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CONTEXTE DE L’ETUDE 

Le littoral est un lieu où s’exercent de fortes activités urbaines, agricoles, économiques et touristiques. 

De ces activités, découle une forte pression sur le milieu qui fragilise ces espaces où les activités 

humaines sont très variées (conchyliculture, pêche récréative et baignade). 

La rédution de la contamination du milieu littoral par des microorganismes potentiellement pathogènes 

pour l’Homme est un enjeu sanitaire majeur pour la pérennité de certains usages littoraux tels que la 

conchyliculture, la pêche à pied ou la baignade. 

Les rejets urbains et agricoles chargés en microorganismes d’origine fécale sont susceptibles de 

contenir des bactéries potentiellement pathogènes pour l’Homme tels que les Salmonella spp., les 

Campylobacter spp., les Listeria spp., ainsi que des Escherichia coli pathogènes (tels que les E. coli 

producteurs de Shiga-toxines, STEC). Via les rivières, ces bactéries pathogènes peuvent se retrouver 

en zone littorale et contaminer l’eau de mer et les coquillages filtreurs et fouisseurs qui s’y trouvent 

(Wilson et al., 1996, Pommepuy et al., 2004, Westrell et al., 2010).  

Les coquillages contaminés sont parfois impliqués dans des Toxi-Infections Alimentaires Collectives 

(TIAC). En France, entre 1996 et 2010, parmis les 11 261 TIAC déclarées, 5 % ont été attibuées à la 

consommation de coquillages contaminés. Les salmonelles ont été mises en cause dans 8 % des TIAC 

liées aux coquillages, les autres cas étant liés à la présence de norovirus (54 %) (virus entériques), 

Staphylococcus aureus (4 %), Vibrio parahaemolyticus (3 %) (bactérie marine), Clostridium 

perfringens (1 %) ou à la présence de toxines et pour 17 % des cas l’agent en cause n’a pas été 

identifié (Vaillant et al., 2012). 

Actuellement en France, très peu d’études sur la présence de bactéries pathogènes dans 

l’environnement littoral ont été décrites en dehors de la déclaration obligatoire des TIAC liées à la 

consommation de coquillages. 

Le Laboratoire Santé Environnement et Microbiologie (LSEM), au sein duquel cette thèse a été 

réalisée, est rattaché au département Ressource Biologie et Environnement (RBE) et à l’unité Santé 

Génétique et Microbiologie des Mollusques (SG2M), situé sur le site Ifremer de Plouzané (Finistère). 

Il s’emploie à étudier la présence des pathogènes humains (virus et bactéries) dans les coquillages 

destinés à la consommation humaine. Le laboratoire étudie également les paramètres 

environnementaux favorisant les contaminations et travaille sur l’identification de l’origine des 

sources de contamination par l’utilisation de marqueur de contamination fécale (marqueurs 

Bacteroidales). 
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Ce travail de thèse a été initié dans le cadre du projet de recherche Riskmanche (Interreg IVA, 

Septembre 2012 à Mars 2015), dont l’objectif principal était d'acquérir plus de connaissances sur la 

présence et la diversité de microorganismes potentiellement pathogènes (virus entériques, bactéries 

entériques et bactéries marines) dans des coquillages et dans des eaux du littoral français et du littoral 

anglais et sur le risque sanitaire potentiel asssocié à la présence de ces microorganismes dans 

l’environnement côtier. 

Dans le cadre de ce projet, mon travail de thèse a reposé essentiellement sur la recherche et la 

caractérisation de souches de E. coli pathogènes de type STEC et de E. coli entéropathogènes (EPEC) 

responsables de pathologies digestives (diarrhées aqueuses et colites hémorragiques) ou extra-

digestives (Syndrome Hémolytique et Urémique et Purpura Thrombotique Thrombocytopénique). 

Naturellement présent au niveau du tube digestif des bovins mais également d’autres animaux à sang 

chaud, les STEC se retrouvent facilement dans les déjections animales, dans les fumiers, les pâturages, 

les rivières et les eaux usées urbaines et agricoles. Les EPEC sont préférentiellement retrouvés au 

niveau du tube digestif de l’Homme mais ils sont aussi détectés au niveau des animaux et sont 

véhiculés par les eaux usées urbaines, agricoles et environnementales. Situé en aval des zones urbaines 

et agricoles, le littoral est le réceptable de nombreuses sources potentielles de contamination pouvant 

conduire les STEC et les EPEC jusqu’aux coquillages. 

Une première étude effectuée de 2002 à 2004, au laboratoire LSEM, avait mis en évidence la présence 

de STEC dans des coquillages du littoral français (huîtres, moules et coques) (Gourmelon et al., 2006) 

mais l’effet des apports potentiels de contamination par les bassins versants n’avaient pas été pris en 

compte et aucune caractérisation approfondie des souches isolées n’avait été faite afin d’évaluer leur 

pouvoir pathogène. 

En ce qui concerne les EPEC, aucune étude, à notre connaissance, ne s’est encore intéressée à leur 

présence au niveau de l’environnement littoral. 

Ces aspects ont été pris en compte dans les actions de recherche menées lors de cette thèse : 

L’objectif principal de ce travail était d’évaluer la présence et la diversité des STEC et des EPEC dans 

l’environnement littoral et les bassins versants en amont, sur une période d’étude donnée, en prenant 

en considération les données environnementales à différentes périodes de l'année et les données liées 

aux activités en amont. Pour cela, trois questions ont été posées : 

• les STEC et les EPEC sont-ils présents au niveau des compartiments qui constituent 

l’environnement littoral : coquillages, sédiment, eau de mer et eaux douces présentes au 

niveau des bassins versants ? 
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• et si présents, quels types de STEC et de EPEC sont présents au niveau de l’environnement 

littoral et sont-ils proches de ceux retrouvés en santé humaine ? 

Enfin, 

• les STEC se comportent-ils de la même manière que les E. coli utilisés comme indicateur de 

contamination fécale dans l’environnement littoral? 

Pour répondre à ces questions, trois zones de production conchylicole françaises ont été étudiées 

mensuellement pendant deux ans. Les souches STEC et EPEC isolées au cours de cette étude ont été 

caractérisées à l’aide de plusieurs approches culturales, immunologiques et moléculaires. Enfin, des 

expérimentations en microcosmes d’eau de mer ont été mises en place pour étudier le comportement 

de souches STEC au niveau de coquillages. 

Afin de comprendre les approches expérimentales mises en place pour répondre aux questions posées 

dans ce travail, la première partie de ce rapport se propose de définir ce que sont les E. coli 

commensaux et pathogènes. La deuxième partie décrit, d’un point de vue épidémiologique, les E. coli 

pathogènes sélectionnés dans ce travail, à savoir les STEC et les EPEC. Enfin, la troisième partie 

s’emploie à définir la présence des E. coli dans l’environnement littoral. 
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I. ESCHERICHIA COLI  COMMENSAL ET PATHOGENE 

A. Généralités concernant l’espèce E. coli 

En 1885, l’allemand Theodor Escherich décrit pour la première fois la bactérie Escherichia coli, 

bactérie isolée à partir de selles de nourrissons, qu’il nomma tout d’abord Bacterium coli commune. 

Ce n’est que 70 ans plus tard que le nom de Escherichia coli (E. coli) est réellement retenu en 

hommage aux travaux de T. Escherich (Cowan et al., 1954). 

