/MSG : l’API prouvée, l’API 

probable, l’API possible et la colonisation (9). 

III.  Traitement des aspergilloses chez les patient s atteints de 
BPCO : antifongiques utilisables et impact de l’éme rgence des 
résistances 

A. Sensibilité des Aspergillus aux antifongiques  

1. Antifongiques utilisables pour le traitement des  
aspergilloses 

Plusieurs classes d’antifongiques sont utilisables sur les Aspergillus : les polyènes, 

les échinocandines et les azolés.  

a) Les polyènes 
Le chef de file des polyènes est l'amphotéricine B (AMB). C’est un antifongique 

fongicide à large spectre qui cible la membrane fongique. L’AMB est utilisable par 

voie parentérale, est néphrotoxique et donne des réactions lors de l’injection (fièvre, 

myalgies, nausées). Ces effets indésirables sont atténués grâces aux formes 

vectorisées par des lipides (AMB liposomale ou complexe lipidique d'AMB) (90). 

L’AMB liposomale est indiquée dans le traitement des infections fongiques invasives 

à Aspergillus de seconde intention en alternative thérapeutique en cas d'échec ou 

d'intolérance au voriconazole (VOR). Dans les principales études, l'AMB est efficace 

sur la majorité des espèces, mais la résistance primaire est reconnue chez A. terreus 

et chez certains isolats d’A. flavus et A. ustus (91,92) et plus récemment, elle a été 

démontrée chez certaines espèces de la section Fumigati dont A. lentulus et A. 
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fumigatiaffinis (51). Chez A. fumigatus, les preuves du développement de résistance 

acquise manquent.  

b) Les échinocandines 

Les échinocandines constituent la classe la plus récente parmi les antifongiques et 

ciblent la paroi fongique. Trois molécules sont disponibles : la caspofungine (CAS), la 

micafungine et l’anidulafungine. Sur les Aspergillus, les échinocandines sont 

fongistatiques. Elles sont indiquées dans l’aspergillose invasive (AI) en seconde 

intention chez les patients réfractaires ou intolérants à l’AMB et/ou aux azolés. Les 

échinocandines sont utilisables par voie parentérale et ont un excellent profil, elles 

sont bien tolérées, présentent peu d’effets indésirables et d’interactions 

médicamenteuses, et la posologie est simple ne nécessitant pas d’adaptation 

particulière (93). On en sait beaucoup moins sur la résistance acquise aux 

échinocandines. Bien que des infections à A. fumigatus avec des CMI élevées aient 

été signalées de façon sporadique (94,95), elles peuvent être sous-diagnostiquées à 

cause du test de sensibilité de la CAS beaucoup moins simple d’interprétation que 

celui des azolés.   

c) Les antifongiques azolés 

Les antifongiques azolés actifs sur les Aspergillus sont les dérivés triazolés suivants : 

l’itraconazole (ITZ), le voriconazole (VOR) et le posaconazole (POS). D’autres azolés 

puissants sont en cours d’évaluation clinique (albaconazole, ravuconazole et 

isavuconazole) (96).  

Mécanisme d’action 

Les antifongiques azolés sont des antifongiques fongicides qui ciblent la membrane 

fongique. Ils bloquent la voie de biosynthèse de l’ergostérol, principal stérol 

constituant la membrane fongique, via l’inhibition d’une enzyme de la superfamille 

des cytochromes P450, la lanostérol 14α déméthylase ou CYP51. Ils entraînent la 

diminution de la synthèse de l’ergostérol, l’accumulation de stérols toxiques et des 

lésions membranaires du champignon (97). L’enzyme CYP51 est codée par le gène 

cyp51 chez les moisissures (erg11 chez les levures) (98). A. fumigatus possède 2 

gènes qui codent pour l’enzyme CYP51 : les gènes cyp51A et cyp51B qui sont 

étroitement liés et interviennent tous les deux dans la biosynthèse de l’ergostérol 

(99). 
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Sur le plan moléculaire, un des atomes d’azote de l’antifongique (N-4) se lie à 

l’atome de fer de l’hème situé dans le site actif de l’enzyme du cytochrome P450 (en 

vert sur la Figure 7b) bloquant ainsi l’accès du ligand naturel, le lanostérol dans le 

site actif et donc l’activation de ce cytochrome. La modélisation de la protéine 

CYP51A montre la présence de deux canaux d’accès au ligand pour le lanostérol et 

les antifongiques azolés (channel 1 et 2). Xiao et al. ont montré que le POS et l’ITZ, 

antifongiques à longue chaine latérale, empruntaient préférentiellement le canal 2 

pour accéder au site actif de l’enzyme alors que le VOR, plus petite molécule 

interagit de façon moindre avec le canal 2 (100) (Figure 7a). 

 
Figure 7a et 7b : Structure du POS(A), ITZ(B) et VOR(C)  (7a) et représentation de leur enzyme cible 

CYP51A (7b) (100) 

Formes disponibles et indications 

L’ITZ est un triazolé disponible par voie orale et parentérale de première génération 

qui n’est plus utilisé en première intention dans le traitement ou la prophylaxie de l’AI. 

Il a été supplanté par le VOR et le POS sur des arguments d’efficacité, de 

biodisponibilité et de tolérance. Par contre, il reste indiqué dans l’aspergillome en 

traitement alternatif à la chirurgie d’exérèse, en cas d’APCC et en prophylaxie 

primaire chez les patients atteints de granulomatose septique chronique (101). Le 

VOR est un triazolé de deuxième génération à large spectre, actif sur Aspergillus, 

Fusarium, et certaines espèces de Scedosporium. Il est administrable par voie orale 

ou parentérale et constitue le traitement de première ligne de l’AI (102). Le POS est 

un triazolé de troisième génération à très large spectre avec une activité sur les 

levures, les moisissures incluant Aspergillus, Fusarium, et certains zygomycètes. Il 

est disponible uniquement par voie orale et est utilisé en traitement curatif de 
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deuxième intention en cas d’AI prouvées ou probables réfractaires (stabilité à J7) ou 

en cas d’intolérance au traitement de première intention. Le POS est également 

indiqué en prophylaxie chez les patients à haut risque d’AI : patients en neutropénie 

secondaire aux chimiothérapies pour leucémies aiguës myéloïdes et syndromes 

myélodysplasiques ou patients receveurs de greffe de cellules souches 

hématopoïétiques sous traitement immunosuppresseur à haute dose pour la maladie 

du greffon contre l’hôte (GVH).   

2. Recommandations pour la prise en charge des 
aspergilloses chez les patients atteints de BPCO  

Le traitement antifongique de l’API chez les patients BPCO ne fait pas l’objet de 

recommandations particulières, il est le même que celui des API des patients 

d’hématologie recommandé par la société américaine des maladies infectieuses 

(Infectious Diseases Society of America) en 2008. Le voriconazole (VOR) est le 

traitement de référence des API. L’amphotéricine B (AMB) liposomale est utilisé en 

alternative. Les traitements de seconde intention incluent les autres formulations de 

l’amphotéricine B (Abelcet®), la caspofungine (CAS) ou le posaconazole (POS) 

(103). Toutefois chez ces patients, la question de la décroissance ou de l’arrêt des 

corticoïdes doit être discutée (8).  

Ainsi, les antifongiques triazolés tiennent une place majeure dans le traitement et la 

prévention des infections aspergillaires et représentent la seule classe 

d’antifongiques utilisable par voie orale. Bien qu’A. fumigatus soit naturellement 

sensible aux triazolés, l’émergence d’isolats d’A. fumigatus résistants aux azolés a 

été rapportée en France et dans le monde (104). Malgré la survenue de cas d’API 

causés par des isolats résistants chez des patients immunodéprimés et associés à 

une mortalité plus élevée (105), aucun cas d’aspergillose à A. fumigatus résistant 

aux azolés n’a été rapporté à ce jour chez un patient atteint de BPCO. 

B. Mécanismes de résistance aux azolés 

A. fumigatus est naturellement sensible aux antifongiques azolés, contrairement à 

des espèces de la section Fumigati de morphologie très voisine telles qu’A. lentulus 

et Neosartorya udagawae qui présentent une faible sensibilité aux azolés (106,107). 

Les mécanismes de résistance chez A. fumigatus sont donc des mécanismes de 

résistance acquise. Il existe un mécanisme principal de résistance acquise aux 

azolés : la modification de la cible des azolés, l’enzyme lanostérol 14α déméthylase 
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par mutation et/ou surexpression du gène cyp51A (14). D’autres mécanismes de 

résistance comme les pompes à efflux sont décrits. 

1. Mutations du gène cyp51A 

Les mutations retrouvées le plus fréquemment sont localisées en position G54, M220 

et L98 du gène cyp51A (Figure 9Erreur ! Source du renvoi introuvable. ). Elles 

sont responsables de substitutions induisant une modification structurale de la 

protéine inhibant sa liaison avec les azolés. Ces mutations sont les seules 

confirmées comme étant associées formellement à une résistance aux azolés par 

transformation d’une souche sensible avec le gène cyp51A muté (108). La première 

mutation correspond à une substitution de la glycine en position 54 (G54) du gène 

cyp51A. Les isolats cliniques présentant cette mutation montrent une résistance 

croisée à l’ITZ et au POS mais pas au VOR (109–111). Cela s’explique par la 

localisation de la mutation G54 à proximité de l’entrée du canal 2 (Figure 8), qui 

interagit avec les longues chaines latérales de l’ITZ et du POS mais pas avec le VOR 

qui est une petite molécule et qui n’a pas besoin de cette interaction (112). La 

seconde mutation est localisée sur la méthionine en position 220 (M220) et est 

associée à une résistance à l’ITZ et une sensibilité diminuée au POS, VOR et 

ravuconazole (113). La troisième mutation L98H correspond à la substitution d’une 

leucine en histidine en position 98. Elle est associée à la répétition en tandem d’une 

séquence de 34 paires de base (pb) dans le promoteur du gène cyp51A (Tandem 

Repeat 34 ou TR34). Ce mécanisme moléculaire TR34/L98H, que l’on appellera 

mutation TR34/L98H, entraine une augmentation jusqu’à huit fois du niveau 

d’expression du gène cyp51A et est associée à une résistance multiple à tous les 

antifongiques triazolés (114). La cause de la multirésistance est discutée : elle 

s’explique d’après Snelders et al. par la localisation de la leucine 98, sur une boucle 

structurale hautement conservée parmi les membres de la famille des protéines 

CYP51 (Figure 8). Ainsi, même si elle n’est pas située à proximité des canaux 

d’accès des ligands ou de l’hème, la substitution L98H entrainerait une augmentation 

de la flexibilité de cette boucle réduisant le diamètre d’entrée de tous les 

antifongiques au niveau des canaux d’accès (112). Cependant, en 2011, Fraczek et 

al. suggèrent comme Mellado et al. en 2007, que la multirésistance est uniquement 

due au promoteur dupliqué (région TR34) (114,115). 

 



48 
 

 

Génotype Substitution  
Acide Aminé Phénotype 

Hotspot   
G54 E, K, R, V, W R à ITZ et POS, S à VOR 
M220 K, I, T, V, R R à ITZ et POS, R ou S à VOR 
L98 H R à tous les azolés 

Autres mutations   
N22 D R à ITZ, autres non documentés 
S52 T R à tous les azolés 
Y121 F R VOR 
G138  C, R R à tous les azolés 
Q141 H R à tous les azolés 
H147 Y R à tous les azolés 
P216 L R à ITZ et POS, S à VOR 
M236 K, T, V R à ITZ 
T289 A R VOR 
S297 T R à ITZ et POS, S à VOR 
P394 L R à ITZ, autres non documentés 
Y431 C R à tous les azolés 
G432 S  R à ITZ et POS, S à VOR 
G434 C R à tous les azolés 
T440 A R à ITZ, autres non documentés 
G448  S R à tous les azolés 
Y491 H R à ITZ, autres non documentés 
F495 I R à ITZ et POS, S à VOR 
Mutations trouvées dans des isolats sensibles et résistants  
F46 Y Variable 
G89 G Variable 
E130 D Variable 
M172 V Variable 
N248 T Variable 
D255 E Variable 
L358 L Variable 
S400 I Variable 
E427  G, K Variable 
C454 C Variable 
Tableau 7 : Mutations du gène cyp51A identifiées chez les isolats d'Aspergillus  fumigatus  résistants aux 

azolés (104,108,116) 

Les autres mutations non confirmées par transformation d’une souche sensible mais 

décrites comme associées à une résistance aux azolés chez des isolats d’A. 

fumigatus sont présentées dans le Tableau 7. Certaines mutations du gène cyp51A 

(E130, N248, D255, …) ont été retrouvées dans des isolats sensibles et résistants, 

elles ne sont pas toujours associées à des résistances aux azolés car elles sont 

situées à des endroits moins stratégiques comme en périphérie de la protéine Figure 

8) (112). 
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Figure 8 : Cartographie des mutations trouvées dans  le gène  cyp51A dans le modèle d’homologie de la 

protéine CYP51A. En pourpre: mutations corrélées à la résistance aux azolés ; en vert : mutations 
corrélées avec un profil sensible aux azolés ; en m arron : mutations trouvées dans des isolats résista nts 

aux azolés (112) 

A noter que des mutations peuvent être associées au sein de mêmes isolats. C’est le 

cas du mécanisme de résistance émergent TR46/Y121F/T289A qui correspond à la 

répétition en tandem d’une séquence de 46 pb dans le promoteur du gène cyp51A 

associée aux 2 mutations Y121F et T289A, responsable d’une résistance élevée au 

VOR et associée à une augmentation des CMI de l’ITZ et du POS (Figure 9), décrit 

pour des isolats cliniques aux Pays-Bas, en Belgique et dans l’environnement en 

Inde (117–119). 

 
Figure 9 : Représentation des principales mutations  décrites pour le gène cyp51A  d'A. fumigatus  

  

2. Autres mécanismes de résistance 

Des isolats résistants d’A. fumigatus sans mutation du gène cyp51A ont été 

rapportés (112), suggérant d’autres mécanismes alternatifs de résistance comme la 

surexpression de pompes à efflux bien documentée chez Candida albicans (120). 

Deux types de pompes sont impliqués : la famille des transporteurs à ATP Binding 

Cassette (ABC transporteurs) et la famille des Super Major Facilitateurs (Major 

facilitator superfamily MFS). Les gènes codant pour ces pompes sont redondants 

chez A. fumigatus : il y a au moins 49 gènes codant pour les pompes de la famille 
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ABC et 278 codant pour ceux de la famille MFS. La surexpression de cinq de ces 

gènes a été incriminée dans la résistance aux triazolés chez A. fumigatus (AfuMDR1, 

AfuMDR2, AfuMDR3, AfuMDR4 et ATRF) (121). L'action de ces pompes à efflux a 

également été mentionnée dans la résistance fongique dans le biofilm, en particulier 

chez les patients atteints de mucoviscidose (122).    

Plus récemment, l’étude de Buied et al. suggère la surexpression du gène cyp51B 

comme mécanisme possible de résistance aux azolés sur des isolats d’A. fumigatus 

résistants aux azolés sans mutations associées au niveau du gène cyp51A (123).  

C. Détection de la résistance aux azolés au laborat oire 

1. Détermination des CMI en milieu liquide : méthod es 
de référence  

Les méthodes de référence américaine du Clinical and Laboratory Standards 

Institute (CLSI) et européenne de l’European Committee on Antimicrobial 

Susceptibility Testing (EUCAST) déterminent les concentrations minimales 

inhibitrices (CMI) par dilution en milieu liquide (milieu RPMI 1640 additionné de 

glucose à 2% pour l’EUCAST et 0.2% pour le CLSI) en microplaque pour les 

champignons filamenteux (taille de l’inoculum de 0,4-5 x104 UFC/ml pour le CLSI et 

2-5 x105 UFC/ml pour l’EUCAST) (124,125). 

Les CMI se déterminent par cette technique à 100% d’inhibition après 48 heures 

d’incubation sauf pour les échinocandines pour lesquelles le paramètre recommandé 

est la concentration minimale efficace (CME) car leur mode d’action sur les 

moisissures génère une croissance résiduelle in vitro. La CME correspond à la plus 

faible concentration conduisant à une croissance aberrante détectable par des 

altérations morphologiques des hyphes au microscope. Les seuils d’interprétation de 

l’EUCAST pour définir si une souche d’A. fumigatus est sensible ou résistante sont 

présentés dans le Tableau 8 . 

CMI (mg/l) S R 

Amphot éricine B  ≤1 >2 
Itraconazole  ≤1 >2 

Posaconazole  ≤0.12 >0.25 
Voriconazole  ≤1 >2 

Tableau 8 : Seuils d'interprétation des CMI établis par l'EUCAST pour A. fumigatus (126) 

Ces techniques sont lourdes et mal adaptées aux tests de routine et sont donc 

réservées aux laboratoires spécialisés. Elles ont pour objectifs la standardisation 
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technique, l’établissement des seuils d’interprétation, la validation des techniques de 

routine, les études épidémiologiques et d’activité des nouveaux antifongiques (127).  

2. Détermination des CMI en milieu gélosé : méthode  
Etest® 

La méthode Etest® est une technique de détermination de CMI en milieu gélosé 

adaptée à la routine. Les Etests® (bioMérieux, Marcy l’Etoile, France) sont des 

bandelettes graduées imprégnées d’un gradient croissant d’antifongique. Ces 

bandelettes sont déposées sur une gélose préalablement ensemencée (en général 

un milieu RPMI) et la CMI est lue directement à l’intersection entre la base de 

l’ellipse d’inhibition et la bandelette graduée. La méthode Etest® présente une 

excellente corrélation avec la méthode de référence CLSI surtout pour l’itraconazole 

et le voriconazole avec une concordance comprise entre 80 et 100% quand les 

Etests® sont lus à 48 heures (128). Les seuils d’interprétation pour déterminer si une 

souche est sensible ou résistante sont les même que ceux établis par l’EUCAST 

(Tableau 8). 

3. Identification d’isolats résistants par 
ensemencement sur milieu Sabouraud additionné 
d’antifongiques azolés 

La détection in vitro de la sensibilité aux antifongiques au laboratoire peut prendre au 

moins 5 à 7 jours avec les méthodes décrites précédemment (méthodes de 

référence et Etests®). Les milieux additionnés d’antifongiques azolés (ITZ, POS ou 

VOR) sont de plus en plus utilisés comme technique de dépistage pour la résistance 

aux azolés (108). De nombreux travaux utilisent des milieux additionnés d’ITZ à 

concentrations variables de 4 mg/l (13,129,130) ou 8 mg/l (116) pour dépister la 

résistance aux azolés des isolats d’A. fumigatus car la résistance à l’ITZ apparaît 

commune à toutes ces souches résistantes aux azolés (14). Même si cette technique 

n’est pas encore utilisée en routine, elle pourrait être un outil de dépistage futur utile 

pour identifier les isolats nécessitant des investigations plus poussées (détermination 

des CMI des antifongiques azolés par exemple) (108). 

4. Détection rapide de la résistance aux azolés par  
biologie moléculaire  

Pour réduire encore plus le délai diagnostique de la résistance aux azolés, des 

auteurs ont utilisé la biologie moléculaire et notamment la qPCR pour détecter 
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rapidement la résistance aux azolés et déterminer directement le mécanisme de 

résistance responsable. Ainsi, Van Der Linden et al. ont développé 2 qPCR pour 

détecter le mécanisme de résistance TR34/L98H. La première qPCR cible la 

répétition en tandem de la séquence de 34 pb dans le promoteur du gène cyp51A et 

utilise comme système de détection l’hydrolyse de sonde (Taqman), la seconde 

qPCR cible la substitution L98H et utilise comme système de détection l’hybridation 

de 2 sondes (FRET) (131). Garcia-Effron et al. ont développé une qPCR multiplex 

utilisant des sondes Molecular Bacons ciblant les mutations les plus fréquentes 

(G54, L98, G138 et M220) (132). 