Le genre Escherichia fait partie de la famille des Enterobacteriaceae, appartenant à la classe des γ-

protéobactéries. En plus de l’espèce E. coli, il existe au sein du genre Escherichia cinq autres espèces : 

E. albertii, E. blattae, E. fergusonii, E. hermannii et E. vulneris. Chaque espèce présente des 

caractéristiques biochimiques spécifiques qui permettent de les différencier. Une bactérie du genre 

Escherichia est un bacille à coloration de Gram négative, aérobie-anaérobie facultatif (AAF), 

possédant une nitrate réductase et une catalase, dépourvue d’oxydase et non halophile. E. coli est une 

bactérie immobile ou mobile avec une structure flagellaire péritriche et non-sporulée. Sa température 

optimale de croissance est de 37°C. Bactérie non exigeante, elle est capable de croître sur des milieux 

ordinaires tels que le milieu TSA (trypticase-caséine-soja). E. coli est capable de fermenter le lactose 

et de produire de l’indole et possède différentes enzymes telles que la lysine décarboxylase (LDC), 

l’ornithine décarboxylase (ODC) et la β-glucuronidase (β-Glu). La majorité des souches fermente le 

sorbitol. La plupart des caractéristiques biochimiques sont partagées par l’ensemble des E. coli en 

dehors du sérotype O157 :H7 qui ne fermente pas le sorbitol, à l’exception de certains mutants qui ont 

la capacité de fermenter ce sucre (King et al., 2014) et qui sont dépourvus de l’activité β-Glu. Ces 

caractéristiques particulières sont utilisées pour sa recherche et son isolement dans l’environnement et 

l’alimentation (ISO 16654:2001). 

E. coli constitue une espèce bactérienne sous-dominante du microbiote aérobie-anaérobie facultatif 

intestinale de l'Homme et des animaux. Cette bactérie représente 80 à 90 % des coliformes 

thermotolérants ou coliformes fécaux (capables de fermenter le lactose à 44,5°C) qui constituent un 

sous-groupe des coliformes totaux. 

Enfin, l’espèce E. coli est une bactérie versatile qui comprend, à la fois, des bactéries commensales du 

tube digestif, des bactéries pathogènes et des bactéries adaptées à l’environnement (Tenaillon et al., 

2010). 
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B. Notion d’habitat primaire et d’habitat secondaire 

Habitat primaire 

E. coli appartient à la microflore commensale de l’Homme et de nombreux animaux. C’est une 

bactérie colonisatrice du tube digestif des animaux à sang chaud (carnivores, omnivores, herbivores et 

oiseaux) mais également des reptiles (Gordon et Cowling 2003). Le tractus digestif constitue son 

habitat primaire. Cette bactérie est présente principalement au niveau du colon et du cæcum à des 

concentrations environ > 106 UFC (Unité Formant Colonie)/ g de contenu intestinal (Ducluzeau et 

Raibaud 1985). E. coli se niche plus particulièrement dans le mucus recouvrant les cellules épithéliales 

de la paroi du tube digestif qui constitue une niche écologique propice à son développement de par ses 

conditions de température, d’humidité et de disponibilité en nutriment. La flore bactérienne intestinale 

aérobie-anaérobie facultative est représentée par E. coli à hauteur de 7,9 ± 0,5 log10 UFC/ g fèces chez 

l’Homme, de 6,9 ± 0,5 log10 UFC/ g de fèces chez les animaux d’élevages (volailles, porc, mouton, 

vache) et de 6,2 ± 0,8  log10 UFC/ g de fèces chez les animaux sauvages (sanglier, cerf, lapin) (Smati 

et al., 2015). 

Habitat secondaire 

E. coli est rejeté dans l’environnement via les fèces à une concentration d’environ 108 UFC/ g de fèces 

(Smati et al., 2015). Il se retrouve dans les eaux environnementales par le biais des effluents, tels que 

les eaux usées, les lisiers ou les fumiers des animaux d’élevage ou par les déjections des animaux 

d’élevage ou des animaux sauvages. 

L’environnement qui dans cette étude correspond à tout ce qui est à l’extérieur de l’hôte, constitue 

l’habitat secondaire des E. coli. Il est contrairement à l’habitat primaire plutôt défavorable à leur 

survie. Dans l’environnement, la bactérie E. coli est soumise à plusieurs types de pression, biotiques 

(prédation et compétition de flore) et abiotiques (lumière, température, oligotrophie et salinité) 

(Tableau 1). 

E. coli perd plus ou moins rapidement sa capacité à être cultivé sur milieu de culture et par 

conséquent, ne peut plus être détecté par les méthodes classiques de dénombrement des E. coli. Il 

évolue vers un état viable mais non-cultivable (VNC) (Darcan et al., 2009). Cependant, il peut 

conserver une certaine activité métabolique (Pommepuy et al., 1996). Dans des conditions favorables, 

il peut retrouver sa capacité à se multiplier (Li et al., 2014). 

 



25 
 

Tableau 1 : Principaux paramètres influençant la survie des bactéries dans l’environnement (d’après van Elsas et 

al., 2011 et Campos et al., 2013) 

Facteur   Description 

Biotique  

Prédation  Bactéries entériques exogènes utilisées comme source de nutriment par les 

populations indigènes 

Compétition Compétition pour l’accès aux nutriments avec des populations indigènes 

Oligotrophie Accessibilité aux sources en nutriment, sédimentation 

Abiotique  

Radiations solaires Dépendantes des saisons et de la zone géographique. Niveau de 

pénétration des rayons dans l’eau conditionné par les paramètres de 

diffusion et d’absorption du fluide 

Température Variation positive ou négative sur la survie de certains microorganismes. 

Dépendante des saisons 

Pluviométrie  Conditionne le taux d’humidité. Impacte les débits des rivières, conduit à 

la dilution des polluants drainés, participe à la remise en suspension de la 

matière organique 

Texture du sol Sableux, vaseux, sec, humide, dur ou mou 

pH Milieu acide dû au compostage, à la fermentation ou aux traitements 

chimiques 

Salinité Responsable du choc osmotique, surtout observé en eau de mer 

 

La population de E. coli dans l’habitat secondaire se renouvelle par les apports de bactéries provenant 

de l’habitat primaire. Une minorité de E. coli est capable de coloniser et de persister dans 

l’environnement hors de son hôte (Walk et al., 2007). Cette population de E. coli dite colonisatrice de 

l’environnement est qualifiée de population naturalisée (Ishii et al., 2006) ou de coliformes du 

microbiote environnemental (Walk et al., 2007) (Figure 1). Si cette population naturalisée s’établit 

dans le temps, elle devient une nouvelle communauté microbienne autochtone. 
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Figure 1 : Cycle de vie de E. coli (d’après Ishii et Sadowski 2008) 

Ce processus d’adaptation ou de naturalisation dans l’environnement secondaire a été observé au 

niveau de coliformes fécaux environnementaux avec l’identification de E. coli ayant développé la 

capacité à produire une capsule pour se protéger des agressions extérieures (Power et al., 2005). La 

présence importante de gènes associés au mécanisme de formation de biofilms dans des souches de E. 

coli environnementales versus les souches fécales suggère également une adaptation des souches de E. 

coli pour une meilleure survie dans l’environnement (Tymensen et al., 2015). De même, pour résister 

à la pression exercée par le manque d’eau dans certains sols et au choc osmotique provoqué par la 

présence de sel en eau de mer, les souches de E. coli ont développé une capacité à produire des solutés 

organiques type tréhalose pour résister à la dessiccation et à la salinité (Zhang et Van 2012).  

C. Organisation et dynamique du génome 

E. coli est l’espèce bactérienne la plus étudiée à ce jour. C’est au sein de cette espèce qu’il existe le 

plus de génomes disponibles, entièrement séquencés et annotés : environ 3 690 génomes de E. coli 

étaient disponibles dans GenBank, en Novembre 2015. E. coli K12 MG1655, dont le génome a été 

totalement séquencé en 1997 (Blattner et al., 1997) est la souche la plus étudiée.  

L’ensemble des gènes de l’espèce E. coli constitue le pan-génome de cette espèce bactérienne où 

actuellement plus de 18 000 gènes ont été répertoriés (van Elsas et al., 2011). Le nombre de gènes 

présent chez E. coli varie d’une souche à l’autre en fonction de l’acquisition ou de la délétion de 

certains gènes. Le pan-génome de E. coli se compose de trois parties (Figure 2) : 

• le core-génome ou le génome universel qui regroupe les gènes communs à toutes les 

souches, c’est la partie stable du génome. Le core-génome code les fonctions vitales de la 

cellule et il est considéré comme étant la colonne vertébrale de l’information génétique 
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nécessaire pour l’accomplissement des fonctions vitales de la cellule (Dobrindt 2005). Cette 

partie regroupe environ 2 000 gènes et représente environ 11 % du pan-génome de E. coli. 

 

• le génome unique regroupe les gènes spécifiques à une souche. C’est une partie variable, 

non commune à toutes les souches, qui code des protéines impliquées dans l’amélioration de 

la « fitness » de la bactérie (capacité d'ajuster son métabolisme en fonction des conditions 

environnementales, afin de survivre et de croître), dans des mécanismes de colonisation et 

d’adaptation de la bactérie aux différentes conditions environnementales rencontrées. Cette 

partie variable est considérée comme l’information génétique propre à chaque souche. Elle 

est composée pour une grande majorité de régions ORFs (Open Reading Frame) sans 

fonction évidente et est conditionnée par la présence d’éléments génétiques mobiles tels que 

les plasmides, les bactériophages ou les îlots de pathogénicité. Ces éléments sont intégrés 

dans le chromosome bactérien ou bien répliqués de manière indépendante grâce à la 

machinerie cellulaire (Dobrindt et al., 2010). Cette partie regroupe environ 63 % du pan-

génome. 

 

•  le génome périphérique ou volatil regroupe l’ensemble des gènes présents uniquement 

dans un sous-ensemble de souches. Cette partie est utilisée pour distinguer les souches entre 

elles et elle est notamment porteuse de l’information concernant les sérotypes. La fonction 

de la plupart des gènes dans cette catégorie est mal connue. Cette partie représente environ 

26 % du pan-génome. 

 

Figure 2 : Représentation de la composition du génome moyen de E. coli (d’après van Elsas et al., 2011). 

Le génome moyen de E. coli varie entre 4 500 et 5 900 kilopaires de base (Kpb) selon qu’il s’agisse 

d’une souche commensale ou d’une souche pathogène. Plus précisément, la comparaison de 61 

génomes de E. coli a montré que le nombre de gènes d’une souche pouvait varier de 4 087 pour le plus 

petit génome, correspondant à une souche commensale, à 5 429, correspondant à une souche 

pathogène de sérotype O157 :H7 (Lukjancenko et al., 2010) (Tableau 2). 
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Tableau 2 : Sélection de génomes séquencés de souches de E. coli commensaux et pathogènes. 

Souche E. coli Taille 

(Kpb) 

Nombre 

de gène 

Caractéristique Numéro 

d’accession 

Références 

BL21 (DE3) 4 557 4 087 E. coli commensal AM946981 Lukjancenko et al., 2010 

K12 MG1655 4 639 4 149 E. coli commensal U00096 Blattner et al., 1997 

ONT:H10 101-1 4 979 4 607 EAECa AAMK00000000 Rasko et al., 2008 

O6 :H31 5 215 4 704 ExPECb AAJU00000000 Rasko et al., 2008 

O104 :H4 5 270 5 092 Hybride EHECc-
EAEC : (épidémie 
Allemagne) 

CP003289 Ahmed et al., 2012 

O148 :H28 B7A 5 300 4 648 ETECd AAJT00000000 Rasko et al., 2008 

O103 :H2 E22 5 528 5 105 EPECe AAJV00000000 Rasko et al., 2008 

O157 :H7 Sakai 5 594 5 230 EHEC (épidémie 
Japon) 

BA000007 Hayashi et al., 2001 

O157 :H7 
EDL933 

5 620 5 312 EHEC  (épidémie 
Etats-Unis) 

AE005174 Perna et al., 2001 

O157 :H7 
EC4486 

5 933 5 429 EHEC ABHS00000000 Lukjancenko et al., 2010 

aEAEC : E. coli entéroagrégatif ; bExPEC : E. coli extra-intestinaux ; cEHEC : E. coli entérohémorragique ; 
dETEC : E. coli entérotoxinogène ; eEPEC : E. coli entéropathogène. 

Le séquençage de nouveaux génomes de E. coli permet de mettre en évidence de nouvelles séquences 

caractéristiques de E. coli pathogènes ou naturalisés très utiles pour une meilleure connaissance des 

différents profils que cette bactérie peut avoir. 

D. E. coli pathogène : définition des pathovars 

Les souches de E. coli pathogènes sont capables de se multiplier et de persister dans le tractus digestif 

de l’hôte en contournant les défenses immunitaires et d’induire des dommages cellulaires. L’étude des 

différents modes d’interactions entre l’hôte et la bactérie lors des infections permet de classer les 

souches de E. coli pathogènes en deux principaux pathotypes regroupant les pathogènes extra-

intestinaux (ExPEC), responsables d’infections urinaires, de méningites chez les nouveaux-nés ou de 

septicémies et les pathogènes intestinaux (InPEC) responsables de maladies entériques (Dobrindt et 

al., 2003, Dobrindt 2005, Kern Benaibout 2006). 

Au sein de ces pathotypes, il existe une classification basée sur le phénotype de virulence de chaque 

souche prenant en considération les facteurs de virulence, l’environnement colonisé, les 

caractéristiques d’invasion et les pathologies induites (Müller et al., 2007, Croxen et al., 2013). Cette 
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classification permet de classer les E. coli intestinaux en plusieurs variants pathogènes appelés 

« pathovars » : les E. coli entéropathogènes (EPEC), les E. coli entéroinvasifs (EIEC), les E. coli 

entéroagrégatifs (EAgg ou EAEC), les E. coli entérotoxinogènes (ETEC), les E. coli à adhésion 

diffuse (DAEC) et les E. coli entérohémorragiques (EHEC) (Tableau 3). 

E. coli peut devenir pathogène par l’acquisition, la délétion ou l’inactivation de certains éléments 

génétiques mobiles (transposon, phage, plasmide,…). A titre d’exemple, les STEC sont des E. coli 

ayant acquis, par un bactériophage, des gènes codant pour une toxine (la Shiga-toxine) (Figure 3). 

 

 

Figure 3 : Vue d’ensemble des phénomènes d’acquisition et de délétion de gènes chez E. coli appartenant aux 

différents pathovars (d’après Croxen et al., 2013). 
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Tableau 3 : Description des pathovars de E. coli 

Pathovars Hôtes Sites de 
colonisation 

Maladie Réservoirs et 
sources 

Traitements Adhésion Marqueurs 
génétiques 

Sérotypes ou 
sérogroupes 
majeurs 

Références 

EPECt 

E. coli 
entéropathogène 
typique 

Enfant < 5 
ans, adulte 

Intestin grêle Diarrhée aqueuse 
abondante 

Humain Réhydratation, 
antibiotique en 
cas de 
persistance des 
symptômes 

Attachement 
et effacement 

eae, bfp O55 :[H6]b, 
O86 :H34 , 
O111 :[H2], 
O114 :H2, 
O119 :[H6], 
O127 :H6, 
O142 :H6, 
O142 :H34 

Trabulsi et al., 2002, 
Afset et al., 2003, 
Chen et Frankel 
2005, Varela et al., 
2015 

EPECa 

E. coli 
entéropathogène 
atypique 

Humain, 
animal 

eae, absence de 
bfp 

O26 :[H11], 
O55 :[H7], 
O55 :H34, 
O86 :H8, 
O111 :[H8], 
O111 :[H9], 
O111 :H25, 
O119 :H2, 
O125 :H6, 
O128 :H2 

EHEC (STEC) 