D. Origine de la résistance 

1. Acquisition de la résistance au cours d’un 
traitement par antifongique azolé   

La résistance aux azolés d’isolats cliniques d’A. fumigatus (résistance clinique) 

apparaît classiquement pendant un traitement curatif ou préventif par antifongique 

azolé et fait intervenir une grande variété de mutations. De nombreux auteurs ont 

rapporté ce phénomène surtout chez les patients traités par azolés à long terme pour 

des aspergillomes ou des aspergilloses pulmonaires chroniques (10–12). Le mode 

de reproduction du champignon semble être important pour l’expression 

phénotypique de la résistance aux azolés. Chez les patients présentant un 

aspergillome ou des lésions cavitaires, le champignon se reproduit par sporulation, 

ce qui facilite le transfert de gènes de résistance aux spores et à leur descendance 

et par conséquent son adaptation à la pression de sélection exercée par les azolés. 

En effet, les mutations sont ou seront exprimées dans la conidie initiale mais aussi 

dans toutes les conidies filles. Mais chez les patients atteints d’aspergillose invasive, 

l’infection progresse par élongation des hyphes sans sporulation. Des mutations 

spontanées peuvent se produire dans les noyaux des hyphes mais étant donné le 

nombre total de noyaux par hyphe (jusqu’à un million), elles n’auront qu’un faible 

impact sur le phénotype du champignon, les gènes mutés étant moins fréquents que 

les gènes sauvages (133). Le développement de résistance au cours d’une AI est 

donc considéré comme peu probable par certains auteurs, sauf en cas d’évolution 

vers un aspergillome (104). 

2. Émergence de la résistance par exposition à des 
isolats résistants d’origine environnementale   
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Une étude néerlandaise sur la prévalence de la résistance aux azolés chez des 

patients dont la plupart n’avait jamais bénéficié de traitement antifongique (« patients 

naïfs ») rapporte que la mutation TR34/L98H était impliquée dans 90% des isolats 

résistants (105). L’hypothèse d’une transmission interhumaine d’un clone résistant a 

été exclue à cause de la présence extrêmement rare de ce phénomène et parce que 

ces isolats résistants ont été isolés chez des patients sans aucun lien 

épidémiologique. De plus, près d’un tiers des patients infectés par un isolat muté 

TR34/L98H présentait une AI, pathologie dans laquelle le champignon croit par 

élongation des hyphes ; condition peu favorable à l’expression phénotypique des 

résistances comme vu précédemment. L’hypothèse d’une origine environnementale 

est donc apparue, notamment liée à l’utilisation de fongicides azolés en agriculture. 

Elle a été suggérée pour la première fois aux Pays-Bas (116). En plus d’avoir été 

retrouvée chez des patients naïfs, cette mutation a été rapportée dans de 

nombreuses niches environnementales (sol, compost, parterres de fleurs, feuilles, 

graines de plantes, prélèvement d’airs des hôpitaux) (13). Les pays européens 

utilisent couramment des fongicides azolés, le plus souvent des imidazolés et des 

triazolés qui ont le même mécanisme d’action que les antifongiques azolés utilisés 

en médecine humaine. La consommation des fongicides azolés a été stable dans la 

plupart des pays européens au cours de ces dernières années à l’exception des 

Pays-Bas où la consommation a doublé depuis le milieu des années 1990. Par 

exemple, on estime que près de la moitié de la surface agricole néerlandaise dédiée 

aux céréales et aux vignes est traitée avec des fongicides azolés (133). A contrario, 

aux États-Unis, ils sont utilisés dans moins de 5% des terres cultivées. L’utilisation 

de ces fongicides azolés dans l’environnement pourrait diminuer la population des 

isolats d’A. fumigatus sensibles aux azolés et sélectionner les isolats résistants 

(134). 

E. Prévalence des isolats résistants d’ A. fumigatus aux 
azolés 

Les premiers cas d’A. fumigatus résistants à l’itraconazole ont été décrits en 1997 en 

Californie sur des isolats cliniques (135). Depuis, de nombreux cas ont été rapportés 

en France, Espagne, Belgique, Danemark, Suisse, Norvège, Pays-Bas, Royaume-

Uni, Canada, Chine, Iran et États-Unis. Même s’il est difficile d’avoir une estimation 

fiable de la prévalence des isolats résistants (beaucoup de laboratoires ne testent 

pas systématiquement les isolats), celle-ci est en constante augmentation depuis 10 

ans avec de grandes variations en fonction des pays. Le programme mondial de 
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surveillance des résistances fongiques ARTEMIS impliquant 62 centres entre 2008 

et 2009 a rapporté un taux de résistance de 5,8% (136). Une autre étude prospective 

du réseau SCARE impliquant 22 centres médicaux dans 19 pays a identifié une 

prévalence globale de 3,4%. La résistance aux azolés chez A. fumigatus variait entre 

0 et 26% entre les 22 centres et a été détectée dans 11 (57,9%) des 19 pays 

européens participants. Il est intéressant de souligner que près de la moitié des 

isolats d’A. fumigatus résistants (48,9%) présentait une résistance multiple aux 

azolés causée par la mutation TR34/L98H sur le gène cyp51A (137).  

En France, la prévalence des isolats résistants cliniques est variable et dépend de la 

population étudiée. En 1999, la prévalence de résistance à l’ITZ étudiée sur 156 

isolats d’A. fumigatus collectés entre 1996 et 1998 était de 2,5% (138). En 2011, 

celle-ci a été évaluée à 0,85% sur 118 isolats cliniques d’A. fumigatus collectés entre 

2006 et 2009 issus de 89 patients d’hématologie de l’hôpital Henri Mondor à Créteil 

(1 isolat résistant sur 118) (139). Cette faible prévalence peut s’expliquer par le petit 

nombre de patients recevant un traitement à long terme par azolés dans cette 

population. Une autre étude en 2011 chez 131 patients adultes atteints de 

mucoviscidose de l’hôpital Cochin à Paris a montré une prévalence de 4,6% (140). 

Parmi ces 131 patients, 47 (35,9%) avaient déjà reçu un traitement par ITZ. Cette 

prévalence élevée de résistance aux azolés dans cette population de patients 

atteints de mucoviscidose a été confirmée par une autre étude française à l’hôpital 

de Nantes avec une fréquence de résistance élevée à 8% (130). 

En Europe, la prévalence de la résistance est variable en fonction des pays (Figure 

10) mais elle a augmenté significativement dans 2 pays d’Europe : les Pays-Bas et le 

Royaume-Uni. Au Pays-Bas, une étude prospective sur plus de 1900 isolats 

collectés entre 1994 et 2007 a rapporté une augmentation constante de la 

prévalence annuelle d’isolats résistants, de 1,7% à 6% en 2006. Il convient de noter 

que tous les isolats résistants ont été identifiés après 1999, et que 94% présentait la 

mutation TR34/L98H (116). En 2008, le taux de résistance aux azolés aux Pays-Bas 

a été estimé à 5,3% (de 0,8 à 9,5%) (105). Au Royaume-Uni, une étude sur 519 

isolats cliniques d’A. fumigatus collectés entre 1992 et 2007 a rapporté une 

prévalence de résistance de 5%, avec une nette augmentation après 2004 (1% avant 

2004 versus 8% après) (10). Depuis, la tendance à l’augmentation a été confirmée 

avec en 2008 et 2009 respectivement 14 et 20% d’isolats résistants (141). 

Néanmoins ces chiffres doivent être considérés avec prudence. En effet, il y avait 

probablement un biais d'inclusion dans cette étude : le laboratoire de mycologie 
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régional de Manchester est l'un des centres nationaux de référence pour les 

infections aspergillaires et l'augmentation du nombre de tests de sensibilité réalisés 

depuis 2003 a révélé un phénomène auparavant sous-évalué.  

Dans les autres pays du monde, la prévalence de résistance des isolats cliniques 

était de 2% en Inde en 2012 (142), de 3,2% en Iran en 2013 (143), 7,1% au Japon 

en 2012 (144).  

La Figure 10 résume les données disponibles concernant la fréquence de la 

résistance clinique aux azolés et la présence d’isolats cliniques ou 

environnementaux portant la mutation TR34/L98H en France et en Europe. Il est 

intéressant de souligner les isolats résistants portant la mutation TR34/L98H ont été 

retrouvés à la fois parmi les isolats cliniques et environnementaux mais aussi le 

potentiel de propagation important de cette mutation à travers le monde. En effet, 

elle n’est plus limitée aux isolats des Pays-Bas et a été de plus en plus fréquemment 

rapportée depuis 2007 dans d’autres pays européens dont l’Espagne, la Belgique et 

la Norvège en 2008 (116,145), le Royaume-Uni et la France en 2009 (130,11,140) et 

en 2014 (146), le Danemark en 2011 (129) et l’Allemagne en 2012 (147). L'étude 

prospective du réseau SCARE a indiqué que la mutation TR34/L98H avait été 

identifiée dans d’autres pays européens comme l’Italie et l'Autriche et que c’était le 

mécanisme de résistance principale (55%) dans six pays européens. Cette mutation 

a même été décrite en dehors de l’Europe, notamment en Inde (119) en Chine (148).  
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Figure 10 : Répartition géographique de la prévalen ce des isolats cliniques d’A. fumigatus  résistants et 

de la mutation TR34/L98Hdans les isolats cliniques et environnementaux en France et en Europe 
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OBJECTIFS  

Ce travail de thèse entre dans le cadre de l’étude FungiCOPD intitulée « Circulation 

des pathogènes fongiques dans l’environnement domestique : impact clinique de 

l’exposition aux moisissures et à Pneumocystis jirovecii sur les patients atteints de 

BPCO ». Il s’agit d’une étude observationnelle de type cohorte prospective qui a 

comme objectif principal d’évaluer le lien entre l’exposition au risque fongique aux 

moisissures et les phénomènes de colonisation/sensibilisation fongiques au cours 

des exacerbations sévères chez les patients atteints de BPCO grâce à une approche 

bipolaire, ciblant d’une part le patient BPCO présentant une exacerbation sévère 

avec la recherche de colonisation et de sensibilisation par les moisissures, et d’autre 

part son environnement domestique avec la mesure de l’exposition domestique aux 

moisissures à l’aide de capteurs à poussières exposés 10 semaines à son domicile. 

Plus spécifiquement, les objectifs de ce travail sont de déterminer la prévalence de 

colonisation par A. fumigatus, le niveau d’exposition aux moisissures et à A. 

fumigatus dans l’environnement domestique et de caractériser les phénomènes de 

résistance aux azolés dans les isolats cliniques et environnementaux d’A. fumigatus 

dans cette population de patients atteints de BPCO du Nord-Pas de Calais, non 

traités par antifongiques azolés (patients « naïfs »), afin d’étudier la circulation entre 

les réservoirs cliniques et environnementaux. 

La colonisation par A. fumigatus a été recherchée par culture et qPCR Aspergillus 

sur les prélèvements respiratoires des patients inclus. Le niveau d’exposition 

environnementale fongique a été mesuré chez ces patients par culture et qPCR 

(panfongique, Aspergillus et A. fumigatus) directement sur les capteurs à poussières. 

Après identification morphologique des isolats cliniques et environnementaux d’A. 

fumigatus collectés chez ces patients, une caractérisation phénotypique incluant la 

recherche des isolats résistants aux azolés et la détermination de la thermotolérance 

a été effectuée dans un premier temps. Dans un second temps, une caractérisation 

génotypique incluant le séquençage des régions ITS1 et ITS2 des ARN 

ribosomiques, et du gène de la ß-tubuline pour la confirmation de l’identification, et le 

séquençage du gène cyp51A pour la recherche éventuelle de mutations impliquées 

dans la résistance aux azolés a été réalisée, afin de clarifier la circulation d’A. 

fumigatus au sein et entre les différents réservoirs cliniques et environnementaux. 

Enfin, la détection directe d’isolats résistants présentant la mutation TR34/L98H dans 

l’environnement domestique de ces patients à partir des capteurs à poussières a été 

testée par qPCR.  
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MATERIELS ET METHODES 

I. Patients et définitions des statuts colonisés et  sensibilisés 

Les patients atteints de BPCO inclus dans l’étude prospective FungiCOPD entre août 

2011 et juillet 2014 sont issus des services de Pneumologie, de Réanimation et de 

Médecine Polyvalente Post-Urgence du CHRU de Lille. Les critères d’inclusion et 

d’exclusion de l’étude sont présentés dans le Tableau 9. 

Critères d’inclusion 

Homme ou femme de 35 à 90 ans 
Patient présentant une BPCO (stades I à IV) 
Patient présentant un épisode d’exacerbation sévère nécessitant une hospitalisation 

Critères d’exclusion  

Tuberculose active 
Cancer (ou traitement anticancéreux au cours des 3 années précédentes) 
Bronchectasies diffuses 
Mucoviscidose 
Asthme 
Toute autre pathologie pulmonaire diagnostiquée (sarcoïdose, fibrose pulmonaire, pneumoconiose) 
Traitement anti P. jirovecii ou antifongique de moins de 6 mois 
Femme enceinte ou allaitante 
Patient non assuré social 
Patient non consentant pour participer à l’étude 
Patient ne pouvant comprendre l’étude et ses objectifs 
Patient sous tutelle, curatelle 

Tableau 9 : Critères d'inclusion et d'exclusion des  patients de l'étude FungiCOPD 

Au moment de cette inclusion et après information et recueil de consentement par un 

médecin du service, un examen bioclinique complet leur était soumis. Il 

comprenait notamment : 

1) Des examens mycologiques réalisés spécifiquement dans le cadre du projet : 

a. Une analyse des expectorations comprenant un examen microscopique, une mise 

en culture pour l’obtention des isolats cliniques d’A. fumigatus et une qPCR 

Aspergillus spp. (149) (cf. III.C), pour la recherche spécifique d’une colonisation par 

A. fumigatus ou d’autres moisissures, 

b. Un sérodiagnostic pour rechercher une sensibilisation aux moisissures y compris à 

A. fumigatus, 

Les résultats de ces examens mycologiques ont permis d’identifier : 

• Les patients « colonisés » par A. fumigatus présentant un examen 

microscopique, une culture et/ou une qPCR Aspergillus spp. positif(s) sur 

expectoration 
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• Les patients « sensibilisés » par A. fumigatus présentant des anticorps anti-A. 

fumigatus (ELISA) ou des précipitines (Ouchterlony) à taux significatif. 

2) Un bilan environnemental constitué : 

a. D’un questionnaire habitat complété avec le patient pendant son hospitalisation, 

b. D’un capteur à poussières à déposer à son domicile et à renvoyer au bout de 10 

semaines au Laboratoire de Parasitologie-Mycologie du CHRU de Lille. 

Un suivi téléphonique trimestriel des épisodes d’exacerbation a été réalisé pour ces 

patients inclus jusqu’à 18 mois après l’inclusion. A l’issue de ces 18 mois, un bilan 

bioclinique complet de fin d’étude était effectué au cours d’une nouvelle visite afin de 

suivre l’évolution des marqueurs mycologiques et de la fonction respiratoire.  

II. Obtention des isolats cliniques et environnemen taux 
d’Aspergillus fumigatus  par culture 

A. Isolats cliniques 

Les isolats cliniques d’A. fumigatus proviennent de 2 types de prélèvements 

cliniques : les expectorations et les liquides de rinçage oro-pharyngé (LROP) 

effectués au moment de l’inclusion des patients BPCO et au moment de la visite de 

fin d’étude réalisée 18 mois après l’inclusion. 

Les expectorations de chaque patient ont été traitées en mycologie conventionnelle 

avec un examen direct au bleu de lactophénol et une mise en culture sur 4 milieux : 

un milieu chromogénique incubé à 37°C, un milieu Sa bouraud dilué au ½ additionné 

d’amikacine (SK1/2) incubé à 24°C et 2 milieux cont enant de l’érythritol, l’un incubé à 

24°C et l’autre à 37°C. Après 7 jours d’incubation,  une identification morphologique 

macroscopique et microscopique des colonies de champignons filamenteux était 

effectuée. Puis chaque isolat, était repiqué sur SK1/2 afin d’obtenir une subculture 

pure, et un morceau de gélose recouverte de la moisissure était découpé au scalpel 

et placé dans un tube contenant de l’eau stérile à 4°C. Au total, toutes les colonies 

étaient conservées pour A. fumigatus, avec un minimum de 10 colonies et 1 colonie 

pour les autres espèces. Le prélèvement était ensemencé sur milieu Sabouraud 

additionné d’itraconazole à 4 mg/l (milieu ITZ, cf. Annexe 2) si plus de 10 colonies 

d’A. fumigatus étaient isolées. En cas de culture positive sur le milieu ITZ, les 

colonies supplémentaires étaient également conservées. Les LROP ont été traités 

en mycologie conventionnelle de la même manière que les expectorations à partir de 

mars 2014. 
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B. Isolats environnementaux 

Les isolats environnementaux proviennent de prélèvements de poussières effectués 

à l’aide de capteurs à poussières, exposés 10 semaines au domicile du patient, dans 

sa chambre, ou d’échantillons environnementaux (écouvillon, air) prélevés au cours 

des visites à domicile effectuées pour les premiers patients.  

1. Capteurs à poussières 

Préparation 

Les capteurs à poussières préparés au laboratoire étaient constitués de lingettes 

électrostatiques (20 x 30 cm) non-imprégnées d’antifongiques et d’antibactériens 

[« Apta Captizz® » (Intermarché)] et stérilisées à l’autoclave. Ensuite, elles étaient 

conditionnées en boite CD puis soit déposées au domicile au moment de l’enquête 

environnementale (si celle-ci est réalisée), soit remises au patient pendant son 

hospitalisation.  

Analyse mycologique  

Après 10 semaines d’exposition, le capteur était envoyé par le patient au laboratoire 

puis pris en charge pour en extraire les spores fongiques de la façon suivante : la 

lingette était pliée en 8, une fois en deux dans le sens de la longueur face exposée 

vers l’extérieur, puis deux fois en deux dans l’autre sens. Elle était placée dans un 

sac stérile, où étaient ajoutés 20 ml de Tween 80 à 0,1 % en eau physiologique 

stérile. Ensuite, elle était brassée 10 minutes dans un broyeur homogénéiseur : le 

Stomacher®. On obtenait un liquide de rinçage de la lingette du capteur à poussières 

par essorage manuel.  

Les liquides de rinçage de la lingette du capteur à poussières de chaque patient ont 

été traités en mycologie conventionnelle avec mise en culture de 100 µl (2 gouttes) 

sur 3 milieux : un milieu SK1/2 incubé à 30°C, un m ilieu contenant du bénomyl 

incubé 24°C et un milieu DG18 (Oxoid, Dardilly, Fra nce) incubé à 24°C. Les boites 

de culture ont été incubées pendant 7 jours avec observation régulière des boites, 

afin de déterminer s’il y avait croissance de micro-organismes et de pouvoir compter 

et identifier les colonies au fur et à mesure de leur croissance et avant 

envahissement de la boite. Les isolats ont été conservés de la même manière que 

pour les expectorations (toutes les colonies pour A. fumigatus, jusqu’à 10 colonies, et 

1 colonie pour les autres espèces). Un milieu ITZ était ensemencé s’il y avait plus de 

10 colonies d’A. fumigatus. En cas de culture positive sur le milieu ITZ, les colonies 
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supplémentaires étaient également conservées. Des aliquots de liquide de rinçage 

étaient ensuite conservés à -80°C pour chaque capte ur. 