E. coli 
entérohémorragi
que 

Adulte, 
enfant 

Iléon distal, 
colon 

Diarrhée 
aqueuse, colite 
hémorragique, 
SHU 

Humain, 
animal, 
aliment, eau 

Hydratation, 
traitement 
symptomatique 

Attachement 
et effacement a 

stx, eae 
(présence ou 
absence selon 
les souches) 

O26, O45, 
O103, O111, 
O121, O145, 
O157, O91 

Croxen et al., 2013, 
Beutin et Fach 2014 

EIEC/Shigella 

E. coli 

Enfant < 5 
ans, adulte, 

Colon Shigellose/dysen- 
terie bacillaire, 

Humain, 
animal, 

Réhydratation, 
antibiotique 

Absence 
(invasif) 

ipaH, ial, stx O28, O29, 
O112, O124, 
O136, O143, 

Van den Beld et 
Reubsaet 2012, 
Schroeder et Hilbi 
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entéroinvasif voyageurs, 

Patients 
immuno-
déprimé 

potentiel SHU aliment, eau O144, O152, 
O159, O164, 
O167 (HNM) 

2008 

EAEC 

E. coli 
entéroagrégatif 

Adulte Intestin grêle 
et/ou colon 

Diarrhée du 
voyageur, SHU 
(stx+) 

Aliment, 
Adulte 
occasionnelle
ment 

Réhydratation, 
antibiotique 

Formation en 
briques 
empilées et/ou 
invasif 

aggA, aggR, 
aap pic, pAA 

O3, O15, O44, 
O86, O77, 
O111, O127 

Huang et al., 2006, 
Harrington et al., 
2006, Johnson et 
Nolan 2009 

Enfant Diarrhée 
persistante 

Réhydratation, 
antibiotique, 
potentiel 
probiotique 

ETEC 

E. coli 
entérotoxinogène 

Patient 
immuno-
déprimé, 
enfant < 5 
ans, 
voyageurs 

Intestin grêle Diarrhée aqueuse 
et persistante 

Aliment, eau, 
humain, 
animal 

Fluoroquinolon
es, 
Réhydratation, 
antibiotique 

Facteur de 
colonisation 
(FC) 

CF, LT, STa O6, O8, O11, 
O15, O20, O25, 
O27, O78, 
O128, O148, 
O149, O159, 
O173 

Qadri et al., 2005 

DAEC 

E. coli à 
adhérence diffuse 

Enfant (cas 
plus sévères 
entre 18 
mois et 5 
ans), 

Intestin 
(localisation 
incertaine) 

Diarrhée aqueuse 
abondante 

inconnu Réhydratation Adhésion 
diffuse et/ou 
invasive 

Gène de 
l’opéron dra 
(Afa/Dr) 

O1, O4, O6, 
O17, O75, O77 

Servin 2014 

Adulte Peut contribuer 
au 
développement 
de la maladie de 
Crohn 
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AIEC 

E. coli à 
adhérence 
invasive 

Adulte et 
enfant 

Intestin grêle Maladie de 
Crohn 

inconnu Antibiotique, 
intervention 
chirurgicale 

Absence 
(invasif) 

Non identifié O2, O6 Nash et al., 2010 

a seulement pour les STEC LEE-positifs, pas pour les STEC LEE-négatifs 
b : antigène H parfois absent ou non exprimé 
SHU : Syndrome Hémolytique et Urémique 
eae : E. coli attaching and effacing 
bfp : bundle-forming pilus 
stx : shiga-toxin 
ipaH : invasion plasmid antigen H 
ial: invasion-associated locus 
aggA, aggR: AraC-like transcriptional activator A/R 
aap : accumulation-associated protein 
pic: serine protease 
paa: virulence plasmid 
CF: colonisation factor 
LT : heat-labile toxin  
ST : heat-stable toxin  
Afa/Dr: famille « Dr blood group antigen adhesin» 
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E. coli est une espèce bactérienne avec un génome présentant une forte plasticité conduisant, par 

exemple, à l’apparition de nouveaux pathovars. Récemment, une souche hybride EAEC et STEC a été 

isolée chez des patients en 2011, en Allemagne (Frank et al., 2011) et en France (King et al., 2012). 

L’importante épidémie en Allemagne a touché 4 321 personnes dont 900 patients qui ont développé un 

Syndrome Hémolytique et Urémique (SHU) et a causé plus de 50 décès (Frank et al., 2011). Cette 

souche a été identifiée comme étant un E. coli de sérotype O104 :H4, possédant les gènes 

caractéristiques des EAEC (gènes aggA, aggR, pic et aap) et celui codant pour la Shiga-toxine de type 

2 typique des STEC (gène stx2), faisant apparaître un nouveau pathovar dénommé  E. coli entéro-

agrégant-hémorragique, EAHEC (Brzuszkiewicz et al., 2011). D’autres souches de E. coli hybrides 

EAHEC ont également été décrites dans d’autres études : E. coli de  sérotype O111 :H2 en France 

(Morabito et al., 1998) et E. coli de sérotype O111 :H21 en Irlande (Dallman et al., 2012). 

Récemment, d’autres souches de E. coli hybrides ont été recensées ; trois souches de E. coli (hybride 

STEC/ETEC) de sérotypes O101 :H33, O2 :H25 et O2 :H27, possédant les gènes codant la Shiga-

toxine des STEC et une toxine ST (heat-stable toxin) caractéristique des ETEC (Nyholm et al., 2015), 

une souche de E. coli (hybride EPEC/ETEC) possédant le gène eae des EPEC et le gène codant la 

toxine LT (heat-labile toxin) caractéristique des ETEC (Dutta et al., 2015) et enfin une souche de E. 

coli de sérotype O80 :H2 possédant à la fois des caractéristiques des E. coli ExPEC et des STEC 

(Mariani-Kurkdjian et al., 2014). 

E. E. coli commensal et pathogène : notion de classification 

Malgré la diversité des génomes de E. coli et les nombreuses variations dues aux phénomènes 

d’acquisition et de délétion de gènes, plusieurs approches moléculaires ont permis d’élaborer une 

signature génétique permettant de classer l’espèce E. coli indépendamment des notions de E. coli 

commensal et pathogène. 

1. Classification selon le sérotype 

Comme toutes les autres entérobactéries, E. coli possède trois antigènes majeurs. L’antigène 

somatique O (Ag O) est un composant du lipopolysaccharide qui entre dans la composition de la 

membrane externe des bacilles Gram négatif. Les gènes codant les enzymes impliquées dans la 

synthèse de l’antigène O sont regroupés dans le cluster de gènes rfb. L’antigène flagellaire H (AgH) 

est de nature protéique et entre dans la construction du flagelle permettant la mobilité de la bactérie. Il 

est généralement codé par le gène fliC. Cependant, certaines souches perdent leur mobilité et sont 

classées comme non mobiles (NM ou H-). L’antigène capsulaire K (Ag K) est une protéine de surface. 

La méthode généralement utilisée pour la classification des E. coli par sérotypage est basée sur le 

schéma décrit par Kauffmann (1947), qui associe ces différents antigènes transmis verticalement par 

les E. coli à la génération suivante (Nataro et Kaper 1998). 
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La méthode immunologique de typage par agglutination sur lame à l’aide d’immunsérums spécifiques 

est un moyen rapide mais non exhaustif de typer les souches (Guinée et al., 1981). La détection par 

biologie moléculaire des gènes impliqués dans la biosynthèse de l’AgO (wzx et wzy) et du gène fliC 

pour l’AgH est un autre moyen d’identifier le sérotype des souches. Selon ce schéma de classification, 

il existerait plus de 174 sérogroupes O, 80 sérogroupes K et  56 sérogroupes H différents avec plus de 

9 000 combinaisons possibles (Karmali et al., 2010).  