2. Autres prélèvements environnementaux 

Des prélèvements d’air et d’écouvillonnages ont été réalisés dans certaines zones 

(humides, moisies, siphons de lavabos, plantes etc.) au domicile des patients lors 

des enquêtes environnementales réalisées au début de l’étude. La durée de 

recrutement ayant été plus longue que prévue, et en l’absence de personnel dédié 

après la 1ère année de l’étude, ces enquêtes n’ont pas été réalisées pour les patients 

inclus à partir de septembre 2012 (patient n°8). Ce s prélèvements ont été mis en 

culture selon le même protocole que les capteurs à poussières. 

III. Quantification de l’exposition environnemental e aux 
moisissures par qPCR 

En parallèle de la mesure de l’exposition environnementale par mise en culture des 

prélèvements environnementaux précédemment décrite, une quantification par PCR 

quantitative en temps réel (qPCR) a été effectuée à partir des liquides de rinçage des 

capteurs à poussières conservés à -80°C. Après extr action de l’ADN des spores 

fongiques provenant des liquides de rinçage, 3 qPCR ont été effectuées pour 

quantifier l’exposition environnementale fongique dans un premier temps, aux 

Aspergillus spp. dans un second temps, et plus spécifiquement à A. fumigatus dans 

un troisième temps. 

A. Extraction de l’ADN des capteurs à poussières 

L’extraction de l’ADN des spores fongiques contenues potentiellement dans les 

capteurs à poussières a été effectuée avec le kit « QIAamp DNA Mini Kit » de 

Qiagen (Courtaboeuf, France). Ce kit extrait et purifie les acides nucléiques grâce à 

une micro colonne de silice qui adsorbe et retient les acides nucléiques lors des 

différents traitements et lavages et permet leur élution en phase finale. Le protocole 

utilisé était celui préconisé par la société Qiagen avec quelques modifications. Une 

pré-lyse mécanique dans le Magna Lyser® (Roche Diagnostics, Meylan, France) par 

agitation de 70 secondes à 7000 tours/minute des tubes contenant des microbilles 

de verre de 425-600 µm de diamètre (Sigma Aldrich, Saint Quentin-Fallavier, France) 

et 200 µl de liquide de rinçage ont été ajoutés au protocole. Ensuite, le surnageant a 

été récupéré pour réaliser la lyse en présence de 180 µl de tampon ATL et de 20 µl 
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de Protéinase K. A partir de cette étape, l’extraction a été effectuée en suivant 

précisément la procédure du fabricant : ajout de 200 µl de tampon AL suivi d’une 

incubation à 70°C pendant 10 minutes, puis ajout de  200 µl d’éthanol absolu. Le 

mélange obtenu était déposé sur la colonne de centrifugation et lavé avec 500 µl de 

tampon AW1 puis de 500 µl de tampon AW2. L’ADN était ensuite élué avec 200 µl 

de tampon AE.  

B. Détection d’ADN fongique par qPCR panfongique 

La quantification d’ADN fongique dans les capteurs à poussières a été réalisée par 

une qPCR utilisant le système de détection SYBR®Green sur un automate ABI 7500 

(Applied Biosystems, Courtaboeuf, France). La PCR cible des régions conservées du 

gène de l’ARN ribosomique 18S des champignons (ARNr 18S), plus précisément 

une région d’environ 390 pb. Les amorces utilisées étaient le couple FR1/FF390 

(Tableau 10), identifié par Chemidlin et al. comme optimal en terme de spécificité, 

couverture des espèces détectées et longueur d’amplicon en qPCR pour la cible 

ARNr 18S (150).  

Nom Séquence  

FR1  5′-AICCATTCAATCGGTAIT-3′ 

FF390  5′-CGATAACGAACGAGACCT-3′ 

Tableau 10: Amorces utilisées pour la qPCR panfongiq ue (150) 

La réaction d’amplification a été réalisée dans un volume réactionnel de 20 µl 

contenant 1,25 µM de chaque amorce, 500 ng de T4 gene 32 protein (Affymetrix, 

Paris, France), 10µl de SYBR® Select Master Mix (Applied Biosystems) contenant 

l’AmpliTaq® DNA Polymerase, les dNTP, le SYBR®green I, le marqueur 

fluorescent de référence pour la normalisation du signal (ROX™) et 2 µl d’ADN. 

L’amplification sur le ABI 7500 a été réalisée selon le protocole suivant : une phase 

d’activation de l’enzyme à 95°C pendant 10 minutes,  40 cycles de PCR composés 

d’une étape de dénaturation de l’ADN à 95°C pendant  15 secondes, une étape 

d’hybridation des amorces à 50°C pendant 30 seconde s et une étape d’élongation à 

70°C pendant 1 minute.  

La fluorescence émise par le SYBR®Green lorsqu’il est incorporé à l’ADN a été 

mesurée à chaque cycle, à la fin de l’étape d’élongation (acquisition data). Une 

dernière étape a été ajoutée pour obtenir les courbes de fusion spécifique de 70°C à 

95°C à 0,2°C/sec. Les courbes de fluorescence obten ues et les courbes de fusion 

ont été analysées par le logiciel ABI 7500 Software v2.0.6. Les résultats étaient 
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exprimés en déterminant le seuil de détection, ou « crossing point » (Cp) 

correspondant au cycle d’amplification où la fluorescence de l’échantillon devient 

significativement différente du signal de base.Le Cp étant inversement proportionnel 

à la quantité d’ADN contenue dans l’échantillon, plus la quantité d’ADN est élevée, 

plus le Cp est petit. Chaque extrait d’ADN a été amplifié une fois au pur, une autre 

fois au 1/10ème pour la recherche d’inhibiteurs. 

Dans chaque série d’ADN à tester, un témoin négatif d’amplification, contenant de 

l’eau stérile a été ajouté. 

Pour la quantification en spores fongiques, une gamme étalon a été réalisée à partir 

d’une suspension calibrée contenant 106 spores/ml d’A. fumigatus préparée de la 

façon suivante : des spores provenant d’une culture d’au moins 72h ont été 

prélevées à l’oese stérile et déposées dans une suspension Medium de NaCl à 0.9% 

(bioMérieux, Marcy l’Etoile, France). Une numération des spores en cyturine de la 

suspension a été effectuée et des dilutions ont été réalisées de façon à obtenir 50 

spores par ligne horizontale (8 petits carrés) correspondant à un inoculum calibré à 

106 spores/ml. Ensuite, cette suspension a été diluée au 1/10ème, au 1/100ème et au 

1/1000ème pour obtenir 3 points de gamme à 105, 104 et 103 spores/ml. L’extraction 

d’ADN était effectuée à l’aide du kit Qiagen comme décrit précédemment.  

C. Détection d’ADN d’Aspergillus  spp. 

La détection d’ADN d’Aspergillus spp. dans les capteurs à poussières a été réalisée 

par qPCR sur l’automate LightCycler® 1.0 (Roche Diagnostics, Meylan, France), à 

l’aide de sondes d’hybridation de type FRET (fluorescent resonance energy 

transfert), comme décrit précédemment (149). Les amorces et les sondes utilisées 

sont décrites dans le Tableau 11. La qPCR cible un gène mitochondrial de 91 pb 

codant pour un ARN de transfert d’Aspergillus (Numéro GenBank L37095) (151). Le 

mélange réactionnel a été obtenu en utilisant le kit Fast DNA Master Hybridization 

Probes (Roche Diagnostics, Meylan, France) contenant une Taq polymérase Hot 

start. La réaction d’amplification a été réalisée dans un volume réactionnel final de 20 

µl contenant 4,5 mM de MgCl2, 0,25 U de Uracil ADN glycosylase (UNG) à 1 U/µl, 

chaque amorce sens et antisens en concentration finale 0,25 mM et 0,5 mM 

respectivement, 0,5 mM de chacune des deux sondes d’hybridation LC3 et LC4 

marquées respectivement au Red 640 et à la fluorescéine et 2 µl de Mix Fast start 

contenant la Taq polymérase. Après introduction de ce mélange réactionnel dans 

chaque capillaire, 5 µl d’extrait d’ADN des capteurs à poussières a été ajouté. 
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Type 
d’oligonucléotide  

Nom Séquence 

Amorces 
Sens 5’-CTGTTAGTGCGGGAGTTCAAATCT-3’ 

Antisens 5’-AACACCTGACCTTTCGCGTGTA-3’ 

Sondes FRET 
LC4 5’-CTGAGCTAATTTCTTTCAACCCAAGGGA(Flc)-3’ 

LC3 5’-CTGTTAGTGCGGGAGTTCAAA(LC640)TCT-3’ 

Tableau 11 : Amorces et sondes utilisées pour la qPC R Aspergillus  spp. (Flc: fluorescéine, LC640: Red 
640) (151)  

L’amplification sur le Light Cycler® 1.0 a été réalisée selon le protocole suivant : une 

phase d’activation de l’UNG à 50°C pendant 2 minute s, une phase d’inactivation de 

l’UNG et de dénaturation initiale de l’ADN à 95°C p endant 8 minutes, 45 cycles 

composés d’une étape de dénaturation de l’ADN à 95°C pendant 10 secondes, une 

étape d’hybridation des sondes et amorces à 60°C pe ndant 10 secondes et une 

étape d’élongation à 72°C pendant 10 secondes. L’am plification s’est terminée par 

une étape de refroidissement à 40°C pendant 2 minut es. 

La fluorescence a été mesurée à chaque cycle, juste après la phase d’hybridation. 

Les courbes de fluorescence obtenues ont été analysées par le logiciel LightCycler 

software version 3.5. Les résultats étaient exprimés en déterminant le seuil de 

détection ou Cp comme précédemment. Chaque extrait d’ADN a été amplifié deux 

fois.  

Dans chaque série d’ADN à tester, un témoin négatif d’amplification, contenant de 

l’eau stérile et le témoin négatif d’extraction ont été ajoutés. 

Pour la quantification en spores fongiques, la même gamme étalon préparée pour la 

qPCR panfongique a été utilisée : 3 points de gamme à 105, 104 et 103 spores/ml. 

D. Détection d’ADN d’ A. fumigatus  

La détection d’ADN d’A. fumigatus par qPCR a été réalisée sur l‘automate ABI 7500 

(Applied Biosystems) avec comme système de détection une sonde Taqman. Les 

amorces et la sonde utilisées sont décrites dans le Tableau 12. La concentration 

finale en amorces était de 1 µM. La sonde a été testée à 2 concentrations différentes 

de 0,04 µM et 0,08 µM afin de déterminer la concentration optimale en terme de 

sensibilité et de spécificité sur une gamme standard d’ADN d’A. fumigatus (gamme 

Af) réalisée à partir de la souche de référence CBS144.89 à 1 ng/µl (Af1) diluée au 

1/10ème (Af2) au 1/100ème, 1/1000ème,1/10000ème et au 1/100000ème pour obtenir 5 

points de gamme à 10000 fg/µl (Af3), 1000 fg/µl (Af4), 100 fg/µl (Af5), 10 fg/µl (Af6) 
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et 1 fg/µl (Af7). La composition des mélanges réactionnels est indiquée dans le 

Tableau 13. 

Type 
d’oligonucléotide  

Nom Séquence 

Amorces 
AfumiF1 5′- GCCCGCCGTTTCGAC-3′ 

AfumiR1 5′- CCGTTGTTGAAAGTTTTAACTGATTAC -3′ 

Sonde Taqman AfumiP1 5’-6-FAM-CCCGCCGAAGACCCCAACATG-MGB-3’ 

Tableau 12: Amorces et sondes utilisées pour la qPCR  A. fumigatus (152) 

Concentration finale en 
sonde 0,04 µM 0,08 µM 

H2O 2,7 µl 1,9 µl 
Mix sonde Applied 12,5 µl 12,5 µl 
Amorce AfumiF1 (10 µM) 2 µl 2 µl 
Amorce AfumiR1 (10 µM) 2 µl 2 µl 
Amorce AfumiP1 (1 µM) 0,8 µl 1,6 µl 
ADN 5 µl 5 µl 

Tableau 13: Composition des mix avec concentrations  en sonde différentes 

L’amplification sur le ABI 7500 a été réalisée selon le protocole suivant : une phase 

de 2 min à 50°C, une phase de 10 min à 95°C suivie de 45 cycles de PCR composés 

d’une étape de dénaturation de l’ADN à 95°C pendant  15 sec et d’une étape 

d’hybridation des amorces et d’élongation à 60°C pe ndant 1 min.  

Après détermination de la concentration optimale en sonde, les capteurs à 

poussières ont été analysés en duplicate. 

Dans chaque série d’ADN à tester, un témoin négatif d’amplification, contenant de 

l’eau stérile et le témoin négatif d’extraction ont été ajoutés. 

Pour la quantification, 3 points de la gamme standard Af3, Af4 et Af5 ont été utilisés. 

E. Analyse statistique 
 
L’analyse statistique des données a été effectuée à l’aide du logiciel SigmaPlot 12.0. 

Dans un premier temps, nous avons testé à l’aide du coefficient de Spearman la 

corrélation entre les résultats obtenus en culture et en qPCR panfongique, 

Aspergillus et A. fumigatus pour la mesure du niveau d’exposition environnementale. 

Dans un second temps, afin d’étudier le lien entre l’exposition fongique et les 

phénomènes de colonisation et de sensibilisation, les quantités fongiques, 

aspergillaires et d’A. fumigatus ont été comparées entre différents groupes de 

patients : les patients colonisés (C), les patients non colonisés (NC), les patients 

colonisés et/ou sensibilisés (C et/ou S) et les patients non colonisés non sensibilisés 

(NC/NS). Les quantités moyennes et médianes ont été calculées. La normalité a été 
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vérifiée par le test de Shapiro-Wilk. Pour les données paramétriques, les moyennes 

ont été comparées par le test de Student. Pour les données non paramétriques, les 

médianes ont été comparées par le test de Mann-Whitney. Pour la comparaison des 

fréquences de positivité à A. fumigatus des capteurs à poussières, le test de 

McNemar a été utilisé. 

IV. Caractérisation phénotypique des isolats cliniq ues et 
environnementaux d’ Aspergillus fumigatus 

A. Identification morphologique 

L’identification morphologique d’A. fumigatus était basée sur l’aspect macroscopique 

et l’aspect microscopique des colonies décrits dans les généralités (cf. II.B.). 

B. Identification d’isolats résistants aux azolés p ar 
ensemencement sur milieu Sabouraud additionné 
d’itraconazole 

La résistance aux azolés a été dépistée par ensemencement de chaque isolat sur 

milieu Sabouraud contenant 4mg/l d’itraconazole, préparé au laboratoire (milieu ITZ, 

cf. Annexe 2). Des conidies provenant d’une culture d’A. fumigatus de 5 à 7 jours ont 

été mises en suspension dans de l’eau stérile pour obtenir une turbidimétrie 

équivalente à 0,5 MacFarland (McF). Chaque suspension a été ensemencée par 

écouvillonnage sur milieu ITZ. Les milieux ont été incubés à 37°C pendant 72 

heures. Un contrôle négatif constitué d’une suspension de conidies d’un isolat non 

résistant aux azolés et ne présentant pas de mutation du gène cyp51A, ainsi qu’un 

contrôle positif constitué d’une suspension de conidies d’un isolat présentant la 

mutation TR34/L98H ont également été ensemencés et incubés dans les mêmes 

conditions. Parallèlement, chaque suspension était ensemencée sur SK1/2 sans ITZ 

et incubée à 37°C pour vérifier la pousse de la sus pension.  

C. Détermination de la sensibilité aux antifongique s par 
méthode Etest® 

La méthode Etest® (bioMérieux, Marcy l’Etoile, France) permet de déterminer la CMI 

pour un antifongique en milieu gélosé. En cas de culture positive sur le milieu ITZ 

(ITZ+) et/ou de détection d’une mutation non silencieuse du gène cyp51A (cf. V.B.3), 

les CMI ont été déterminées par cette méthode pour 5 antifongiques : itraconazole 

(ITZ), posaconazole (POS), voriconazole (VOR), amphotéricine B (AMB) et 
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caspofongine (CAS). Pour la réalisation des Etests®, une suspension calibrée de 106 

spores/ml dont la préparation est détaillée dans la partie III.B a été réalisée pour 

chaque isolat à tester. Les milieux RPMI (bioMérieux, Marcy l’Etoile, France) ont été 

ensemencés à l’aide d’un écouvillon stérile et les 5 bandelettes d’antifongiques 

contenant le gradient de concentration ont été déposées sur les milieux. La lecture 

des résultats des CMI s’est faite après incubation à 37°C à 24h, 48h et 72h, sur fond 

noir afin de faciliter la mise en évidence des zones d’intersection. L’interprétation des 

résultats S ou R a été effectuée à l’aide des seuils d’interprétation proposés par 

l’EUCAST, présentés dans les généralités (152).  

D. Détermination de la thermotolérance 

A. fumigatus est une espèce thermotolérante capable de se développer jusqu’à 50°C 

contrairement aux autres espèces du complexe Fumigati telle qu’A. lentulus, espèce 

récemment décrite très proche morphologiquement d’A. fumigatus mais incapable de 

se développer à 48°C (49). Pour confirmer l’identif ication de l’espèce, chaque 

suspension à 0,5 McF préparée pour l’ensemencement des milieux ITZ a été 

ensemencée en parallèle sur milieu SK1/2 et incubée à 50°C pendant 72h. 

V. Caractérisation génotypique des isolats clinique s et 
environnementaux d’ Aspergillus fumigatus 

Après caractérisation phénotypique, l’ADN des isolats cliniques et environnementaux 

a été extrait en vue d’une caractérisation génotypique qui s’est effectuée en deux 

temps. Dans un premier temps, nous avons confirmé l’identification des isolats par 

séquençage après amplification de 2 gènes cibles : les régions ITS1 et ITS2 des 

ARN ribosomiques (ARNr) et le gène ß-tubuline. Le séquençage de ces deux gènes 

nous a permis de valider par biologie moléculaire l’identification des isolats au sein 

de la section Fumigati conformément aux données publiées (154). 

Dans un second temps, nous avons séquencé le gène cyp51A, cible des 

antifongiques azolés, pour la recherche éventuelle de mutations impliquées dans la 

résistance aux azolés. 

A. Extraction de l’ADN 

L’extraction de l’ADN des isolats cliniques et environnementaux d’A. fumigatus a été 

effectuée manuellement avec le kit « QIAamp DNA Mini Kit » (Qiagen).  
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Le protocole d’extraction qui a été utilisé est le protocole tissu préconisé par la 

société Qiagen. Des conidies issues de cultures âgées de 2 à 5 jours étaient mises 

en suspension dans environ 1 ml d’eau stérile contenue dans un tube eppendorf 

stérile. Ces suspensions étaient ensuite centrifugées à 11000 rpm pendant 7 

minutes, l’eau était retirée à l’aide d’une pipette stérile en laissant un culot et de l’eau 

stérile était rajoutée pour effectuer un nouveau lavage. En tout, 3 lavages à l’eau 

stérile ont été effectués. A la fin des lavages, le culot contenant les spores était 

additionné de 180 µl de tampon ATL et 20 µl de Protéinase K et le tout était incubé 

une nuit à 56°C pour une lyse efficace de la paroi cellulaire solide et complexe des 

champignons. A partir de cette étape, l’extraction a été effectuée en suivant 

précisément la procédure du fabricant comme décrit précédemment (cf. III.A.). 

B. Réaction de polymérisation en chaine (PCR) 

Les PCR ciblant les régions ITS1 et ITS2, les gènes β-tubuline et cyp51A ont été 

effectuées avec la même Taq polymérase, la GoTaq DNA polymerase à 5U/µl 

(Promega, Charbonnières-les-Bains, France) et son tampon 5X, du MgCl2 (25 mM) 

et des dNTP (10 mM de chaque nucléotide). Seules la nature et la concentration des 

amorces ainsi que le programme d’amplification différaient en fonction des PCR, le 

principe étant le même : après activation des enzymes Taq et dénaturation initiale, le 

cycle d’amplification est répété n fois : dénaturation de l’ADN, hybridation des 

amorces et élongation. Les amplicons étaient conservés à 4°C.  

1. PCR ciblant les régions ITS1 et ITS2  

Les régions ITS (Internal Transcribed Spacer) sont localisées entre les sous unités 

18S, 5,8S et 28S de l’ARNr. Ces régions sont très conservées, variables et 

spécifiques d’espèces, elles permettent donc de différencier les espèces fongiques à 

l’intérieur d’un genre (155). Les régions ITS1 et ITS2 de l’ARNr ont été amplifiées 

avec les amorces universelles ITS1 et ITS4 (Tableau 14).  

Nom Séquence  

ITS1 (sens) 5’-TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3’ 

ITS4 (antisens) 5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’ 

Tableau 14 : Amorces utilisées pour la PCR ciblant l es régions ITS1 et ITS2 (155) 

La réaction d’amplification a été réalisée dans un volume réactionnel de 50 µl 

contenant 10 µl de tampon 5X (Promega), 3 µl MgCl2 à 25 mM (concentration finale 

de 1,5 mM), 1 µl dNTP à 10 mM (concentration finale de 0,2 mM), 1 µl de chacune 
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des amorces à 20 µM (concentration finale de 0,4 µM), 0,4 µl de GoTaq DNA 

polymerase (2U), 13,6 µl d’eau distillée stérile et 20 µl d’ADN. La réaction 

d’amplification a été réalisée dans un thermocycleur GenAmp 2700 (Applied 

Biosystems, Courtaboeuf, France). Le programme de la PCR incluait une pré-

dénaturation à 94°C pendant 5 min suivie par 20 cyc les consécutifs comprenant une 

dénaturation à 94°C pendant 35 sec, une hybridation  spécifique des amorces à 54°C 

pendant 55 sec et une élongation à 72°C pendant 45 sec, avec un ajout de 4 sec par 

cycle. Quinze cycles supplémentaires incluaient une dénaturation à 94°C pendant 45 

sec, une hybridation spécifique des amorces à 54°C pendant 55 sec et une 

élongation à 72°C pendant 2 min. Enfin une élongati on finale à 72°C pendant 10 min 

a été effectuée.  

2. PCR ciblant le gène β-tubuline  

La PCR β-tubuline permet de distinguer A. fumigatus des autres espèces fongiques 

morphologiquement semblables de la section Fumigati telles qu’A. lentulus. Le 

mélange réactionnel et le programme d’amplification sont identiques à ceux de la 

PCR ciblant les régions ITS1 et ITS2. Seules les amorces (Tableau 15) utilisées 

diffèrent (même volume et même concentration). 

Nom Séquence  

βtub1 (sens) 5’-AATTGGTGCCGCTTTCTGG-3’ 

βtub2 (antisens) 5’-AGTTGTCGGGACGGAATAG-3’ 

Tableau 15 : Amorces pour la PCR ciblant le gène cod ant pour la β-tubuline  (49)  

3. PCR ciblant le gène cyp51A  

Nous avons créé 3 couples d’amorces (Tableau 16) qui permettent d’amplifier 

l’ensemble du gène cyp51A avec son promoteur. La position des 3 couples 

d’amorces sur le gène cyp51A est indiquée en Annexe 3. 

 Nom Séquence  

Couple 
d’amorces n°1 
(CYP51A-1) 

CYP51AF-1 (sens) 5’-TAATCGCAGCACCACTCCAG-3’ 

CYP51AR-1 (antisens) 5’-GACATCCTTGWGCTTGCCGTTGAG-3’ 

Couple 
d’amorces n°2 
(CYP51A-2) 

CYP51AF-2 (sens) 5’-TCTACCTGGGCGTTCAGGG-3’ 

CYP51AR-2 (antisens) 5’-CTTCGAGGACTTTTGGCTGTGAG-3’ 

Couple 
d’amorces n°3 
(CYP51A-3) 

CYP51AF-3 (sens) 5’-AACCCTGTTGATGGCTGGTC-3’ 

CYP51AR-3 (antisens) 5’-GCAACAACACTTCAGGGCCA-3’ 

Tableau 16 : 3 coupes d'amorces pour la PCR ciblant le gène cyp51A  
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La réaction d’amplification a été réalisée dans un volume réactionnel de 50 µl 

contenant 10 µl de tampon 5X, 3 µl MgCl2 à 25 mM (concentration finale de 1,5 

mM), 1 µl dNTP à 10 mM (concentration finale de 0,2 mM), 2 µl de chacune des 

amorces à 10 µM (concentration finale de 0,4 µM), 0.4 µl GoTaq DNA polymerase 

(2U) et 26,6 µl d’eau distillée stérile et 5 µl d’ADN. La réaction d’amplification a été 

réalisée dans un thermocycleur GenAmp 2700 (Applied Biosystems). Le programme 

de la PCR établi incluait une pré-dénaturation à 95°C pendant 10 min puis 45 cycles 

composés d’une étape de dénaturation à 95°C pendant  1 min, d’une étape 

d’hybridation spécifique des amorces à 55°C pendant  1 min et d’une étape 

d’élongation à 72°C pendant 1 min. Enfin une élonga tion finale à 72°C pendant 10 

min a été effectuée. 

C. Électrophorèse sur gel d’agarose des produits de  PCR 

Pour la migration des produits de PCR, un gel d’agarose à 2% a été préparé avec un 

tampon standard Tris Borate EDTA (TBE) 1X (1g d’agarose pour 50 ml de TBE 1X) 

contenant du Bromure d’éthidium (BET). Cinq microlitres de l’échantillon de PCR ont 

été mélangés avec 5 µl d’un tampon de migration contenant du bleu de 

bromophénol, sur une feuille de parafilm. Les échantillons et 5 µl d’un marqueur de 

poids moléculaire le Smart Ladder MW-1700-02 (Eurogentec, Angers, France) ont 

été chargés séparément dans les puits du gel. L’électrophorèse a été effectuée à 90 

Volts dans du tampon TBE 1X pendant 30 min. Les produits d’amplification ont été 

visualisés sous lumière UV, grâce au BET incorporé auparavant dans le gel. Chaque 

PCR doit donner un produit d’amplification spécifique du gène ciblé : une seule 

bande d’ADN à la taille attendue de 600bp pour les régions ITS1 et ITS2, 495bp pour 

le gène β-tubuline et 725bp, 705bp et 826bp pour les 3 fragments du gène cyp51A. 

D. Purification des produits de PCR 

L’électrophorèse des produits de PCR ayant révélé une bande unique correspondant 

au fragment d’intérêt pour chacune des PCR, la purification a été réalisée 

directement à partir de l’échantillon amplifié liquide à l’aide du kit NucleoSpin® 

(Macherey-Nagel, Hoerdt, France) sur membrane de silice. Cette étape a été 

réalisée par la société GenoScreen en amont du séquençage. 

E. Séquençage des produits de PCR 

Le séquençage des produits de PCR a été réalisé par la société GenoScreen selon 
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la méthode de Sanger à l’aide du kit Big Dye Terminator Cycle Sequencing (Applied 

Biosystems). Le produit de la réaction a ensuite été analysé sur le séquenceur 

capillaire ABI3730 XL DNA Analyser (Applied Biosystems).  

F. Analyse et alignement de séquences 

Les séquences obtenues pour les 3 gènes ont été analysées grâce au logiciel Bioedit 

(http://bioedit.com) qui permet d’obtenir une séquence consensus, après analyse des 

électrophorégrammes correspondants pour chaque isolat et correction (si 

nécessaire) de la séquence sens et de la séquence antisens.  

Pour les régions ITS1 et ITS2 et le gène β-tubuline, les séquences consensus 

obtenues pour chaque isolat d’A. fumigatus ont été comparées, à l’aide du 

programme en ligne BLAST (http:/www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/), aux séquences 

des bases de données des banques internationales accessibles en ligne (GenBank). 

Pour le gène cyp51A, les 3 séquences consensus obtenues grâce aux 3 couples 

d’amorces ont été alignées grâce aux zones de chevauchements, afin de déterminer 

la séquence finale comportant le promoteur et la totalité du gène. La séquence 

protéique a ensuite été déterminée à partir de la séquence finale en nucléotides, 

après élimination des parties non-codantes de la séquence (promoteur et introns), de 

façon à mettre en évidence la présence ou non de mutations non silencieuses déjà 

décrites ou d’en mettre en évidence de nouvelles. 

VI. Détection directe d’isolats mutés TR34/L98H d’Aspergillus 
fumigatus dans l’environnement  

Pour détecter la présence d’isolat d’A. fumigatus muté TR34/L98H directement dans 

les capteurs à poussières, 2 qPCR en temps réel ont été testées à partir de l’ADN 

extrait des capteurs à poussières (cf.III.A), l’une ciblant la répétition en tandem d’une 

séquence de 34 pb dans le promoteur du gène cyp51A (TR34) et, l’autre, la 

substitution d’une leucine en histidine en position 98 (L98H) dans le gène cyp51A.  

A. qPCR ciblant le motif TR34 situé dans le promote ur du 
gène cyp51A  (qPCR TR34)  

Cette première qPCR cible la séquence répétée de 34 pb dans le promoteur du gène 

cyp51A d’A. fumigatus. Elle a été réalisée sur l’automate ABI 7500 (Applied 

Biosystems) en utilisant le système de détection SYBR®Green. Avant de tester les 

capteurs à poussières, la mise au point a été effectuée sur 2 gammes étalons, l’une 
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constituée d’une suspension préparée à partir de l’isolat n°366 d’ A. fumigatus, 

obtenu à partir du capteur à poussières du patient n°27,  sensible aux azolés et ne 

présentant pas de mutation du gène cyp51A (isolat WT), et contenant 106, 105, 104, 

103 et 102 spores/ml (gamme WT), l’autre constituée d’une suspension préparée à 

partir de l’isolat n°240 d’ A. fumigatus, obtenu à partir du capteur à poussières du 

patient n°7,  présentant la mutation TR/L98H contenant 106, 105, 104, 103 et 102 

spores/ml (gamme TR34/L98H). Deux amorces permettant d’amplifier un fragment 

de 112 (WT) ou 146 (avec TR34) pb ont été designées pour notre étude (Tableau 

17) et ont été testées aux concentrations de 0,1 µM, 0,2 µM, 0,4 µM et 1 µM 

(Tableau 18) afin de déterminer la concentration optimale en terme de sensibilité et 

spécificité. La position des amorces sur le gène cyp51A est indiquée en Annexe 3. 

Nom Séquen ce 

TR-F (sens) 5’-AATAATCGCAGCACCACTCC-3’ 

TR-R (antisens) 5’-GGGTGTATGGTATGCTGGAA-3’ 

Tableau 17 : Amorces designées pour la qPCR TR34 SYBR ®Green 

Concentration finale 
des amorces 0,1 µM 0,2 µM 0,4 µM 1 µM 

Amorce TR-F 10 µM 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 2 µL 
Amorce TR-R 10 µM 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 2 µL 
Mix SYBR®Green 10 µL 10 µL 10 µL 10 µL 
ADN 2 µL 2 µL 2 µL 2 µL 
Eau 7,6 µL 7,2 µL 6,4 µL 4 µL 

Tableau 18 : Composition des mix en fonction des co ncentrations en amorces 

L’amplification sur le ABI 7500 a été réalisée selon le protocole suivant : une phase 

d’activation de l’enzyme à 95°C pendant 10 min, 40 cycles de PCR composés d’une 

étape de dénaturation de l’ADN à 95°C pendant 15 se c, une étape d’hybridation des 

amorces et d’élongation à 60°C pendant 1 min. La fl uorescence a été mesurée à 

chaque cycle, à la fin de l’étape d’élongation (acquisition data). Une dernière étape a 

été ajoutée pour obtenir les courbes de fusion spécifique de 70°C à 95°C à 

0,2°C/sec. Les courbes de fluorescence obtenues et les courbes de fusion ont été 

analysées par le logiciel ABI 7500 Software v2.0.6. 

Dans chaque série d’ADN à tester, un témoin négatif d’amplification, contenant de 

l’eau stérile a été ajouté. 

Une fois les concentrations optimales déterminées, les capteurs à poussières ont été 

analysés au pur et au 1/10ème. 
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B. qPCR ciblant la mutation L98H du gène cyp51A  (qPCR 
L98H) 

Cette deuxième qPCR cible la substitution d’une leucine en histidine en position 98 

(L98H) dans le gène cyp51A d’A. fumigatus. Elle a été réalisée sur l’automate ABI 

7500 (Applied Biosystems) en utilisant 2 amorces permettant d’amplifier un fragment 

de 91 pb et ciblant la zone contenant la mutation L98H, et 2 sondes Taqman, l’une 

permettant de détecter les isolats non mutés d’A. fumigatus présentant une leucine 

en position 98 (sonde L98 WT, marquée par le fluorophore FAM), l’autre permettant 

de détecter les isolats mutés en position 98 (histidine) en cas de présence de la 

mutation L98H chez les isolats mutés TR34/L98H (sonde L98H, marquée par le 

fluorophore VIC) (Tableau 19). La position des amorces et des sondes sur le gène 

cyp51A est indiquée en Annexe 3. 

Type 
d’oligonucléotide 

Nom Séquence 

Amorces 
L98F (sens) 5’-GTTGGGTCAAAAAACCACAGTCTA-3’ 

L98R (antisens) 5’-GACCTCTTCCGCATTGACATC-3’ 

Sondes Taqman 
Sonde L98 WT 5’-6-FAM-AACGGCAAGCTCAA-MGB-BHQ-3’ 

Sonde L98H 5’-VIC-ACGGCAAGCACAA-MBG-BHQ-3’ 

Tableau 19 : Amorces et sondes designées pour la qPC R L98H 

Avant de tester les capteurs à poussières, une mise au point a été effectuée à partir 

des 2 gammes étalons WT et TR/L98H qui avait été utilisées pour la qPCR TR34. 

Tout d’abord, les amorces ont été testées en qPCR SYBR®Green (Applied 

Biosystems) aux concentrations 0,1 µM, 0,2 µM, 0,4 µM et 1 µM (Tableau 20) afin de 

déterminer la concentration optimale.  

Concentration finale 
des amorces  

0,1 µM 0,2 µM 0,4 µM 1 µM 

Amorce L98F 10 µM 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 2 µL 
Amorce L98R 10 µM 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 2 µL 
Mix SYBR®Green 10 µL 10 µL 10 µL 10 µL 
ADN 2 µL 2 µL 2 µL 2 µL 
Eau 7,6 µL 7,2 µL 6,4 µL 4 µL 

Tableau 20 : Composition des mix pour la déterminat ion de la concentration optimale en amorces pour la  
qPCR L98H SYBR®Green  

Le programme d’amplification sur le ABI 7500 était identique à celui utilisé pour la 

qPCR TR34. Les courbes de fluorescence obtenues et les courbes de fusion ont été 

analysées par le logiciel ABI 7500 Software v2.0.6. 

Une fois la concentration optimale d’amorces déterminée, les sondes L98 WT et 

L98H ont été testées aux concentrations de 0,1 µM, 0,2 µM et 0,4 µM sur les 
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gammes étalons WT et TR/L98H afin de déterminer la concentration optimale en 

sondes.  

Le programme d’amplification sur le ABI 7500 était le même que pour la qPCR A. 

fumigatus. Les courbes de fluorescence obtenues ont été analysées par le logiciel 

ABI 7500 Software v2.0.6. 

Dans chaque série d’ADN à tester, un témoin négatif d’amplification, contenant de 

l’eau stérile a été ajouté. 

Une fois les concentrations optimales d’amorces et de sondes déterminées, les 

capteurs à poussières ont été analysés au pur et au 1/10ème. 
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RESULTATS 
 
I. Caractéristiques des patients inclus et prévalen ce de la 
colonisation/sensibilisation par A. fumigatus  

Quarante et un patients BPCO issus des services de Pneumologie, de Réanimation 

et de Médecine Polyvalente Post-Urgence du CHRU de Lille ont été inclus entre août 

2011 et juillet 2014 dans le cadre de l’étude FungiCOPD. L’âge de ces patients à 

l’inclusion varient entre 46 et 86 ans, avec une moyenne de 63,8 ans (+/- 9,7). Le 

sex-ratio de la population est de 3,2. Le bilan bioclinique à l’inclusion a permis de 

collecter 39 expectorations pour la recherche de la colonisation et 41 sérums pour la 

recherche de la sensibilisation par A. fumigatus. A partir de mars 2014, la recherche 

de la colonisation a également été effectuée à partir des LROP (n=5). Le bilan 

bioclinique effectué lors de la visite de fin d’étude a permis de collecter 8 

expectorations et 8 LROP chez 8 patients. L’ensemble des caractéristiques des 

patients à l’inclusion et les résultats des analyses mycologiques sont présentés dans 

l’Annexe 4. 

A l’inclusion, une colonisation par A. fumigatus a été détectée chez 15 patients sur 

39 (38,5%) : 1 colonisation a été détectée par culture et qPCR Aspergillus spp., 8 par 

culture seule (23,1%), et 6 par qPCR seule. Parmi les 8 patients ayant bénéficié 

d’une visite de fin d’étude avant juillet 2014, 4 sont colonisés. Seul 1 de ces 4 

patients était colonisé à l’inclusion (patient n°9) . 

La mise en culture des expectorations et des LROP des 39 patients a permis 

d’obtenir 68 isolats cliniques d’A. fumigatus. Parmi ces 68 isolats cliniques, 56 

proviennent des prélèvements cliniques à l’inclusion et 12 des prélèvements 

cliniques de la visite de fin d’étude. La répartition des isolats en fonction des patients 

est présentée dans le Tableau 23.  

La présence d’anticorps anti-A. fumigatus a été détectée à l’inclusion chez 13 

patients sur les 41 patients (31,7%). Notons que 7 patients (17,1%) étaient à la fois 

colonisés et sensibilisés par A. fumigatus. 
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II. Prévalence de l’exposition environnementale à A. fumigatus et 
quantification du niveau d’exposition aux moisissur es 

A. Mesure de l’exposition environnementale par cult ure 

L’exposition environnementale aux moisissures a pu être mesurée pour 36 patients 

pour lesquels les capteurs à poussières ont été récupérés. Cinq capteurs n’ont pas 

été reçus au laboratoire pour diverses raisons : 1 capteur a été jeté par un patient, 2 

patients sont décédés et 2 patients ont arrêté l’étude. A partir de ces 36 capteurs à 

poussières, 1 à 159 colonies de moisissures ont été isolées soit une concentration 

de 10 à 1590 colonies/ml et A. fumigatus a été détecté dans 15 capteurs (1 à 19 

colonies soit 10 à 190 colonies/ml) soit une fréquence d’exposition domestique à A. 

fumigatus chez ces patients de 41,7%. Ces 15 capteurs proviennent des domiciles 

de 5 patients colonisés par A. fumigatus (3 ayant une culture positive et 2 une qPCR 

Aspergillus spp. positive) et 10 patients non colonisés. Au total, la mise en culture de 

ces 36 capteurs à poussières a permis d’obtenir 41 isolats environnementaux d’A. 

fumigatus. Sept isolats supplémentaires ont été obtenus à partir d’autres 

prélèvements environnementaux (écouvillons, prélèvements d’air) qui avaient été 

effectués au cours des enquêtes environnementales réalisées au début de l’étude 

pour les premiers patients.      