2. Classification selon les phylogroupes 

Un phylogroupe se définit par l’étude phylogénétique qui s’intéresse à la classification des individus 

en groupes selon l’identification de critères moléculaires communs. En 1984, les travaux d’Ochman et 

Selander ont permis de répartir les souches de E. coli en quatre grands groupes phylogénétiques (A, 

B1, B2 et D) par l’analyse du polymorphisme électrophorétique de 11 enzymes métaboliques de 2 600 

souches isolées chez l’Homme et des animaux et provenant des différents continents (Ochman et 

Selander 1984). Ces travaux ont été confirmés par la suite avec des techniques de génotypage comme 

le ribotypage puis affinés par Multi-Locus Sequence Typing (MLST) et le séquençage génomique de 

nombreuses souches mettant en évidence la présence des quatre groupes phylogénétiques majeurs A, 

B1, B2 et D précédemment décrits ainsi que trois groupes mineurs nommés C, E et F. (Jaureguy et al., 

2008, Escobar-Paramo et al., 2004). Cette classification ne cesse de s’affiner avec l’apparition de 

nouveaux sous-phylogroupes (A0, A1, B22, B23, D1, D2) (Smati et al., 2013) et de clades ou branches 

(clades I à V) (Clermont et al., 2011, Clermont et al., 2013) (Tableau 4). 

Tableau 4 : Mise en évidence des phylogroupes de E. coli en fonction des combinaisons de gènes recherchés. 

Phylogroupes Méthodes Gènes cibles Références 

A, B1, B2 et D PCR chuAa , yjaAb fragment d'ADN 
TSPE4.C2c  

Clermont et al., 2000 

A, B1, B2, D, E et F 

Clades I à V 

PCR chuAa , yjaAb fragment d'ADN 
TSPE4.C2c , arpAd 

Clermont et al., 2013 

A0, A1, B22, B23, D1, D2 PCR chuAa , yjaAb fragment d'ADN 
TSPE4.C2c 

Smati et al., 2013 

A, B1, B2, C, E et D Typage 
moléculaire 
/Séquençage 

trpAe, trpBe, pabBf, putPg, icdh, 
polBi 

Escobar-Páramo et al., 2004 

a codant une protéine impliquée dans le transport de l’hème, b codant une protéine de fonction inconnue, c codant 
une lipase estérase, d codant une protéine régulatrice, e gène de l’opéron tryptophane, f codant une p-

aminobenzoate synthase, g codant une proline perméase, h codant une isocitrate déshydrogénase, i codant la 
polymérase Pol II. 
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La prévalence et la répartition des E. coli  appartenant aux phylogroupes principaux A, B1, B2 et D 

chez les mammifères est conditionnée par les caractéristiques de l’hôte (alimentation, morphologie du 

tube digestif et masse corporelle) et par les facteurs environnementaux (climat et géo-localisation) 

(Tenaillon et al., 2010). 

A partir des études recensées dans le Tableau 5, l’étude de Gordon et al., en 2015 qui porte sur un 

nombre plus élevé de souches de E. coli que les autres, a mis en évidence une majorité de souches de 

phylogroupe B2 chez l’Homme. En parallèle, la revue de plusieurs études réalisée par Tenaillon et al., 

en 2010 a également mis en évidence une prévalence plus marquée des phylogroupes B2 et A chez 

l’Homme. 

Chez les animaux, les phylogroupes B1 et A sont les plus souvent retrouvés au sein du tube digestif 

des animaux qu’ils soient d’élevage (bovins, porcs, volaille, chèvres, moutons) ou sauvages (oiseaux, 

sangliers, mouflons) comme il avait déjà été démontré dans l’étude d’Escobar-Paramo et al., en 2006. 

Dans l’environnement (eau, effluents et sols), les phylogroupes B1 et A semblent être les plus 

fréquemment retrouvés. 

L'analyse de l’arbre phylogénétique obtenu lors de l’étude d’Escobar-Paramo et al., en 2004 a permis 

de mettre en évidence la répartition de différents types de E. coli commensaux et pathogènes. Dans 

cette étude, 98 souches de E.coli (10 EAEC, 16 DAEC, 11 STEC dont 9 EHEC, 6 EPEC, 8 ETEC, 9 

ExPEC, 5 Shigella/ETEC et des souches de E. coli commensales) ont été analysées par la méthode de 

typage moléculaire par séquençage des six gènes chromosomiques de ménage trpA, trpB, pabB, putP, 

icd et polB (Figure 4). 

Selon cette étude, les E. coli commensaux semblent faire partie préférentiellement du phylogroupe A. 

Les souches virulentes de E. coli responsables d’infection extra-intestinales (ExPEC) semblent 

majoritairement associées au phylogroupe B2 et en minorité au phylogroupe D. Les souches 

responsables de diarrhées chroniques légères telles que les EPEC ne semblent pas être classées 

spécifiquement parmi un phylogroupe bien que certaines études les associent préférentiellement au 

phylogroupe B1 (Reid et al., 2000, Wang et al., 2013). Les E. coli pathogènes producteurs de toxines 

comme les EHEC se répartissent préférentiellement entre les phylogroupes A et B1, ce qui est 

également soutenu par deux études récentes (Badouei et al., 2015, Martins et al., 2015). Toutefois, 

certaines de ces souches telles que celles de sérotype O157 :H7 appartiennent au phylogroupe E 

(Girardeau et al., 2005).  
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Tableau 5 : Répartition des principaux groupes phylogénétiques de E. coli chez l’Homme, les animaux et dans l’environnement. 

Catégories Genres Nombre de 
souches E. 
coli 

Répartition (%) Phylogroupes 
dominants 

Pays Références 

A B1 B2 D autres  

Homme Homme 4 957 8,1 13,9 47 23,5 7,5 B2 Australie Gordon et al., 2015 

Homme 94 40,4 8,5 12,8 38,3 0 A/D Brésil Carlos et al., 2010 

Homme 98 31 13 33 21 2 A/B2 France Smati et al., 2013 

Animaux d'élevage Bovin 50 28 58 0 14 0 B1 Brésil Carlos et al., 2010 

Bovin 13 46,2 38,5 0 7,7 7,6 A Iran Badouei et al., 2015 

Porc 39 53,8 23,1 5,1 17,9 0 A Brésil Carlos et al., 2010 

Chèvre 16 18,8 81,3 0 0 0 B1 Brésil Carlos et al., 2010 

Chèvre 12 0 100 0 0 0 B1 Japon Ishii et al., 2007 

Mouton 130 5,7 90 0 4,3 0 B1 Brésil Martins et al., 2015 

Mouton 18 11,1 88,9 0 0 0 B1 Iran Badouei et al., 2015 

Mouton 29 13,8 68,7 0 17,5 0 B1 Brésil Carlos et al., 2010 

Volaille 13 76,9 15,4 7,7 0 0 A Brésil Carlos et al., 2010 

Volaille 363 53,1 19,3 4,4 23,1 0 A Italie Pasquali et al., 2015 

Animaux sauvages Oiseau 134 8,2 49,2 22,3 20,3 0 B1 Australie Gordon et Cowling 2003 

Oiseau 237 17,5 40 17,9 6,9 17,7 B1 Australie Blyton et al., 2015 

Buse 36 47,2 8,3 13,9 30,5 0 A/D Portugal Radhouani et al., 2012 
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Renard 22 31 18,2 9,1 41 0 A/D Portugal Radhouani et al., 2013 

Animaux aquatiques Poisson 12 0 91,7 8,3 0 0 B1 Australie Gordon et Cowling 2003 

Batraciens Grenouille 13 7,7 84,6 0 7,7 0 B1 Australie Gordon et Cowling 2003 

Reptiles Serpent/Lézard 33 15,1 69,7 6,1 9,1 0 B1 Australie Gordon et Cowling 2003 