B. Quantification du niveau d’exposition aux moisis sures 
par qPCR 

La quantification de l’ADN fongique, de l’ADN d’Aspergillus spp. et de l’ADN d’A. 

fumigatus par qPCR a été effectuée pour 35 capteurs à poussières. 

1. Détéction d’ADN fongique par qPCR panfongique 

Les 35 capteurs à poussières étaient tous positifs en qPCR panfongique, ce qui 

signifie que tous les capteurs à poussières contenaient de l’ADN fongique et donc 

que tous les patients sont exposés au risque fongique dans leur environnement. Ces 

résultats sont cohérents avec la culture qui montrait la présence de colonies 

fongiques pour l’ensemble des capteurs à poussières. La Figure 11 présente les 

courbes d’amplification et de fusion de la gamme étalon et des capteurs à 

poussières. La très grande hétérogénéité des températures de fusion (melting 

temperature ou Tm) pour les capteurs à poussières est cohérente avec une détection 

probable de fragments de différentes tailles en fonction des espèces fongiques. Les 
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quantités d’ADN fongique variaient de 2,47.104 à 1,31.106 équivalent (Eq.) spores/ml 

dans les capteurs, soit un ratio de 108 à 10162 par rapport à la culture. 

 Courbes d’amplification Courbes de fusion  

Gamme 
étalon 

(Spores d’ A. 
fumigatus)  

  

Capteurs à 
poussières  

  

Figure 11 : Courbes d'amplification et de fusion de  la gamme étalon et des capteurs à poussières 
obtenues par qPCR panfongique 

La présence d’inhibiteurs a été détectée pour 2 patients, les patients n°23 (Cp à 33,8 

au 1/10ème et 32,4 au pur) et 34 (Cp à 23,8 au 1/10ème et 24,6 au pur). 

L’analyse de la corrélation entre le nombre de colonies de moisissures obtenues en 

culture et la quantité fongique exprimée en Eq. spores/ml par qPCR panfongique n’a 

pas permis de mettre en évidence une relation linéaire entre les résultats de ces 2 

méthodes (Figure 12). Mais le calcul du coefficient de corrélation de rangs de 

Spearman montre l’existence d’une relation significative entre ces 2 méthodes 

(p=0,0047). 
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Figure 12 : Corrélation entre le nombre de colonies  de moisissures obtenues par culture et les quantit és 

d’ADN fongiques détectées par qPCR panfongique  

2. Détection d’ADN d’Aspergillus  spp. 

Les 35 capteurs à poussières étaient tous positifs en qPCR Aspergillus spp., ce qui 

signifie que tous les capteurs à poussières contenaient de l’ADN aspergillaire et donc 

que tous les patients sont exposés à des Aspergillus dans leur environnement. En 

culture, sur ces 35 capteurs, 28 capteurs (80%) étaient positifs à Aspergillus (1 à 75 

colonies soit 10 à 750 colonies/ml) soit 7 de moins qu’en qPCR. Dans les capteurs 

positifs en qPCR, les quantités d’ADN d’Aspergillus spp. variaient de 3,80.102 à 

2,43.104 Eq. spores/ml, soit un ratio de 1 à 735 par rapport à la culture.  

L’analyse de la corrélation entre le nombre de colonies d’Aspergillus obtenues en 

culture et la quantité d’Aspergillus exprimée en Eq. spores/ml obtenue par qPCR 

Aspergillus n’a pas permis de mettre en évidence une relation linéaire entre les 

résultats de ces 2 méthodes (Figure 13) et le calcul du coefficient de corrélation de 

rangs de Spearman n’a pas non plus montré l’existence d’une relation significative 

entre ces 2 méthodes (p>0,05). 
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Figure 13 : Corrélation entre le nombre de colonies  d’Aspergillus  obtenues par culture et la quantité 

d’ADN fongique détectée par qPCR Aspergillus   

3. Détection d’ADN d’ A. fumigatus  

a) Mise au point : choix de la concentration en son de 

La sonde AfumiP1 a été testée à 2 concentrations différentes de 0,04 µM et 0,08 µM 

sur une gamme standard d’ADN d’A. fumigatus (gamme Af) constituée de 5 points 

de gammes (de 104 à 1 fg/µl) analysée en duplicate. La concentration optimale en 

sonde AfumiP1 choisie était de 0,08 µM (courbes vertes sur la Figure 14) car la 

fluorescence était plus intense et la limite de détection était de 1 fg/µl contre 10 fg/µl 

avec une concentration de 0,04 µM. 

 
Figure 14 : Comparaison de 2 concentrations en sond e AfumiP1 (0,04 µM en rouge et 0,08 µM en vert) 

pour la détection d’ A. fumigatus par qPCR 

b) Analyse des capteurs à poussières 

Parmi les 35 capteurs à poussières analysés en duplicate, 33 étaient positifs soit 18 

capteurs supplémentaires par rapport à la culture. Les capteurs à poussières 

négatifs provenaient du domicile des patients n°15 et 23. Aucune colonie d’A. 

fumigatus n’avait été isolée en culture pour ces 2 capteurs.  
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Les quantités d’ADN d’A. fumigatus dans les capteurs positifs variaient de 2,6 à 98,9 

fg/µl. Etant donné qu’un génome d’A. fumigatus correspond à environ 30 fg d’ADN 

(156), ces quantités étaient équivalentes à 87 à 3297 Eq. spores/ml, soit un ratio de 

1 à 110 par rapport à la culture.  

L’analyse de la corrélation entre les résultats obtenus par culture pour A. fumigatus 

et la qPCR A. fumigatus montre l’absence de relation linéaire et de corrélation entre 

culture et qPCR (p>0,05), avec notamment des quantités élevées d’ADN d’A. 

fumigatus obtenues dans des capteurs pour lesquels peu de colonies avaient été 

obtenues en culture. Par exemple, le capteur du patient n°18 présentait 3 colonies en 

culture soit 30 colonies/ml et 98,9 fg/µl d’ADN d’A. fumigatus (Figure 15). 

Inversement, le capteur du patient n°22 présentait une quantité faible d’ADN d’A. 

fumigatus de 4,3 fg/µl avec un nombre élevé de 19 colonies d’A. fumigatus soit 190 

colonies/ml.  

 
Figure 15 : Corrélation entre le nombre de colonies  d’A. fumigatus  obtenues par culture et la quantité 

d’ADN fongique détectée par qPCR A. fumigatus  
 

C. Comparaison de l’exposition fongique entre les g roupes 
colonisés/sensibilisés et non colonisés/non sensibi lisés par 
A. fumigatus   

Pour étudier le lien entre l’exposition fongique et les phénomènes de colonisation et 

de sensibilisation fongiques, différents groupes de patients ont été comparés : les 

patients colonisés (C), les patients non colonisés (NC), les patients colonisés et/ou 

sensibilisés (C et/ou S) et les patients non colonisés et non sensibilisés (NC/NS). 
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1. Culture 

Nous avons comparé le nombre de colonies obtenues en culture entre les patients C 

et les patients NC d’une part et entre les patients C et/ou S et les patients NC/NS 

d’autre part pour les 36 capteurs étudiés par culture pour évaluer le lien entre 

l’exposition aux moisissures dans un premier temps et l’exposition à A. fumigatus 

dans un second temps, et les phénomènes de colonisation et sensibilisation par A. 

fumigatus. Enfin, dans un troisième temps, nous avons comparé la fréquence de 

positivité à A. fumigatus des capteurs à poussières en culture en fonction des 

différents groupes. 

Pour les colonies de moisissures et les colonies d’A. fumigatus, les médianes ont été 

comparées par le test de Mann-Whitney, qui n’a pas montré de différence 

significative entre les groupes de patients (p>0,05). La comparaison des fréquences 

de positivité à A. fumigatus des capteurs en culture par le test de McNemar n’a pas 

non plus montré de différence significative entre les différents groupes (Tableau 21). 

  Tous 
les 

patients  
(n=36)  

C vs NC  
par A. fumigatus  

C et/ou S vs NC/NS  
par A. fumigatus  

  C  
(n=14) 

NC  
(n=22) 

C et/ou S  
(n=20) 

NC/NS  
(n=16) 

Nombre total 
de colonies  

Moyenne 27,9 29,9 26,7 30,7 24,5 

Médiane  
(Min-Max) 

18,5                   
(1-159) 

11          
(1-159) 

22,5              
(4-101) 

17,5                       
(1-159) 

19,5                         
(4-101) 

Nombre de 
colonies d’ A. 
fumigatus  

Moyenne 2 1,9 2,1 3 0,9 

Médiane  
(Min-Max) 

4,1 
(0-19) 

0,5 
(0-11) 

0 
(0-19) 

0                       
(0-19) 

0 
(0-3) 

% de capteurs positifs à A. 
fumigatus (n=15) 41,7 50 36,4 45 37,5 

Tableau 21 : Comparaison du nombre total de colonie s, du nombre de colonies d’ A. fumigatus et de la 
fréquence de positivité à A. fumigatus  des capteurs positifs en culture entre les patient s colonisés (C) 

versus patients non colonisés (NC) et entre les pat ients colonisés et/ou sensibilisés (C et/ou S) versu s les 
patients non colonisés non sensibilisés (NC/NS)   

2. qPCR 

Nous avons comparé les quantités d’ADN obtenues pour les qPCR panfongique, 

Aspergillus et A. fumigatus entre les patients C et les patients NC d’une part et entre 

les patients C et/ou S et les patients NC/NS d’autre part pour les 35 capteurs étudiés 

par qPCR. 

Les médianes des quantités d’ADN fongique et d’ADN d’Aspergillus ont été 

comparées par le test de Mann-Whitney, qui n’a pas montré de différence 

significative entre les groupes de patients (p>0,05). Pour la qPCR A. fumigatus, 

malgré des quantités d’ADN plus élevés pour les groupes « C » et « C et/ou S », 
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nous n’avons pas non plus retrouvé de différence significative, mais avec un « p » 

plus faible que pour les autres qPCR (p= 0,142 pour C vs NC et p=0,180 pour C 

et/ou S vs NC/NS). Enfin, les fréquences de positivité à A. fumigatus des capteurs en 

qPCR n’étaient pas non plus significativement différentes entre les différents groupes 

(Tableau 22). 

  Tous les 
patients 
(n=35) 

C vs NC 
par A. fumigatus  

C et/ou S vs NC/NS  
par A. fumigatus  

  C  
(n=13) 

NC  
(n=22) 

C et/ou S 
(n=19) 

NC/NS  
(n=16) 

qPCR 
panfongique 
(Eq. spore/ml) 

Moyenne 3,4E+05 4,2E+05 2,9E+05 4,1E+05 2,4E+05 

Médiane 
(Min-Max) 

2,3E+05    
(2,5E+04-
1,3E+06) 

1,5E+05     
(2,5E+04-
1,3E+06) 

2,5E+05 
(4,5E+04-
1,2E+06) 

2,3E+05       
(2,5E+04-

1,3E6) 

2,1E+05           
(4,5E+04-
8,1E+05) 

qPCR 
Aspergillus 
(Eq. spore/ml) 

Moyenne 6,2E+03 6,4E+03 6,2E+03 5,8E+03 6,7E+03 

Médiane 
(Min-Max) 

4,3E+03     
(3,8E+02-
1,3E+06) 

2,5E+03     
(3,9E+02-
2,4E+04) 

4,4E+03      
(3,8E+02-
1,9E+04) 

2,5E+03    
(3,9E+02-
2,4E+04) 

5,7E+03     
(3,8E+02-
1,9E+04) 

qPCR A. 
fumigatus 
(fg/µl) 

Moyenne 12,9 18,8 9,4 16,7 8,4 

Médiane 
(Min-Max) 

 9  
(0-98,9) 

12,8 
(0-98,9) 

8,1 
(0-27,1) 

12,8  
(0-98,9) 

8,1  
(0-23,1) 

% de capteurs positifs 
(n=33) 94,3 92,3 95,4 94,7 93,8 

Tableau 22 : Comparaison des quantités d’ADN fongiq ue, d’ Aspergillus  et d’ A. fumigatus dans les 
capteurs à poussières et de la fréquence de positiv ité à A. fumigatus  des capteurs positifs en qPCR 
A.fumigatus  entre les patients colonisés (C) versus patients n on colonisés (NC) et entre les patients 
colonisés et/ou sensibilisés (C et/ou S) versus les patients non colonisés non sensibilisés (NC/NS) 

III. Caractérisations phénotypique et génotypique d es isolats 
cliniques et environnementaux d’ A. fumigatus  

Au total, 68 isolats cliniques et 48 isolats environnementaux ont été obtenus et 

étudiés, soit 116 isolats d’A. fumigatus.  

A. Confirmation de l’identification des isolats par  méthodes 
phénotypique et moléculaire 

La culture à 50°C était positive pour la totalité d es 116 isolats d’A. fumigatus.   

Pour le séquençage ITS, 92 séquences comportaient un pourcentage de similarité 

de 100% avec la séquence de la souche A. fumigatus ATCC 1022 (séquence 

GenBank KF314727). Vingt-deux séquences possédaient la mutation en position 

T126C retrouvée dans les bases de données, avec un pourcentage de similarité de 

100% avec la souche A. fumigatus UWFP 503 (séquence GenBank AY214448). Il 

s’agit de 12 isolats environnementaux provenant de 5 patients différents (patients 

n°1, 2, 22, 29 et 39) et de 10 isolats cliniques pr ovenant du même patient (patient 

n°42). Deux séquences présentaient la mutation C46G , non retrouvée dans les 
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bases de données, correspondant à 2 isolats cliniques provenant du même patient 

(patient n°24) (Figure 16).  

 
Figure 16 : Alignement des 3 types de séquences des  régions ITS1 et ITS2 obtenus pour les 116 isolats 

avec les séquences des souches A. fumigatus ATCC 1022 et UWFP 503  

Pour le séquençage ß-tubuline, 114 séquences comportaient un pourcentage de 

similarité de 100% avec la séquence de la souche A. fumigatus CBS 

133.61 (séquence GenBank KF314730). Une séquence présentait la mutation 

silencieuse située sur un intron en position G12A non retrouvée dans les bases de 

données. Elle correspond à un isolat environnemental du patient n°9 (isolat 59). Une 

séquence présentait la mutation non silencieuse G360A qui entraine dans la 

séquence protéique la substitution d’une valine par une isoleucine en position 45 

(V45I) non retrouvée dans les bases de données. Cette séquence correspond à un 

isolat environnemental du patient n°2 (isolat 287).  Malgré la présence de cette 

mutation ponctuelle, le séquençage des régions ITS1 et ITS2 et les nombreuses 

différences entre les gènes ß-tubuline d’espèces même proche phylogénétiquement, 

telle que Neosartorya fischeri (souche CBS 544.65, séquence GenBank KJ175519) 
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(Figure 17) ont permis de confirmer l’identification de l’espèce A. fumigatus pour cet 

isolat. 

 
Figure 17 : Alignement des 3 types de séquences du gène β-tubuline  obtenus pour les 116 isolats avec 

les séquences des souches A. fumigatus CBS 133.61 et N. fischeri CBS 544.65 

Les données ont donc permis de confirmer l’identification morphologique 

(macroscopique et microscopique) de la totalité des 116 isolats d’A. fumigatus. 

Aucune autre espèce de la section Fumigati n’a été isolée dans notre population. 

B. Identification des mutations du gène cyp51A  

1. Mutations non silencieuses 

Le séquençage du gène cyp51A et de son promoteur effectué sur les 116 isolats d’A. 

fumigatus a permis de mettre en évidence 5 profils de mutation différents dans 10 

isolats dont 5 cliniques et 5 environnementaux chez 6 patients différents. La mutation 

TR34/L98H a été détectée dans 2 isolats environnementaux provenant de 2 patients 

différents (patients n°7 et n°22). Les mutations as sociées F46Y, M172V, N248T, 

D255E, E427K ont été détectées dans 2 isolats cliniques provenant du même patient 

(patient n°24) et dans 1 isolat environnemental (pa tient n°7). Un autre isolat 

environnemental provenant du capteur du patient n°9  a présenté l’association des 3 
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mutations F46Y, M172V, E427K. La mutation A284T a été détectée dans 3 isolats 

cliniques issus du même patient (patient n°41). Enf in, la mutation H285Y a été 

détectée dans un isolat environnemental provenant du patient n°22. Les 

caractéristiques des isolats et les résultats du séquençage cyp51A sont résumés 

dans le Tableau 23. 

N° 
Patient  

Statut à 
l’inclusion  Origine des isolats Nombre 

d’isolats  

Séquençage du gène cyp51A  

WT Mutation non 
silencieuse  

Mutation 
silencieuse  

1 NC/NS  Environnement 
Air 3 3 

  
Capteur 2 2 

  

2 C/S 

Clinique Expectoration 3 3 
  

Environnement 
Air 1 1 

  
Écouvillon 1 1 

  
Capteur 4 3 

 
1 G1696A 

7 NC/NS   Environnement 

Air 1  
 

1 G1696A 

Capteur 2 

 1 TR34/L98H         
1 F46Y, M172V, 
N248T, D255E, 

E427K 
 

8 NC/NS   Environnement Écouvillon 1 1 
  

9 C 
Environnement Capteur 1 

 1 F46Y, M172V, 
E427K  

Clinique Expectoration 1  1   
10 S Clinique Expectoration 10 10   
12 NC/NS   Environnement Capteur 1 1   

18 C/S 
Clinique Expectoration 1 1   
Environnement Capteur 4 4   

19 S 
Environnement Capteur 4 4   
Clinique LROP 1 1   

21 C/S Clinique Expectoration 5   5 G1696A 

22  NC/NS  Environnement Capteur 12 10 
1 TR34/L98H*  

1 H285Y  

24  NC/NS  Clinique Expectoration 6 4 
2 F46Y, M172V, 
N248T, D255E, 

E427K  

27 S Environnement Capteur 1 1   
29 NC/NS  Environnement Capteur 1 1  

 
30 NC/NS   Environnement Capteur 2 1  1 G1696A 
31 S Environnement Capteur 1 1   
34 C Clinique Expectoration 12 6+1*  5 G1696A  

39 C 
Clinique LROP 11 11  

 
Environnement Capteur 3 3   

40 C Environnement Capteur 3 3   
41 C/S Clinique Expectoration 8 5 3 A284T 

 

42 C Clinique 
Expectoration 9    

9 C1562T 
LROP 1 1 

  
   TOTAL 116 77 10 21 

Tableau 23 : Caractérisation des isolats cliniques et environnementaux : origine, séquençage du gène 
cyp51A  et résultat de la culture sur milieu ITZ 

C : colonisé, S : sensibilisé, C/S : colonisé et sensibilisé, NC/NS : non colonisé et non sensibilisé par A. fumigatus ; WT : Wild 
type (Absence de mutation) ;  

*Isolats obtenus par sélection après ensemencement direct du prélèvement sur milieu ITZ si >10 colonies d’A.fumigatus ; 
Rouge  : isolats avec culture positive sur milieu ITZ ;  

Jaune : patients colonisés pour lesquels des isolat s cliniques et environnementaux ont été obtenus en culture; 
Bleu : prélèvement de la visite de fin d’étude 



86 
 

2. Mutations silencieuses 

Sur les 116 isolats étudiés, 13 isolats présentaient la mutation silencieuse G1696A 

dont 3 isolats environnementaux chez 3 patients différents (patients n°2, 7 et 30) et 

10 isolats cliniques chez 2 patients différents (patients n°21 et 34). Neuf isolats 

cliniques provenant du même patient (n°42) présenta ient la mutation silencieuse 

C1562T.  

3. Circulation des isolats mutés ou non au sein et 
entre les réservoirs cliniques et environnementaux 

a) Circulation des isolats au sein des réservoirs c liniques et 
environnementaux 

La coexistence dans un même prélèvement d’isolats présentant ou non des 

mutations du gène cyp51A a été mise en évidence aussi bien dans les prélèvements 

cliniques (réservoirs cliniques) que dans les capteurs à poussières (réservoirs 

environnementaux).  

Dans les prélèvements cliniques, des isolats mutés ou non coexistent chez les 

patients n°24, 34 et 41. L’expectoration du patient  n°24 présente 4 isolats non mutés 

et 2 isolats présentant le profil F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K. L’expectoration 

du patient n°34 présente 7 isolats non mutés et 5 i solats présentant la même 

mutation silencieuse G1696A. L’expectoration du patient n°41 présente 5 isolats non 

mutés et 3 isolats présentant la même mutation non silencieuse A284T. 

Dans les capteurs à poussières et donc dans l’environnement domestique des 

patients, des isolats mutés ou non coexistent chez les patients n°2, 7, 22 et 30.  

Les capteurs des patients n°2 et 30 présentent un i solat non muté et un isolat 

présentant la mutation silencieuse G1696A. Les capteurs des patients n°7 et 22 

présentent 2 isolats mutés avec 2 profils de mutation différents dont 1 présentant la 

mutation TR34/L98H associée pour le patient n°7 à 1  isolat présentant le profil F46Y, 

M172V, N248T, D255E, E427K et pour le patient n°22 à 1 isolat présentant la 

mutation H285Y. 

b) Circulation des isolats entre les réservoirs cli niques et 
environnementaux 

La circulation des isolats entre les réservoirs cliniques et environnementaux a pu être 

étudiée pour seulement 3 patients pour lesquels à la fois des isolats cliniques et 

environnementaux d’A. fumigatus avaient été obtenus en culture : les patients n°2,  

18 et 39 (en jaune dans le Tableau 23). Notons que le patient n°19 possède 
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également un isolat clinique et des isolats environnementaux mais l’isolat clinique 

provient d’un LROP effectué en visite de fin d’étude, le patient n’était donc pas 

considéré comme colonisé à l’inclusion. 

Un des isolats environnementaux du patient n°2 prés ente une mutation silencieuse 

(G1696A), non retrouvée dans les isolats cliniques de ce patient. 

Les isolats cliniques et environnementaux des patients n°18 et 39 ne présentent pas 

de mutations du gène cyp51A. 

c) Distribution géographique des isolats cliniques et environnementaux 

Les isolats environnementaux mutés TR34/L98H ont été retrouvés dans 2 villes 

distinctes : Marcq-en-Barœul et Faches-Thumesnil (Figure 18). L’isolat 

environnemental muté H285Y provient de Marcq-en-Barœul et, les isolats cliniques 

mutés A284T, de Marquillies. Les isolats mutés F46Y, M172V, N248T, D255E, 

E427K et F46Y, M172V, E427K sont localisés à Lille et à Faches-Thumesnil. La 

plupart des isolats provenaient de domiciles situés en région lilloise, en raison du 

recrutement des patients au CHRU de Lille. 

 
Figure 18 : Distribution géographique au sein de la  région Nord-Pas-de-Calais des isolats cliniques et 

environnementaux présentant une mutation non silenc ieuse ou non (WT) (C : isolats cliniques) 

C. Sélection des isolats résistants aux azolés par 
ensemencement sur milieu ITZ 4 mg/l 

Sur les 116 isolats étudiés, 7 sont ITZ+ (culture positive sur milieu Sabouraud 

additionné d’ITZ à 4mg/l) et 109 ITZ- (culture négative sur milieu Sabouraud 
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additionné d’ITZ 4mg/l). Parmi les 7 isolats ITZ+, on retrouve les 2 isolats 

environnementaux mutés TR34/L98H des patients n°7 e t n°22, l’isolat 

environnemental muté H285Y du patient n°22 et les 3  isolats cliniques mutés A284T 

du patient n°41. Un isolat clinique provenant du pa tient n°34, obtenu par 

ensemencement direct de l’expectoration sur milieu ITZ est ITZ+ et ne présente pas 

de mutation du gène cyp51A. Notons que la croissance sur ITZ est plus ou moins 

dense pour les 7 isolats ITZ+ (Tableau 24). Aucune croissance n’a été observée sur 

milieu ITZ pour les isolats mutés F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K et F46Y, 

M172V, E427K ni pour les isolats présentant des mutations silencieuses. 

Aspect de 
la culture 
sur milieu 
ITZ 

   
 

Mutation  TR/L98H H285Y A284T WT 
Nombre 
d’isolats 2 1 3 1 

Origine 
des isolats Environnement Environnement Clinique Clinique 

N° Patient  7  et 22 22 41 34 
Tableau 24 : Aspect de la culture sur milieu ITZ po ur les isolats ITZ+ 

D. Détermination des CMI par méthode Etest® 

Les CMI ont été déterminées par méthode Etest® sur les 10 isolats présentant des 

mutations non silencieuses et l’isolat ITZ+ ne présentant pas de mutation du gène 

cyp51A. Les résultats sont récapitulés dans le Tableau 25. 

Mutations  cyp51A  
CMI (mg/l) Origine des 

isolats Patient ITZ VOR POS 

ITZ+ 
TR34/L98H 24 0.75 0.38 Environnement 7 
TR34/L98H >32 1 0.5 Environnement 22 
H285Y 8 1 0.25 Environnement 22 
Non >32 2 1 Clinique 34 
A284T 1.5 0.19 0.19 Clinique 41 
A284T 1.5 0.19 0.19 Clinique 41 
A284T 2 0,38 0,125 Clinique 41 
ITZ- 
F46Y, M172V, E427K 0,38 0,125 0,064 Environnement 9 
F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K 1.5 0.125 0.125 Environnement 7 
F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K 1.5 0.125 0.094 Clinique 24 
F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K 3 0.38 0.125 Clinique 24 

Tableau 25 : CMI déterminées par méthode Etest® pour  les isolats ITZ+ et/ou présentant des mutations 
du gène  cyp51A  

Rouge : Résistant , Orange : Intermédiaire , Vert: Sensible selon les seuils déterminés par l’EUCAST (126) 



89 
 

Les 7 isolats ITZ+ présentent tous des CMI élevées pour l’ITZ : 4 isolats ITZ+ sont 

résistants à l’ITZ avec une CMI strictement supérieure à 2 mg/l et 3 isolats ITZ+ sont 

de sensibilité intermédiaire (CMI supérieure à 1 mg/l mais inférieure ou égale à 2 

mg/l). Les isolats environnementaux mutés TR34/L98H sont résistants à l’ITZ et au 

POS mais pas au VOR, bien qu’ils présentent tout de même des CMI plus élevées 

pour ce dernier. L’isolat clinique ITZ+ du patient 34 est résistant à tous les 

antifongiques azolés et ne présente pas de mutations sur le gène cyp51A. 

Concernant les isolats ITZ-, 2 isolats mutés F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K 

des patients n°7 et 24 sont intermédiaires à l’ITZ,  1 isolat clinque muté F46Y, 

M172V, N248T, D255E, E427K est résistant à l’ITZ et l’isolat  environnemental muté 

F46Y, M172V, E427K est sensible à l’ITZ. 

E. Prévalence de la résistance aux azolés 

1. Prévalence de la résistance à l’ITZ 

Sur les 116 isolats cliniques et environnementaux étudiés, 5 isolats sont résistants à 

l’ITZ (CMI ITZ> 2 mg) soit une prévalence de résistance globale à l’ITZ en fonction 

du nombre d’isolats d’A. fumigatus de 4,3% (5/116). Sur les 5 isolats R à l’ITZ, 2 sont 

d’origine clinique et 3 d’origine environnementale, soit une prévalence de résistance 

clinique à l’ITZ de 2,9% (2/68) et une prévalence de résistance environnementale à 

l’ITZ de 6,3% (3/48).  

La résistance à l’ITZ a été détectée dans l’environnement de 2 patients (n°7 et 22) 

soit une prévalence en fonction des patients de 5,6% (2/36) et dans les prélèvements 

cliniques de 2 patients (n°24 et 34), soit une prév alence de 4,9% (2/41).  

Deux capteurs (n°7 et 22) parmi les 15 capteurs pos itifs en culture à A. fumigatus 

présentent des isolats résistants à l’ITZ soit une prévalence de résistance à l’ITZ en 

fonction des capteurs positifs à A. fumigatus de 13,3% (2/15) (Tableau 26). 

2. Prévalence de la mutation TR34/L98H 

La mutation TR34/L98H a été détectée dans 2 isolats sur 48 isolats 

environnementaux (4,2%) chez 2 patients différents, la prévalence de la mutation 

TR34/L98H dans l’environnement domestique de notre population est donc de 5,6% 

(2/36). En fonction des capteurs positifs à A. fumigatus, la prévalence de la mutation 

TR34/L98H s’élève à 13,3% (2/15) (Tableau 26). Aucun isolat clinique présentant la 

mutation TR34/L98H n’a été détecté. 
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 Prévalence de la résistance à 
l’ITZ 

Prévalence de la mutation 
TR34/L98H 

 Isolats 
cliniques 

Isolats 
environne
mentaux 

Total Isolats 
cliniques  

Isolats 
environne
mentaux  

Total  

En fonction des isolats 
(n=116) 

2,9 % 
(2/68) 

6,3 % 
(3/48) 

4,3 % 
(5/116) 

0 
(0/68) 

4,2 % 
(2/48) 

1,7% 
(2/116) 

En fonction des patients 
(n=41) 

4,9 % 
(2/41) 

5,6 % 
(2/36) 

 0 
(0/68) 

5,6 % 
(2/36) 

 

En fonction des capteurs 
positifs à A .fumigatus 
(n=15) 

 13,3 % 
(2/15)   13,3 % 

(2/15)  

Tableau 26 : Prévalence de la résistance à l'ITZ et de la mutation TR34/L98H en fonction des isolats, d es 
patients et des capteurs positifs à A. fumigatus  

IV. Détection directe des isolats mutés TR34/L98H d ans les 
capteurs à poussières 

La détection des isolats mutés TR34/L98H a été effectuée à l’aide de 2 qPCR, l’une 

ciblant le motif TR34 situé dans le promoteur et l’autre la mutation L98H du gène 

cyp51A. 

A. qPCR ciblant le motif TR34 situé dans le promote ur du 
gène cyp51A  (qPCR TR34)  

1. Mise au point : choix de la concentration en 
amorces 

Les amorces TR-F et TR-R ont été testées à 4 concentrations différentes : 0,1 µM, 

0,2 µM, 0,4 µM et 1 µM sur 5 points des 2 gammes WT et TR34/L98H décrites 

précédemment (106, 105, 104, 103 et 102 spores/ml). Les courbes de fusion montrent 

la présence de 2 pics : le premier pic correspond au Tm de l’isolat WT et le second 

correspond au Tm de l’isolat muté car le promoteur est plus long pour l’isolat muté 

(34 pb en plus soit un fragment de 146 pb versus 112 pb pour l’isolat WT) (Figure 

19). 

Les essais réalisés ont permis de montrer que la concentration optimale en amorces 

TR-F et TR-R était de 0,4 µM car, malgré l’apparition de dimères d’amorces, la limite 

de détection est la plus faible, de 102 spores/ml, pour les 2 gammes WT et 

TR34/L98H (Figure 19). 
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 Gamme WT Gamme TR34/L98H  Courbes de fusion  

0,1 
µM 

   

0,2 
µM 

   

0,4 
µM 

   

1 
µM 

   
Figure 19 : Analyse en qPCR TR SYBR®Green des gammes W T et TR34/L98H à différentes concentrations 

en amorces TR-F et TR-R (0,1; 0,2; 0,4 et 1 µM). La concentration optimale en amorces choisie po ur 
l’analyse des capteurs est encadrée. 

 

2. Analyse des capteurs à poussières 

Les capteurs à poussières ont ensuite été analysés au pur et au 1/10ème. Dans 

chaque série, 5 points des 2 gammes WT et TR34/L98H (106, 105, 104, 103 et 102 

spores/ml) étaient ajoutés pour la quantification en Eq. spores/ml. 

WT 

TR34/L98
h 
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Sur les 35 capteurs à poussières analysés, aucun isolat présentant une mutation 

TR34 n’a été mis en évidence, y compris pour les capteurs n°7 et 22 pour lesquels 1 

isolat muté TR34/L98H avait été détecté par culture.  

Par contre, la détection d’A. fumigatus WT était positive pour 9 capteurs, qui 

présentaient un signal d’amplification avec un Tm de l’amplicon situé au même 

endroit que le Tm de la gamme WT (Figure 20).  

   
Figure 20: Courbes de fusion obtenues pour les capt eurs à poussières positifs en qPCR TR34 
(SYBR®Green) (amplification WT pour les capteurs n° 1 , 4, 12, 21, 24, 26, 29, 30, 33, absence 

d’amplification TR34). 

Les quantités en qPCR TR34 dans ces 9 capteurs variaient de 2,2.103 à 2,6.105 Eq. 

spores/ml (Tableau 28). Une faible concordance entre le nombre de colonies d’A. 

fumigatus et la qPCR TR34 était observée puisque, la présence de colonies d’A. 

fumigatus n’avait été détectée en culture que pour 4 des 9 capteurs positifs en qPCR 

TR34, avec un ratio de 4205 à 13000 par rapport à la culture pour ces 4 capteurs. De 

même, 11 capteurs positifs en culture à A. fumigatus étaient négatifs en qPCR TR34.  

De la même façon, si nous étudions la concordance entre la qPCR A. fumigatus et la 

qPCR TR34, les 9 capteurs positifs en qPCR TR34 étaient également positifs en 

qPCR A. fumigatus, avec des quantités variant de 2,8 à 13,5 fg/µl, soit 93 à 450 Eq. 

spores/ml (Tableau 28), avec un ratio qPCR TR34/qPCR A. fumigatus variant de 10 

à 1359. Par contre, parmi les 26 capteurs négatifs en qPCR TR34, 24 étaient positifs 

et 2 seulement étaient négatifs en qPCR A. fumigatus. Ces résultats s’expliquent par 

la sensibilité plus faible de la qPCR TR34 par rapport à la qPCR A. fumigatus car elle 

cible le gène cyp51A présent en une seule copie dans le génome d’A. fumigatus 

(157) alors que la qPCR A. fumigatus cible les régions ITS des ARNr, dont le gène 

est présent en multicopie.  

Gamme WT et 
échantillons positifs 
avec amplification 
WT (amplicon de 

112 pb) 

Gamme 
TR34/L98H 

(amplicon de 146 
pb) 
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B. qPCR ciblant la mutation L98H du gène cyp51A  (qPCR 
L98H) 

1. Mise au point 

a) Choix de la concentration en amorces 

Les amorces L98F et L98R ont été testées préalablement en qPCR SYBR®Green à 

4 concentrations différentes : 0,1 µM, 0,2 µM, 0,4 µM et 1 µM sur les 2 gammes WT 

et TR34/L98H décrites précédemment. Ces essais nous ont permis de sélectionner 

la concentration de 0,2 µM, qui permettait d’obtenir une limite de détection de 104 

spores/ml, identique pour les 2 gammes WT et TR34/L98H (Figure 21). 

 Gamme WT Gamme TR34/L98H Courbes  de fusion  

0,1 
µM 

   

0,2 
µM 

   

0,4 
µM 

   

1 
µM 

   
Figure 21 : Analyse en qPCR L98H SYBR®Green des gammes  WT et TR34/L98H en utilisant différentes 
concentrations en amorces L98F et L98R (0,1; 0,2; 0 ,4 et 1µM). La concentration optimale en amorces 

choisie est encadrée. 
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b) Choix de la concentration en sondes 

Avec la concentration optimale en amorces L98F et L98R de 0,2 µM, les sondes L98 

WT et L98H ont été testées aux concentrations de 0,1 µM, 0,2 µM et 0,4 µM sur les 

gammes WT et TR/L98H afin de déterminer la concentration optimale en sondes 

(Figure 22). La composition des mélanges réactionnels est indiquée dans le Tableau 

27. 

Concentration finale en 
sonde 

Sonde 0,1 
µM 

Sonde 0,2 
µM 

Sonde 0,4 
µM 

Amorce L98F 10 µM 0,4 µL 0,4 µL 0,4 µL 
Amorce L98R 10 µM 0,4 µL 0,4 µL 0,4 µL 
Sonde L98 WT 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 
Sonde L98H 0,2 µL 0,4 µL 0,8 µL 
Mix sonde Applied 10 µL 10 µL 10 µL 
ADN 2 µL 2 µL 2 µL 
Eau 6,8 µL 6,4 µL 5,6 µL 

Tableau 27 : Composition des mix pour la qPCR L98H a vec des concentrations en sondes L98 WT et 
L98H de 0,1, 0,2 et 0,4µM. 

La concentration optimale en sonde choisie était de 0,1 µM car pour les 2 sondes, la 

limite de détection était la plus faible à cette concentration : 104 spores/ml et il n’y a 

eu aucun signal avec la concentration en sonde de 0,4 µM (Figure 22). 

 Sonde L98 WT (FAM)  Sonde L98H (VIC)  

0,1 
µM 

  

0,2 
µM 

  
Figure 22 : Analyse en qPCR L98H Taqman des gammes W T et TR34/L98H à différentes concentrations en 

sondes L98 WT (FAM) et L98H (VIC) (0,1 et 0,2 µM). La concentration optimale en sondes choisie est  
encadrée. 

2. Analyse des capteurs à poussières 

Les capteurs à poussières ont ensuite été analysés au pur et au 1/10ème. Dans 

chaque série, 3 points des 2 gammes WT et TR34/L98H (106, 105 et 104 spores/ml) 
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étaient ajoutés pour la quantification en Eq. spores/ml. 

Seul le capteur n°18 est sorti positif en WT en qPC R L98H. Ce capteur était positif à 

A. fumigatus en culture, avec 3 colonies, soit une concentration de 30 colonies/ml, 

positif en qPCR A. fumigatus (98,9 fg/µl), mais négatif en qPCR TR34 (Tableau 28). 

Les 14, 33 et 9 autres capteurs positifs en culture à A. fumigatus, en qPCR A. 

fumigatus et en qPCR TR34 respectivement étaient négatifs en qPCR L98H. On 

remarque que, même pour les capteurs n°7 et 22, pou r lesquels des isolats 

TR34/L98H avaient été identifiés en culture, aucun signal correspondant à la 

présence d’isolats portant la mutation L98H n’a été détecté en qPCR L98H. 