Environnement Sols amendés 85 35,3 49,4 3,5 11,7 0 A/B1 Angleterre Holden et al.,2014 

Effluents 62 46,7 46,7 1,61 4,8 0 A/B1 Espagne Garcia-Aljaro et al., 2009 

Eaux d'estuaire 120 57 22,9 14,3 5,8 0 B1 Italie Perini et al., 2015 

Eaux de mer 875 3,2 70,5 25 1,3 0 B1 Etats-Unis Hamilton et al., 2010 
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Figure 4 : Arbre phylogénétique basé sur l’analyse simultanée de six gènes chromosomiques de ménage (trpA, 
trpB, pabB, putP, icd et polB) utilisant la méthode de parcimonie (méthode statistique non-paramétrique) sur une 
collection de 98 souches commensales et pathogènes de E. coli/Shigella, enraciné avec une souche E. fergusonii 

(Escobar-Paramo et al., 2004). 
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3. Classification selon les séropathotypes 

Pour les souches de E. coli pathogènes appartenant au pathovar des STEC, en considérant leur niveau 

de pathogénicité chez l’Homme, les sérotypes ont pu être classés en séropathotypes basés sur leur 

fréquence d’association avec des infections humaines et leurs implications dans des épidémies ou de 

graves complications. En 2003, Karmali et al., ont proposé de classer les sérotypes majeurs en cinq 

séropathotypes, de A à E ; soit du séropathotype A correspondant aux sérotypes les plus virulents, tel 

que l’O157 :H7, au séropathotype E représentant l’ensemble des sérotypes de E. coli non associés à 

des maladies humaines  (Tableau 6). 

Tableau 6 : Classification des sérotypes E. coli en séropathotypes (d’après Gyles 2007, EFSA 2013) 

Séropathotypes Sérotypes Fréquence 
(association 
avec une 
infection) 

Implication 
(responsable 
d’épidémie) 

Association 
avec SHUa 
et CHb 

A O157 :H7, O157 :HNM Importante Souvent + 

B O26 :H11, O103 :H2, O111:HNM, O121:H19, 
O145:HNM 

Modérée Peu souvent + 

C O5 :HNM, O91 :H21, O104 :H21, O113 :H21, 
O121:HNM, O165:H25 

Faible Rare + 

D O7 :H4, O69 :H11, O103 :H25, O113 :H4, 
O117 :H7, O119:H25, O132:HNM, O146 :H21, 
O171 :H2, O172 :HNM, O174 :H8… 

Faible Rare - 

E O6 :H34, O8 :H19, O39 :H49, O46 :H38, 
O76 :H7, O84:HNM, O88:H25, O98 :H25, 
O113 :HNM, O136 :HNM, O143 :H31, 
O156 :HNM, O163 :HNM … 

Non impliqué Non 
impliqué 

- 

aSHU : Syndrome Hémolytique et Urémique, bCH : Colites Hémorragiques 

Plusieurs observations récentes remettent en cause cette classification basée sur la fréquence des 

sérotypes responsables d’infection, leur association avec des épidémies et la sévérité des symptômes 

engendrés. Les critiques exposées dans un récent rapport publié par l’EFSA (2013) (European Food 

Safety Authority) montrent que ce système de classification ne semble pas refléter la réalité puisque 

des sérotypes du séropathotype D (O84, O113, O153, O156) ont été recensés par l’ECDC (European 

Centre for Disease Prevention and Control) comme responsables d’infection chez l’Homme. 

Scheutz (2014) a suggéré récemment de réviser cette classification en se basant sur le phénotype ou le 

typage moléculaire pour définir les groupes. 
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II. E. COLI ENTEROPATHOGENE (EPEC) ET E. COLI PRODUCTEURS DE 

SHIGA-TOXINES (STEC)  

A. Présentation des EPEC 

Les E. coli entéropathogènes sont caractérisés par une adhésion spécifique entre la cellule bactérienne 

et la surface de l'entérocyte. Ils sont regroupés sous le terme d’AEEC pour Attaching and Effacing E. 

coli, quels que soient les signes cliniques associés. D’un point de vue histopathologique, les 

symptômes liés aux infections dues aux AEEC sont associés à des lésions caractéristiques des cellules 

de la muqueuse intestinale. Ces lésions sont engendrées par le mécanisme d’attachement et 

d’effacement (A/E) caractérisé par une adhésion intime des bactéries aux entérocytes et à l’effacement 

des microvillosités intestinales (Nataro et Kaper 1998).  

Cette adhésion s’effectue en deux temps : initialement, une pré-adhésion dite localisée s’effectue par 

l’intermédiaire de fimbriae de type IV que sont les pili BFP (Bundle Forming Pili). Les gènes bfpA 

codant ces pili sont situés sur le plamide EAF (EPC adhesion factor ; pEAF). Puis cette adhésion est 

suivie d’une fixation étroite de la bactérie à la bordure en brosse des entérocytes, s’accompagnant 

d'une destruction de celle-ci sans invasion cellulaire. Cette étape est associée aux produits de différents 

gènes situés sur un locus chromosomique appelé le LEE (locus of enterocyte effacement) et plus 

particulièrement grâce au gène eae codant une protéine de la membrane externe de 94 kDalton, 

l’intimine. L’expression des différents gènes du LEE aboutit à la polymérisation de filaments d’actine 

entraînant la formation d’un piédestal sur lequel viennent adhérer les bactéries de façon étroite 

(McDaniel et al., 1995, Garmendia et al., 2005) (Figure 5). L’acquisition simultanée du pEAF et du 

LEE est indépendante. 

 

Figure 5 : Adhésion des EPEC typiques aux entérocytes caractérisée par le développement des lésions 
d’attachement et d’effacement. 1. Adhésion initiale due aux pili BFP, 2. Fixation étroite de la bactérie due à la 

sécrétion des protéines codées par le LEE, 3. Formation du piédestal par la polymérisation de filaments d’actine. 
BFP : bundle-forming pilus. (d’après Kaper et al., 2004). 
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Au sein des EPEC, il existe deux sous-groupes ; d’une part, les EPEC dits typiques (EPECt) 

possédant les pili BFP permettent l’adhésion initiale aux entérocytes, d’autre part, les EPEC dits 

atypiques (EPECa) qui ne possédent pas ce plasmide EAF. Les EPECa peuvent disposer d’autres 

facteurs responsables de cette pré-adhésion tels que les facteurs LAL (localized adherence-like) 

(Rodrigues et al., 1996), DA (diffuse-adherence) ou AA (aggregative adherence) (Trabulsi et al., 

2002). 

Douze sérogroupes O26, O55, O86, O111, O114, O119, O125, O126, O127, O128, O142 et O158 ont 

été reconnus comment étant le plus souvent associés aux EPEC responsables de diarrhées chez 

l’Homme par l’OMS (Organisation Mondiale de la Santé) (Schmidt 2010). Les EPEC sont le plus 

souvent associés à des épidémies de diarrhées dans les pays en voie de développement et à des cas 

sporadiques dans les pays développés (Trabulsi et al., 2002). Plusieurs études épidemiologiques 

suggèrent que l’incidence des EPECa est plus marquée que celle des EPECt : 41 cas associés à des 

souches EPECa et aucune EPECt au Japon (Yatsuyanagi et al., 2003), 58 associés à des souches 

EPECa et un cas à une souche EPECt en Norvège (Afset et al., 2004), 12 cas associés à des souches 

EPECa et un cas à une souche EPECt au Brésil (Franzolin et al., 2005), 42 cas associés à des souches 

EPECa et aucun à une souche EPECt au Brésil (Araujo et al., 2007). 

Une méta-analyse sur l’étiologie des diarrhées en pédiatries (266 études publiées entre 1996 et 2002), 

montre que les EPEC sont encore identifiés parmi les agents pathogènes importants (Ochoa et 

Contreras 2011). 

B. Présentation des STEC 

Les E. coli producteurs de Shiga-toxines sont principalement définis par leur capacité à produire des 

toxines (Stx) appelées Shiga-like toxin ou Shiga-toxines. Deux familles de Stx ont pu être identifiées : 

les Stx de type 1 très proches de la Shiga-toxine produite par Shigella dysenteriae sérotype 1 et les Stx 

de type 2 qui présentent moins de 60 % d’homologie avec la séquence en acides aminés des Stx1 

(Strockbine et al., 1986, Karch et al., 2005). 

D’autre part, une partie des STEC sont capables de produire des lésions A/E lorsque l’ilot de 

pathogénicité LEE est présent et de former un piédestal de la même façon que les EPEC (Figure 6). 



42 
 

 

Figure 6 : Adhérence des STEC aux entérocytes caractérisée par le développement des lésions d’attachement et 
d’effacement, puis d’un piédestal et la production de Shiga-toxines (Stx). (d’après Kaper et al., 2004). 

Si tous les STEC ne sont pas pathogènes pour l’Homme, un sous-groupe de souches dénommées E. 

coli entérohémorragiques (EHEC) sont responsables des infections humaines les plus graves. 

Les EHEC typiques (EHECt) représentent le groupe des STEC Stx-LEE-positifs, ayant la capacité à 

la fois de produire des lésions A/E et d’induire des lésions au niveau de l’endothélium vasculaire 

intestinal, rénal et cérébral de l’Homme, sous l’action des Shiga-toxines. Le LEE joue un rôle 

important dans la colonisation et la destruction de la muqueuse intestinale par l’intermédiaire du gène 

eae. Les souches EHEC dépourvues de LEE sont dites atypiques (EHECa). Les souches EHECa 

utilisent d’autres moyens d’adhérer à la membrane des entérocytes par l’intermédiaire par exemple des 

facteurs : Iha (IrgA homologue adhesin) (Tarr et al., 2000), Lpf (long polar fimbriae) (Doughty et al., 

2002) ou Saa (STEC autoagglutinating adhesine) (Paton et al., 2001). 

Plus de 400 sérotypes différents appartenant au pathovar des STEC ont été isolés chez l’Homme et les 

animaux mais seul un petit nombre de sérotypes est réellement lié à des pathologies humaines. Les 

plus connus font partie des séropathotypes A, B et C décrits plus haut, soit les O26, O157, O111, 

O103, O145 (Nguyen et Sperandio 2012, Croxen et al., 2013). 

Le sérotype le plus incriminé dans les infections à STEC est le sérotype O157 :H7. En Europe, en 

2012, il a été responsable de 34 % des cas d’infections (ECDC 2014). 

En France depuis 2002, l’O157 :H7 a été responsable de la moité des épidémies recensées : 

• sérotype O148 :H8, 11 cas, viande de mouton en 2002 (Espié et al., 2006a) 

• sérotype O157 :H7, 3 cas, fromage au lait cru de chèvre, en 2004 (Espié et al., 2006b) 

• sérotype O157 :H7, 69 cas, viande hachée de bœuf congelée, en 2005 (King et al., 2009) 

• sérotype O26:H11/O80:H2, 16 cas, camembert en 2005 (Espié et al., 2008) 

• sérotype O123:HNM, 2 cas, hamburger en 2009 (King et al., 2010) 

• sérotype O104:H4, 15 cas, germes de fenugrec en 2011 (King et al., 2012) 
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• sérotype O157:H-/O177:H25, 18 cas, viande hachée de bœuf congelée en 2011 (King et al., 

2012) 

• sérotype O157 :H7, 6 cas, viande hachée de bœuf fraîche en 2012 (Barret et al., 2012) 

La grande majorité des cas cliniques graves chez l’Homme sont dus à un petit nombre de sérotypes 

(Farrokh et al., 2013, Beutin et Fach 2014). Aux Etats-Unis, les souches EHECt dites majeurs 

appartiennent aux sérogroupes O26, O45, O103, O111, O121, O145 et O157 (USDA 2014). En 

Europe, les EHECt majeurs appartiennent aux sérotypes O157 :H7, O26 :H11, O103 :H2, O111 :H8 et 

O145 :H28 (EFSA 2013). 

Pour mieux comprendre la relation existante entre les STEC et les EPEC le schéma présenté en Figure 

7, propose un système de classification où : 

• toutes les souches possédant le LEE, incluant le gène eae, quels que soient les signes cliniques 

associés, appartiennent au groupe des AEEC 

• toutes les souches possédant les gènes codant pour les toxines Stx, quels que soient les signes 

cliniques associés, sont des STEC 

• toutes les EHEC sont des STEC mais toutes les souches STEC ne sont pas responsables de 

pathologies humaines 

• les EHEC possèdent le LEE sont dénommées EHEC typiques et les EHEC-LEE négatifs sont 

dénommées des EHEC atypiques 

• les souches EHEC typiques majeures, les plus souvent associées à des signes cliniques graves 

et aux épidémies appartiennent aux sérogroupes O157, O26, O103, O111, et O145 

 

  

Figure 7 : Système de classification des AEEC/EPECt/EPECa/STEC/EHEC à partir des signes cliniques et des 
facteurs de virulence associés aux souches de E. coli. EPEC: enteropathogenic E. coli. EHEC: 

enterohaemorrhagic E. coli. STEC: Shiga toxin-producing E. coli. AEEC: Attaching and effacing E. coli. LEE: 
Locus of enterocyte effacement. pEAF : plasmid EPEC adhesion factor. stx : Shiga-toxin gene. SHU: Syndrome 

Hémolytique et Urémique (d’après Naylor et al., 2005). 
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C. Pathologies humaines et animales 

1. Symptômes liés aux infections par des EPEC 

Chez l’Homme 

Les EPEC sont responsables de la majeure partie des diarrhées infantiles mais sont rarement 

incriminés dans les diarrhées chez l’adulte. Les EPEC sont principalement responsables de diarrhées 

accompagnées de fièvre, de vomissements et de déshydratation chez les enfants de moins de 2 ans 

(Varela et al., 2015). 

Pour la plupart des cas d’infection à EPEC chez l’Homme, une réhydratation suffit à éliminer le 

pathogène et dans les cas graves chez l’enfant, l’utilisation d’une antibiothérapie peut être nécessaire 

(Croxen et al., 2013). 

Chez les animaux 

De nombreuses études mettent en évidence le caractère pathogène des EPEC vis à vis des animaux 

également. Les EPEC sont responsables de diarrhées chez les bovins (Kobayashi et al., 2001), les 

ovins (de la Fuente et al., 2002), les porcs (Malik et al., 2006) et ils sont également responsables 

d’épidémies chez la volaille (Farooq et al., 2009, Dutta et al., 2011). Les symptômes peuvent varier 

d’une simple diarrhée, à une diarrhée aqueuse abondante mucoïde ou sanglante, accompagnée 

d’anorexie, de déshydratation et de léthargie comme observée dans une épidémie chez le lapin aux 

Etats-Unis (2 224 cas) (Swennes et al., 2012). 