Capteur qPCR TR34 (Eq. 
spores/ml) 

qPCR L98H 
(Eq. 

spores/ml) 

qPCR 
A. fumigatus 

(fg/µl) (Eq. 
spores/ml) 

Nombre de colonies 
d’A. fumigatus 

obtenues en culture 
(colonies/ml) 

Capteurs positifs en qPCR TR34 
1 8,4E+04 Négatif 11,2 (373) 20 
4 1,4E+05 Négatif 3,1 (103) 0 

12 1,9E+05 Négatif 11,1 (370) 20 
21 2,2E+03 Négatif 4,3 (143) 0 
24 2,3E+03 Négatif 6,7 (223) 0 
26 2,0E+05 Négatif 11,1 (370) 0 
29 4,9E+03 Négatif 2,8 (93) 0 
30 2,2E+05 Négatif 7,9 (263) 20 
33 2,6E+05 Négatif 13,5 (450) 20 

Capteurs positifs en qPCR L98H 
18 Négatif Positif 98,9 (3297) 30 

Tableau 28 : Comparaison des résultats de qPCR TR34,  qPCR L98H, qPCR  A. fumigatus et de culture 
pour les capteurs positifs en qPCR TR34 ou qPCR L98H 
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DISCUSSION 

Colonisation et sensibilisation par  A. fumigatus  

Dans notre étude prospective, nous rapportons une prévalence élevée de 

colonisation par A. fumigatus au cours d’une exacerbation aiguë de BPCO 

(EABPCO), de 23,1% par culture et de 38,5% par culture et qPCR. Les études de 

prévalence de colonisation par A. fumigatus chez les patients BPCO présentant une 

EABPCO sont peu nombreuses, rétrospectives et souvent hétérogènes de par la 

définition utilisée pour la colonisation (76,80,158). Une étude prospective récente 

espagnole (80) similaire à la notre sur la prévalence d’isolement d’A. fumigatus par 

culture sur des expectorations de 240 patients hospitalisés pour une EABPCO, a 

rapporté une prévalence de 16,6% à l’inclusion et de 14,1% après un an de suivi. 

Une autre étude anglaise, qui n’a pas non plus utilisée la qPCR pour détecter la 

présence d’Aspergillus dans les expectorations, rapporte une fréquence d’isolement 

d’A. fumigatus lors des EABPCO de 28% (158), soit des données similaires aux 

notre si on tient compte de la prévalence de 23,1% obtenue par culture. 

La prévalence de 38,5% que nous obtenons en combinant culture et qPCR peut 

toutefois être surestimée car nous détectons une colonisation par Aspergillus en 

qPCR et non spécifiquement par A. fumigatus. Notre étude utilise pour la première 

fois la qPCR Aspergillus pour la détection de la colonisation par A. fumigatus chez 

les patients BPCO, alors que ce moyen de détection est très utilisé pour les patients 

atteints de mucoviscidose et permet d’améliorer la sensibilité de la détection (159). 

L’analyse des données épidémiologiques, biologiques et cliniques collectées est 

prévue à l’issue de l’étude. Elle devrait permettre d’identifier les facteurs de risque ou 

de gravité associés à cette colonisation, tels que la corticothérapie, la fréquence des 

EABPCO, ou l’isolement d’autres pathogènes (bactéries ou virus).  

La présence d’anticorps anti-A. fumigatus a été détectée chez 13 patients (31,7%), 

soit une sensibilisation plus fréquente dans notre cohorte que dans celle de Bafadhel 

et al. qui ont rapporté une fréquence de sensibilisation par A. fumigatus de 13% dans 

d’une cohorte de 128 patients BPCO (158). Ces données ne sont cependant pas 

directement comparables car la sensibilisation était détectée par dosage des IgE 

dans leur étude, alors que nous avons recherché les IgG anti-Aspergillus et les 

précipitines dans notre étude. Parmi ces patients sensibilisés, seuls 7 patients 

étaient également colonisés (17,1%).  
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Quantification de l’exposition environnementale aux  moisissures  

Dans notre étude, la fréquence d’exposition environnementale à A. fumigatus 

déterminée par culture est de 41,7% (15/36 capteurs), ce qui confirme l’abondance 

d’A. fumigatus dans l’environnement domestique intérieur (les capteurs à poussières 

étant exposés dans la chambre des patients). Par contre, étant donné que sur les 15 

capteurs positifs en culture à A. fumigatus, seuls 5 provenaient de domicile de 

patients colonisés par A. fumigatus, nous n’avons pas pu mettre en évidence de 

corrélation entre l’exposition et la colonisation par A. fumigatus. Ces résultats 

pourraient être liés d’une part à l’existence de facteurs de risque de colonisation 

spécifiques tels qu’une corticothérapie ou des antibiotiques au long cours, et d’autre 

part à l’existence d’autres sources d’exposition aux moisissures liées par exemple à 

l’alimentation (poivre, thé, etc.) ou à des activités professionnelles ou de loisirs. 

L’étude de la quantification du niveau d’exposition environnementale fongique par 

qPCR n’a pas permis de mettre en évidence une relation linéaire entre la qPCR 

panfongique et les résultats de la culture, mais le calcul du coefficient de Spearman 

montre une corrélation significative entre ces 2 méthodes. Etant donné que la qPCR 

panfongique cible une région conservée de l’ARNr 18S de tous les champignons, 

moisissures et levures (150), Les différences observées pourraient être due à la 

présence de levures, quantifiées par la qPCR mais non prises en compte pour la 

culture. Ainsi, la qPCR refléterait l’exposition globale fongique et la culture, 

l’exposition aux moisissures.  

A l’inverse, les qPCR Aspergillus et A. fumigatus n’ont pas montré de corrélation 

significative avec les résultats de culture. Ce type de résultats (absence de 

corrélation) a déjà été retrouvé dans d’autres études, notamment celle de Roussel et 

al. où l’absence de corrélation entre culture et qPCR d’espèces fongiques dans des 

capteurs à poussières exposés dans des locaux d’archives avait été prouvée (160). 

L’absence de corrélation pourrait s’expliquer par la présence dans les capteurs à 

poussières de spores non viables incapables de former du mycélium, mais qui sont 

détectées en qPCR (66). On pourrait envisager de déterminer pour ces qPCR un Cp 

seuil comme l’ont fait Bellanger et al. pour la qPCR A. fumigatus, qui permettrait de 

différencier les spores viables des spores non viables. Une autre possibilité serait de 

traiter les liquides de rinçage des capteurs à poussières avec du propidium 

monoazide (PMA), agent compatible avec les techniques de qPCR et capable de 

distinguer les cellules vivantes et mortes (161). 
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La comparaison des niveaux d’exposition fongique, aux Aspergillus et à A. fumigatus 

en culture et en qPCR entre les patients colonisés et sensibilisés et les patients non 

colonisés et non sensibilisés n’a pas permis de mettre en évidence de lien significatif 

entre l’exposition environnementale domestique fongique et les phénomènes de 

colonisation et de sensibilisation chez les patients atteints de BPCO. L’absence de 

lien entre les concentrations d’A. fumigatus dans les poussières (mesurées par 

qPCR) et la colonisation par A. fumigatus chez des patients atteints d’asthme, autre 

pathologie respiratoire chronique, a été récemment rapportée par Fairs et al. qui, par 

contre, ont retrouvé un lien entre les concentrations aériennes d’ADN d’A. fumigatus 

et la colonisation (162). Dans notre étude, bien que les différences observées ne 

soient pas significatives, l’analyse d’un plus grand nombre de patients pourrait 

permettre de confirmer les premières tendances, notamment les quantités d’ADN 

d’A. fumigatus plus élevées retrouvées dans les domiciles de patients colonisés et/ou 

sensibilisés. Par ailleurs, une association entre la mesure de contaminants fongiques 

dans les poussières et l’apparition de symptômes cliniques a été rapportée dans de 

nombreuses études (163,164). Dans notre étude, l’impact de l’exposition fongique 

domestique sur l’évolution de la fonction respiratoire (VEMS, fréquence et gravité 

des exacerbation) sera analysé en fin d’étude afin d’identifier les paramètres 

associés à une évolution péjorative (ex : charge fongique élevée ou présence 

d’espèces spécifiques). 

Identification des isolats d’ A. fumigatus  

La caractérisation des 68 et 48 isolats d’A. fumigatus d’origine clinique et 

environnementale respectivement, nous a permis de confirmer l’identification d’A. 

fumigatus pour l’ensemble des 116 isolats de notre étude. Aucune autre espèce de 

la section Fumigati, aussi bien dans les prélèvements cliniques que dans 

l’environnement domestique des patients atteints de BPCO, n’a été identifiée. 

Bien qu’A. lentulus ait été isolé dans plusieurs pays au cours d’infections invasives 

chez des patients immunodéprimés (transplantés ou patients d’hématologie) (49,58–

60), son isolement reste rare dans les prélèvements cliniques et aucune donnée de 

prévalence n’est disponible. Chez les patients BPCO, l’isolement d’A. lentulus a été 

rapporté en Espagne chez un patient admis en réanimation pour une EABPCO. Mais 

A. fumigatus a été isolé dans 2 aspirations bronchiques et dans une troisième, il était 

associé à A. lentulus. Le rôle d’A. lentulus comme agent étiologique de l’infection n’a 

donc pas pu être établi (57). Dans les prélèvements environnementaux, A. lentulus a 
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été isolé dans plusieurs études dans des échantillons de sols en Corée (7/17) et en 

Espagne (1/31), suggérant que la niche écologique d’A. lentulus pourrait être le sol 

(165,166).  

Notre étude confirme donc la faible fréquence d’isolement d’autres espèces de la 

section Fumigati dans les prélèvements cliniques et dans l’environnement 

domestique, mais l’identification de telles espèces peut être suspectée devant un 

isolat d’A. fumigatus présentant une sensibilité diminuée aux antifongiques ou ayant 

une sporulation pauvre ou lente. La mise en place d’une identification plus poussée 

pour ces isolats par biologie moléculaire basée sur le séquençage des régions ITS et 

du gène β-tubuline est donc à envisager en routine, quelque soit l’origine du 

prélèvement et le type de patients. 

Mutations du gène  cyp51A  et résistance aux azolés : circulation 
entre les réservoirs cliniques et environnementaux 

Au total, nous décrivons dans cette étude portant sur 116 isolats d’A. fumigatus : 

• La mutation TR34/L98H associée à la résistance aux azolés pour la première 

fois dans le Nord-Pas de Calais, dans 2 isolats environnementaux provenant 

du domicile de 2 patients différents,  

• La mutation H285Y associée à la résistance à l’ITZ dans un isolat 

environnemental, jamais décrite à ce jour,  

• La mutation A284T avec une CMI à l’ITZ élevée mais inférieure à 2 mg/l, donc 

non considérée comme résistante d’après l’EUCAST, dans 3 isolats cliniques 

provenant du même patient, déjà décrite par Bueid et al. (141), 

• Les profils de mutations F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K et F46Y, 

M172V, E427K associées ou non à la résistance aux azolés dans la littérature 

(145,10,112). Dans notre étude, un des isolats mutés F46Y, M172V, N248T, 

D255E, E427K présente une CMI>2mg/l pour l’ITZ et est donc associée à une 

résistance à cet antifongique, 

• Un isolat clinique ne présentant pas de mutation du gène cyp51A très 

résistant à l’ITZ (CMI>32mg/l) et à tous les azolés ce qui suggère un 

mécanisme alternatif de résistance aux antifongiques azolés, 

• Les mutations silencieuses G1696A et C1562T non associées à une 

résistance aux azolés et jamais décrites. 
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Nous rapportons la présence de la mutation TR34/L98H dans l’environnement 

domestique de 2 patients BPCO, soit une prévalence de 5,6%. Cette mutation est 

caractérisée par un potentiel de propagation important, qui a initialement été décrite 

au Pays-Bas (116) et qui est actuellement fréquemment rapportée dans d’autre pays 

d’Europe et dans le monde, aussi bien dans des isolats cliniques 

qu’environnementaux. Elle serait liée à l’utilisation de fongicides azolés en 

agriculture. Notre étude confirme l’origine environnementale de la résistance car elle 

a été détectée dans 2 isolats environnementaux. En France, cette mutation a déjà 

été décrite dans l’environnement d’un patient d’hématologie, à partir d’un échantillon 

de sol (146). En Europe, la présence de cette mutation dans des isolats 

environnementaux provenant d’échantillons de sols prélevés dans l’environnement 

extérieur des hôpitaux a été rapportée en Belgique (116), en Italie (167) mais 

également aux Pays-Bas et au Danemark avec respectivement 12% (6/49) et 11% 

(4/38) d’échantillons de sols contenant des isolats d’A. fumigatus présentant cette 

mutation (13,166). En Inde, Chowdhary et al. rapportent une prévalence d’isolats 

environnementaux présentant la mutation TR34/L98H de 7% (44/630) à partir 

d’échantillons de sols prélevés dans l’environnement extérieur des hôpitaux (147). 

Dans notre étude, nous rapportons une prévalence de la mutation TR34/L98H en 

fonction des capteurs à poussières positifs en culture à A. fumigatus de 13,3%, 

comparable aux données européennes mais s’il s’agit de la première description 

d’isolats présentant cette mutation dans l’environnement domestique, et non en 

milieu extérieur. Les 2 patients présentant cet isolat muté dans leur environnement 

domestique habitent dans 2 villes distinctes de la métropole lilloise. Alors que Rocchi 

et al. avaient retrouvé cette mutation chez un patient agriculteur ayant bénéficié 

d’une allogreffe de moelle pour anémie aplasique sévère, qui utilisait des fongicides 

et dans un environnement agricole (le lien génétique entre les 2 isolats cliniques et 

environnementaux n’avait pas été établi) (146), nous détectons cette mutation dans 

un environnement urbain, ce qui suggère que l’exposition à la résistance aux azolés 

et à cette mutation TR34/L98H ne se limite pas à l’environnement rural où sont 

utilisés les fongicides, mais que les spores aspergillaires abondantes dans 

l’environnement étant capables de disséminer, tous les environnements sont donc 

concernés. 

Aucun isolat clinique présentant la mutation TR34/L98H n’a été rapporté, ce qui peut 

s’expliquer par le faible nombre de patients ayant présenté des isolats cliniques d’A. 

fumigatus dans notre cohorte (11 patients). En France, cette mutation avait déjà été 
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décrite dans des isolats cliniques de patients atteints de mucoviscidose dans des 

cohortes de 50 et 131 patients (130,140). Par contre, d’autres mutations associées 

ou non à une résistance aux azolés (A284T et F46Y, M172V, N248T, D255E, 

E427K) et un isolat non muté, résistant aux azolés ont été rapportés dans les isolats 

cliniques de cette étude. Elles seront développées plus loin. 

La détermination des CMI nous a permis de confirmer l’association entre la mutation 

TR34/L98H et une multirésistance aux azolés, avec une résistance à l’ITZ et au POS 

(CMI> 2 et 0,25 mg/l, respectivement), et une CMI élevée pour le VOR, qui reste 

cependant inférieure à la CMI limite de 2 mg/l définie par l’EUCAST. Les 2 patients 

pour lesquels les isolats TR34/L98H ont été retrouvés ne sont ni colonisés ni 

sensibilisés par A. fumigatus. Ainsi, aucun impact de l’exposition à des isolats 

environnementaux résistants aux azolés n’a pu être mis en évidence chez ces 

patients. Mais, alors que les cas d’API causés par un A. fumigatus résistant avec la 

mutation TR34/L98H rapportés à ce jour concernent uniquement des patients 

d’hématologie, transplantés ou atteint de cancers (105,168,169,146), nos données 

indiquent que l’émergence de pathologies aspergillaires causées par des isolats 

résistants pourrait concerner d’autres populations, notamment les patients atteints de 

BPCO.  

Il est intéressant de noter que dans l’environnement des 2 patients pour lesquels des 

isolats TR34/L98H ont été identifiés, d’autres profils de mutations coexistent : la 

mutation TR34/L98H est associée aux 5 mutations F46Y, M172V, N248T, D255E, 

E427K dans l’environnement du patient n°7 et à la m utation H285Y dans 

l’environnement du patient n°22. De même, des génot ypes cyp51A différents ont été 

retrouvés pour les capteurs d’autres patients (patients n°2 et 30) et dans des 

expectorations (exemple : présence d’isolats A284T et d’isolats non mutés pour le 

patient n°41). La présence d’isolats d’ A. fumigatus génétiquement différents dans un 

même prélèvement a déjà été rapportée notamment chez des patients atteints de 

mucoviscidose fréquemment colonisés par A. fumigatus (170). Nos données, qui 

confirment la coexistence d’isolats sensibles et résistants aux azolés, indiquent que 

les méthodes habituellement utilisées en routine ne sont pas adaptées car la 

sensibilité d’A. fumigatus aux antifongiques est généralement déterminée à partir 

d’une colonie. Ainsi, la nécessité d’une détermination des CMI à partir de plusieurs 

colonies ou une recherche d’isolats résistants par ensemencement direct des 

prélèvements ou à partir de plusieurs colonies sur un milieu contenant de l’ITZ a 

récemment été suggérée par Denning et Bowyer (156). Cette dernière méthode a 
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montré son intérêt dans notre étude, au cours de laquelle 2 isolats résistants à l’ITZ 

ont été obtenus après ensemencement direct du capteur à poussières ou de 

l’expectoration sur milieu Sabouraud additionné d’ITZ à 4mg/l (milieu ITZ), car plus 

de 10 colonies avaient été obtenues en culture (isolat environnemental TR34/L98H 

du patient n°22 et isolat clinique WT du patient n° 34). Par ailleurs, des CMI élevés à 

l’ITZ pour les 7 isolats poussant sur milieu ITZ ont confirmé la validité de ce milieu 

pour la sélection d’isolats résistants.  

Nous décrivons pour la première fois la mutation H285Y, associée à une résistance 

isolée à l’ITZ (CMI à 8 mg/l), qui semble être d’origine environnementale puisque 

l’isolat d’A. fumigatus provenaient d’un capteur à poussières. Une modélisation 

protéique est en cours, en collaboration avec le Dr R. Wintjens (Université Libre de 

Bruxelles) afin de localiser la mutation par rapport au site actif de l’enzyme CYP51A.  

Dans les isolats cliniques, nous avons retrouvé des mutations déjà rapportées dans 

littérature : la mutation A284T et les mutations F46Y, M172V, N248T, D255E, 

E427K. La mutation A284T est associée à une CMI élevée à l’ITZ (1,5 à 2 mg/L), 

mais qui reste inférieure au seuil de 2 mg/L défini par l’EUCAST. Dans la littérature, 

elle a été rapportée par Bueid et al. et est associée à une réduction de la sensibilité à 

l’ITZ, au VOR et au POS, mais les CMI ne sont pas précisées (141). Malgré 

l’isolement de ces souches à partir de prélèvements cliniques, et bien qu’aucun isolat 

environnemental portant ces mutations n’ait été retrouvé dans notre étude, l’origine 

des mutations identifiées est probablement environnementale car les patients inclus 

dans notre étude sont « naïfs » (non exposés aux antifongiques azolés). Par ailleurs, 

le profil de mutations F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K a déjà été retrouvé dans 

un isolat environnemental par Snelders et al. (112). 

Nous décrivons également un isolat clinique ne présentant pas de mutation du gène 

cyp51A résistant aux antifongiques azolés avec des CMI très élevées. Ce type 

d’isolats a déjà été décrit dans de nombreuses études (10,112,141). La résistance 

serait alors liée à l’existence de mécanismes alternatifs tels que la surexpression des 

pompes à efflux (122) ou la surexpression du gène cyp51B (123). Des investigations 

supplémentaires sur cet isolat pourraient être envisagées afin d’identifier les 

mécanismes impliqués. 

Dans notre cohorte de patients, la présence d’isolats cliniques et environnementaux 

n’a pu être mise en évidence que pour 3 patients, les patients n°2, 18 et 39. Une 

mutation silencieuse du gène cyp51A a été retrouvée dans un isolat environnemental 
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chez le patient n°2. Tous les autres isolats ne pré sentaient pas de mutation. 

L’absence d’isolats mutés dans le prélèvement clinique pour le patient n°2 est en 

faveur d’une absence de corrélation entre les isolats cliniques et environnementaux. 

Cependant, l’analyse de la relation entre exposition et colonisation nécessiterait une 

analyse génotypique plus fine par exemple par microsatellite (171).  

Au total, nous décrivons de nombreux profils de mutations au sein d’isolats cliniques 

et environnementaux de patients atteints de BPCO, mais nous n’avons pas pu mettre 

en évidence de circulation entre les réservoirs cliniques et environnementaux car 

aucune mutation n’est retrouvée à la fois dans l’environnement et dans le 

prélèvement clinique du patient. 

Détection directe de la mutation TR34/L98H 

Dans notre étude, l’utilisation de qPCR pour détecter directement la mutation 

TR34/L98H a permis de valider cette approche pour la détection de cette mutation à 

partir d’isolats. Mais la détection directe à partir du liquide de rinçage des capteurs à 

poussières a montré un intérêt limité puisque les capteurs n°7 et 22 étaient négatifs 

alors qu’ils présentaient en culture chacun un isolat muté TR34/L98H. Comme 

mentionné précédemment, l’absence de corrélation culture/qPCR a déjà été 

rapportée par d’autres auteurs (160). Pourtant dans la littérature, la détection directe 

des mutations du gène cyp51A par qPCR a déjà montré son intérêt à partir de 

prélèvements cliniques tels qu’une biopsie de cerveau dont l’examen direct était 

positif avec présence de filaments mycéliens (détection par une qPCR ciblant la 

mutation TR34/L98H) (131), ou un LBA avec un index galactomannane supérieur à 1 

(détection par une qPCR multiplex ciblant les mutations TR34/L98H, T289A et 

Y121F) (172). 

Dans notre étude, l’absence de détection de l’ADN d’isolats TR34/L98H à partir des 

capteurs à poussières résulte probablement de charges fongiques faibles, et d’une 

sensibilité insuffisante de la qPCR liée notamment à la présence d’une seule copie 

du gène cyp51A dans le génome d’A. fumigatus, qui a déjà été rapportée 

précédemment (157). L’ajout d’une amplification préalable, qui a été utilisée par 

d’autres auteurs (173), pourrait être envisagé pour améliorer les performances de 

notre méthode, qui pourrait alors être appliquée à la détection de la mutation 

TR34/L98H à la fois à partir d’isolats d’A. fumigatus résistants aux azolés et de 

prélèvements cliniques ou environnementaux.  
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CONCLUSION 

Cette étude prospective chez 41 patients atteints de BPCO hospitalisés pour une 

exacerbation montre une prévalence élevée de colonisation par A. fumigatus, de 

38,5%, mais aucun lien avec l’exposition environnementale domestique aux 

moisissures ou à A. fumigatus, mesurée par culture ou par qPCR, n’a pu être mis en 

évidence. La caractérisation du gène cyp51A au sein des isolats cliniques et 

environnementaux d’A. fumigatus a permis de mettre en évidence des profils de 

mutations déjà décrits associés ou non à une résistance au azolés, tels que le profil 

de mutations F46Y, M172V, N248T, D255E, E427K dans les réservoirs cliniques et 

environnementaux, la mutation TR34/L98H décrite pour la première fois dans 

l’environnement de patients BPCO du Nord-Pas de Calais, ce qui confirme son 

origine environnementale, et la mutation A284T dans un prélèvement clinique. La 

mutation H285Y associée à la résistance aux azolés jamais décrite à ce jour a été 

découverte dans l’environnement d’un patient. Bien que nous n’ayons pas mis en 

évidence de circulation de ces isolats mutés entre les réservoirs cliniques et 

environnementaux, notre étude qui montre pour la première fois la présence d’isolats 

mutés, résistants aux azolés, dans un environnement intérieur, indique que 

l’exposition domestique aux moisissures pourrait jouer un rôle dans l’émergence 

d’isolats résistants chez les patients susceptibles, tels que les patients atteints de 

pathologies respiratoires chroniques (BPCO, mucoviscidose, asthme,etc.), mais 

également les patients immunodéprimés à risque d’aspergillose invasive.  

Par ailleurs, la coexistence d’isolats d’A. fumigatus sensibles et résistants aux azolés 

au sein des prélèvements cliniques ou environnementaux montre la nécessité d’une 

détermination de la sensibilité aux antifongiques sur plusieurs colonies en routine. 

L’utilisation d’outils simples de dépistage de la résistance aux azolés tels qu’une 

sélection sur milieu Sabouraud additionné d’itraconazole pourrait également être 

envisagée, soit à partir des colonies, soit directement à partir des prélèvements. 

Enfin, la caractérisation moléculaire des isolats pourrait être effectuée par détection 

directe de la mutation TR34/L98H par qPCR, qui a montré de bons résultats sur les 

isolats. La détection directe de cette mutation à partir de prélèvements cliniques ou 

environnementaux pourrait également être envisagée, mais les données 

préliminaires obtenues dans notre étude n’ont pas permis de valider cet outil pour le 

moment. De meilleures performances pourraient être obtenues par l’ajout d’une 

étape préliminaire d’amplification (avant la PCR en temps réel), qui permettrait 
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d’améliorer la sensibilité de la qPCR, et l’utilisation de prélèvements plus riches en 

ADN aspergillaire (tels que biopsies, LBA ou expectorations avec examen 

microscopique positif).  

Une partie de ce travail a déjà été valorisée sous forme d'une communication orale à 

l'ECCMID (European Congress of Clinical Microbiology and Infectious Diseases) en 

mai 2014 (cf. Annexe 5). L’objectif de recrutement étant de 90 patients, l’étude est 

toujours en cours. L’analyse finale des données cliniques, biologiques, 

épidémiologiques et environnementales collectées à l’inclusion et à la visite de fin 

d’étude chez ces patients devrait permettre d’identifier les facteurs de risques de 

colonisation par A. fumigatus liés au patient, mais également à l’habitat (humidité par 

exemple), et d’évaluer son impact sur l’évolution de la fonction respiratoire. La 

caractérisation phénotypique et génotypique des nouveaux isolats cliniques et 

environnementaux d’A. fumigatus pourrait permettre de mettre en évidence de 

nouvelles mutations et apporter de nouvelles données sur la circulation entre les 

réservoirs cliniques et environnementaux.  
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ANNEXES 

Annexe 1 
Évaluation des symptômes de la BPCO :  

 Score CAT ( COPD Assessment Test ) 

 

Echelle de dyspnée modifiée mMRC ( modified Medical Research Council ) 

 
Stade 0 : je suis essoufflé uniquement pour un effort important 

Stade 1 :  je suis essoufflé quand je me dépêche à plat ou quand je monte une 
pente légère 

Stade 2 : je marche moins vite que les gens de mon âge à plat ou je dois 
m’arrêter quand je marche à mon pas à plat 

Stade 3 : je m’arrête pour respirer après 90 mètres ou après quelques minutes 
à plat 

Stade 4 : je suis trop essoufflé pour quitter ma maison ou je suis essoufflé rien 
qu’à m’habiller 
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Annexe 2  
 

Préparation du milieu de Sabouraud additionné d’itr aconazole à 4 mg/l 
(Milieu ITZ) 

 
 
Pour 250 ml : 
 
Solution d’itraconazole dans le DMSO : 
Préparer une solution contenant 1 mg d’itraconazole dans 1 ml de DMSO 
 
Milieu de Sabouraud : 
Dans une bouteille en verre de 250 ml, mettre : 

• Glucose : 5 g 

• Peptone : 2,5 g 

• Agar : 3,75 g 

• Eau : 250 ml 

pH final = 6 

- Autoclaver 10 min à 110-120°C 

- Laisser refroidir 

- Ajouter dans le milieu tiède ou froid la solution d’itraconazole 

- Agiter 

- Distribuer dans des boîtes de Pétri (20 ml par boîte)
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Annexe 3 
 

Position des amorces pour la PCR CYP51A (3 couples CYP51A-1, CYP51A-2, 
CYP51A-3), la qPCR TR34 (TR-F et TR-R) et la qPCR L 98H (L98-F et L98-R) et 

des sondes de la qPCR L98H (L98 WT et L98H) sur le gène cyp51A 
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Annexe 4 
Caractéristiques des patients à l’inclusion 
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ge

 

Recherche d' A. 
fumigatus dans les 

expectorations 

Recherche 
d'anticorps anti- A. 

fumigatus  

S
ta

tu
t  

   
   

  Capteur à poussières 

Culture qPCR 

Culture qPCR ELISA Ouchterlony 
Nombre 
total de 
colonies 

Nombre de 
colonies 

d'A. 
fumigatus  

qPCR 
panfongique 

(Eq. 
spores/ml) 

qPCR 
Aspergillus 

(Eq. 
spores/ml) 

qPCR A. 
fumigatus 

(fg/µl) 

1 24/08/11 M Marquette lez Lille 63 Négative Négative 0 0 NC/NS 25 2 2,77E+05 5,00E+03 11,19 

2 06/09/11 M Templeuve 68 
Positive (3 
colonies) Négative 25 4 C/S 39 6 

1,54E+05 1,94E+03 
15,98 

3 02/12/11 M Hellemmes 65 Négative Négative 0 0 NC/NS 35 0 1,23E+05 1,90E+04 6,36 

4 06/12/11 M Lille 47 Négative Négative 2 2 S 25 0 3,11E+05 1,44E+04 3,13 

5 30/12/11 F Lille 48 Négative Négative 0 0 NC/NS 9 1 9,66E+04 1,79E+04 6,61 

6 18/06/12 M  Haubourdin 66 Négative NR 0 0 NC/NS Non reçu 

7 27/03/12 M Faches-Thumesnil 73 Négative Négative 1 0 NC/NS 101 2 3,02E+05 7,28E+03 9,02 

8 27/04/12 F Haubourdin 54 Négative Négative 0 0 NC/NS 6 0 5,27E+04 3,79E+03 4,27 

9 10/07/12 F Lille 57 Négative Positive 32 0 C 88 11 1,31E+06 2,43E+04 19,20 

10 10/07/12 M Ronchin 59 Négative NR 37 1 S 68 0 7,65E+04 1,27E+03 27,12 

11 28/08/12 M Lille 62 Non expectorant 0 0 NC/NS 15 0 2,85E+05 7,00E+03 11,13 

12 28/08/12 M Mons-en-Baroeul 60 Négative Négative 0 0 NC/NS 22 2 2,30E+05 1,17E+04 11,07 

14 29/10/12 F Ronchin 71 Négative Négative 0 0 NC/NS Non reçu 

15 26/11/12 M Wattignies 72 Négative Négative 0 0 NC/NS 17 0 8,07E+05 1,47E+04 0,00 

16 27/11/12 M Bachy 58 Négative Négative 0 1 NC/NS Non reçu 

17 10/12/12 M Faches-Thumesnil 60 Négative Positive 31 3 C/S 7 0 6,19E+04 2,35E+03 7,78 

18 08/01/13 M Lille 69 
Positive (1 

colonie) Positive 1 1 C/S 4 3 
8,59E+04 1,64E+04 

98,89 

19 16/01/13 F Lille 52 Négative Négative 35 4 (cat+) S 20 13 2,26E+05 2,44E+03 2,77 

20 29/01/13 M Carvin 72 Négative Positive 0 0 C 4 0 1,45E+05 9,77E+03 5,81 

21 26/02/13 F Allennes les marais 59 
Positive (3 
colonies) Positive >80 5 C/S 4 0 

2,47E+04 1,35E+03 
4,31 
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Capteur à poussières  

Culture  qPCR 

Culture qPCR ELISA Ouchterlony 
Nombre 
total de 
colonies 

Nombre de 
colonies 

d'A. 
fumigatus  

qPCR 
panfongique 

(Eq. 
spores/ml) 

qPCR 
Aspergillus 

(Eq. 
spores/ml) 

qPCR A. 
fumigatus 

(fg/µl) 

22 25/03/13 M Marcq-en-Barœul 58 Négative Négative 0 0 NC/NS 42 19 4,52E+04 5,90E+02 4,26 

23 27/03/13 M Lille 63 Négative Positive 9 1 C/S 1 0 7,44E+04 4,90E+02 0,00 

24 03/04/13 M Lille 67 
Positive (6 
colonies) Négative 0 0 C 10 0 

6,43E+04 2,53E+03 
6,69 

25 30/04/13 M Villeneuve-d'Ascq 55 Négative Négative 0 0 NC/NS 11 0 5,99E+05 8,30E+03 11,11 

26 22/05/13 M Wambrechies 64 Négative Positive 22 8 C/S 38 0 5,38E+05 7,80E+02 11,12 

27 22/05/13 M Salome 69 Négative Négative 16 1 S 32 3 3,47E+05 7,80E+02 19,60 

28 22/05/13 M Mons-en-Baroeul 80 Négative Négative 0 0 NC/NS 4 0 9,58E+04 3,80E+02 3,28 

29 22/05/13 M Lille 51 Négative NR 0 0 NC/NS 26 0 2,71E+05 6,20E+02 2,77 

30 28/05/13 M Villeneuve-d'Ascq 56 Négative Négative 0 0 NC/NS 23 2 1,99E+05 1,42E+03 7,93 

31 28/05/13 M Loos 67 Négative Négative 73 2 S 15 1 2,77E+05 4,30E+03 2,56 

32 28/05/13 M Ronchin 63 Non expectorant 1 1 S 36 0 1,20E+06 4,53E+03 17,89 

33 11/06/13 F Lille 83 Négative Négative 0 0 NC/NS 33 2 2,79E+05 2,89E+03 13,49 

34 23/07/13 M Lille 58 
Positive (20 

colonies) Positive 0 0 C 27 0 
1,31E+06 1,18E+04 

12,81 

35 29/01/14 F Villeneuve-d'Ascq 77 Négative Positive 0 0 C Non reçu 

36 11/02/14 M Wavrin 46 Négative Négative 0 0 NC/NS 13  0 1,01E+05 8,75E+02 8,17 

37 11/03/14 F Haubourdin 55 Négative Négative 0 0 NC/NS 10 0 1,07E+05 6,36E+03 23,12 

38 17/03/14 M Ronchin 78 Négative Négative 0 1 NC/NS Non reçu 

39 25/03/14 F Lille 86 Négative Positive 0 0 C 12 3 1,28E+05 3,85E+02 17,89 

40 28/03/14 M Lille 77 Négative Positive 0 0 C 15 3 5,19E+05 4,51E+03 25,17 

41 23/04/14 M Marquillies 66 
Positive (5 
colonies) Positive 13 0 C/S 10 0 

1,02E+06 6,53E+03 
18,36 

42 29/07/14 M Hellemmes 63 
Positive (3 
colonies) Positive 0 0 C 159 0   

 
Statut : C : colonisé, S : sensibilisé, C/S : colon isé et sensibilisé, NC/NS : non colonisé et non sen sibilisé
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Annexe 5 
Résumé de la communication orale présentée à l’ECCM ID (mai 2014) 

 
Circulation of moulds between clinical and environm ental reservoirs in a COPD 
patient population: emergence of Aspergillus fumigatus  azole-resistance in the North 
of France 
Dauchy C1, Standaert-Vitse A 2,3, Le Rouzic O4,5, Nseir S6, Dei-Cas E1,2, Aliouat EM2,3, Fry 
S4, Fréalle E1,2 
1. Laboratoire de Parasitologie-Mycologie, CHRU de Lille & Faculté de Médecine de Lille, Univ. Lille Nord de 
France, Lille, France 
2. Institut Pasteur de Lille, Centre d’Infection et d’Immunité de Lille (CIIL), INSERM U1019, CNRS UMR 8204, 
Univ. Lille Nord de France, Lille, France 
3. Laboratoire de Parasitologie, Faculté de Pharmacie de Lille, France 
4. Clinique des Maladies Respiratoires, CHRU de Lille, France 
5. Institut Pasteur de Lille, Centre d’Infection et d’Immunité de Lille (CIIL), INSERM U1019, CNRS UMR 8024, 
Université Lille Nord de France, Lille, France  
6. Pôle de Réanimation, CHRU de Lille, France 
 
 
Background: The emergence of azole resistance in Aspergillus fumigatus has been reported 
in azole-exposed patients, but also in azole-naïve patients and in the environment, 
suggesting both long-term azole therapy and the use of azole fungicides in agriculture could 
be involved in drug resistance emergence. The main resistance mechanism implicates point 
mutations in the 14α-sterol demethylase gene (cyp51A) and/or increased cyp51A expression 
due to a tandem repeat (TR) promoter alteration. In this study, Aspergillus colonization 
prevalence and domestic mould exposure level were determined in an azole-naïve COPD 
patient population. A. fumigatus clinical and environmental isolates were characterized by 
cyp51A sequencing in order to clarify the circulation of A. fumigatus mutated isolates 
between clinical and environmental reservoirs. 

Methods: Sputa from 33 COPD patients that were admitted to the Pneumology Department 
of Lille University Hospital (France) were prospectively collected from August 2011 to July 
2013 for fungal detection by culture and Aspergillus qPCR. For each patient, domestic mould 
exposure level was determined by culture (colony counting) using an electrostatic dust fall 
collector (EDC) that had been exposed for 10 weeks in the patient’s bedroom. Clinical and 
environmental samples were further cultured on itraconazole-containing Sabouraud agar 
medium for azole-resistant isolates selection when more than 10 A. fumigatus isolates were 
detected. Detection of cyp51A alterations was performed by cyp51A sequencing for all A. 
fumigatus clinical and environmental isolates.  

Results: The inclusion of 33 COPD patients yielded 31 sputa and 29 EDCs. Aspergillus 
colonization was detected in 10 patients (32.2%) by culture and/or qPCR. Mould level in 
EDCs varied from 1 to 101 colonies. A. fumigatus was detected in 12 EDCs (41.4%) (1 to 19 
colonies) from 1 A. fumigatus colonized patient, 1 Aspergillus qPCR positive patient and 10 
non-colonized patients. Cyp51A sequencing in 25 A. fumigatus clinical and 34 environmental 
isolates revealed the presence of F46Y/M172V/N248T/D255E/E427K mutated isolates in 3 
clinical isolates from 2 patients. TR34/L98H mutation was detected in 2 out of 34 
environmental isolates (5.9%) from 2 different patients, yielding a 6.9% prevalence of 
TR34/L98H A. fumigatus isolates in patient’s homes and a 16.7% prevalence in A. fumigatus 
culture positive EDCs. In both TR34/L98H A. fumigatus positive EDCs, another mutated 
isolate was detected, one exhibiting the F46Y/M172V/N248T/D255E/E427K mutation and the 
other one a H285Y mutation.  

Conclusion: This is the first report of TR34/L98H A. fumigatus isolates in the North of France. 
The detection of cyp51A mutated isolates in environmental samples supports the role of 
agricultural azoles in the emergence azole-resistance. 
 
Keywords: COPD, mould environmental exposure, azole-resistance 
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