2. Symptômes liés aux infections par des STEC 

Chez l’Homme 

Les EHEC ou STEC sont associés à des colites hémorragiques et/ou à un syndrome hémolytique et 

urémique. Les cas sévères sont observés chez les enfants et les personnes immuno-déprimées. Les 

sérotypes O157 et non-O157 provoquent les mêmes symptômes mais avec des niveaux de gravité 

variables, rappelant la classification en séropathotype proposée par Karmali et al., 2003. Le premier 

symptôme de la maladie est une diarrhée non sanglante qui peut être accompagnée de fièvre, de 

crampes abdominales ou de vomissements. Dans la majorité des cas, les diarrhées deviennent 

sanglantes entre un et cinq jours suivant la première diarrhée. Les complications observées peuvent se 

manifester sous la forme d’un SHU dans environ 15 % des cas surtout chez l’enfant (Figure 8). Le 

SHU est défini par l’association d’une anémie hémolytique microangiopathique avec présence 

d’hématies fragmentées (schizocytes), d’une thrombopénie et d’une insuffisance rénale aiguë. Il 

correspond à des lésions de type microangiopathie thrombotique (MAT), touchant les reins et 
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éventuellement d’autres viscères, caractérisées par un épaississement des parois des capillaires 

glomérulaires et/ou des artérioles et par la présence de micro-agrégats plaquettaires dans les capillaires 

et les artérioles. Le SHU est la principale cause d’insuffisance rénale du nourrisson. Il peut entraîner la 

mort dans moins de 5 % des cas. Chez l’adulte, il se traduit par un Purpura Thrombotique 

Thrombocytopénique (PTT) caractérisé par des lésions thrombotiques microvasculaires généralisées. 

 

Figure 8 : Evolution d’une infection à O157 :H7 chez un enfant (d’après Tarr et al., 2005). HUS : Hemolytic 
Uremic Syndrom. 

L’essentiel des signes cliniques est lié à la production des Shiga-toxines. Après ingestion, les STEC 

doivent résister à l’acidité de l’estomac (Yang et al., 2015). Une étape de colonisation du tube digestif 

est nécessaire : la plupart des souches STEC (en particulier celles de sérotype O157 :H7) sont capables 

de produire les lésions A/E. En dehors de la voie du LEE, les mécanismes de colonisation sont mal 

connus. Les toxines produites par les bactéries doivent ensuite traverser l’épithélium intestinal, avant 

de rejoindre le système circulatoire et atteindre les récepteurs spécifiques glycolipidiques localisés à la 

surface des cellules endothéliales, présentes principalement au niveau intestinal, rénal et cérébral 

(Figure 9). Les Shiga-toxines entraînent ensuite la mort des cellules cibles par arrêt de la synthèse 

protéique. 
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Figure 9 : Processus infectieux des STEC (AFSSA 2003). 

Le traitement du SHU est purement symptômatique : hyperhydratation, transfusion et dialyse pour 

corriger l’insuffisance rénale. L’antibiothérapie est peu recommandée dans les infections à STEC. 

Plusieurs études suggèrent que les antibiotiques augmenteraient le risque de SHU, par le relargage des 

toxines lors de la lyse bactérienne (Scheiring et al., 2008). Le principe selon lequel il n’est pas 

nécessaire, voire risqué, de prescrire une antibiothérapie à un patient atteint d’une diarrhée à EHEC est 

remis en cause par les données de l’épidémie allemande (réduction de la durée de portage) et la 

possibilité de recourir à un traitement bactériostatique (azithromycine) (Nitschke et al., 2012). 

L’azithromycine appartient à la famille des macrolides et inhibe la synthèse des protéines dont les Stx.  

Elle présente cependant de nombreux effets secondaires (effets cutanéo-muqueux et allergiques, 

digestifs, hépatiques et cardiaques) (Mortensen et al., 2014, Barni et al., 2015). Des études 

complémentaires sont nécessaires pour évaluer la recommandation de cet antibiotique. 

De nombreux cas d’infection et d’épidémies liées aux STEC sont régulièrement reportés chaque année 

dans le monde et recensés par des programmes nationaux de surveillance ; 

- au Canada, National Enteric Surveillance Program (NESP) : 3 495 cas d’infection liée à O157 :H7 

recensés entre 2007 et 2012 (NESP 2013). 
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- en Europe, European Food Safety Authority (EFSA) : 13 545 cas d’infection liée à STEC recensés 

entre 2007 et 2010 (EFSA 2013). 

- aux Etat-Unis, U.S. Department of Agriculture’s Food Safety and Inspection Service (USDA/FSIS)  

et Centre for disease control and prevention (CDC) : 23 épidémies à STEC entre 2006 et 2015 avec 

898 cas. 

A notre connaissance, aucune épidémie à STEC liée à la consommation de produits de la mer 

(poissons ou coquillages) n’a été rapportée à ce jour dans le monde. 

Chez les animaux 

Les STEC sont également responsables d’infection chez les animaux. Ils peuvent causer la maladie de 

l'œdème chez les porcs en post-sevrage et les jeunes porcs par la capacité de certains STEC à se fixer 

sur des récepteurs glycolipidiques présents chez le porc (Ching et al., 2002).  

Ils sont responsables de diarrhées chez les veaux (Coura et al., 2014). L’absence de récepteur pour les 

Shiga-toxines chez les bovins adultes pourrait expliquer que les ruminants ne développent pas de 

toxémie ou de dommage vasculaire systémique (Pruimboom-Brees et al., 2000). Chez les ovins, les 

STEC touchent préférentiellement les animaux jeunes en causant de fortes diarrhées chez les 

chevreaux et les agneaux (Wani et al., 2005, Turkyilmaz et al., 2013). La volaille est également 

touchée par des diarrhées à STEC (Dutta et al., 2011). Enfin, les animaux domestiques tels que les 

chiens peuvent également être sujets aux diarrhées (Sancak et al., 2004). 

D. Les facteurs de virulence 

1. Les Shiga-toxines 

Définition des Shiga-toxines 

Le terme Shiga-toxine a tout d’abord été utilisé pour identifier les toxines produites par Shigella 

dysenteriae de type 1 donnant naissance au terme Shiga-like toxin, ou Shiga-toxine, quand celles-ci 

ont été identifiées chez E. coli. Ce terme a remplacé celui de « Vérotoxine » utilisé pour caractériser 

les toxines lysant les cellules Vero (cellules épithéliales de rein extraites de singe) chez E. coli (Bergan 

et al., 2012). 

Ces toxines sont principalement produites par S. dysenteriae sérotype 1 (Stx1) mais également par 

certains E. coli et sporadiquement par Citrobacter freundii, Enterobacter cloacae et Shigella flexneri 

(Herold et al., 2004).  
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Il existe deux types de Shiga-toxines ; la Shiga-toxine de type 1 codée par les gènes stx1 et la Shiga-

toxine de type 2 codée par les gènes stx2. Alors que la Shiga-toxine Stx1 est neutralisée par des 

anticorps anti-Shiga-toxine de S. dysenteriae sérotype 1, la Shiga-toxine Stx2 ne l’est pas (Strockbine 

et al., 1986, Paton et Paton 1998). Les gènes stx1 et stx2 possèdent respectivement 99 % et 56 % 

d’homologie avec la Stx1 de S. dysenteriae (O'Brien et al., 1984, Strockbine et al., 1986). Ceci 

s’explique par le fait que les deux toxines ne partagent respectivement que 55 % et 57 % d’identité 

pour les sous-unités protéiques A et B qui les composent. En revanche, leur mécanisme d’action et 

leurs propriétés biochimiques sont similaires. 

Structure de la Shiga-toxine 

Chez E. coli, la Shiga-toxine est codée par deux gènes stx (stxA et stxB), présents sur un prophage 

lambdoide (stx-converting bacteriophage ou stx-phage) qui est un élément génétique mobile (Herold 

et al., 2004). 

L’opéron codant la Shiga-toxine a une structure commune constituée d’une seule unité 

transcriptionnelle qui code les sous-unités A et B (Figure 10). Les toxines produites sont des 

hétéropolymères de 70 kDa composés d’une sous-unité A (Activité toxique) de 33 kDa et de 5 sous-

unités B (Binding) de 7,7 kDa. La sous-unité A présente une activité de type N-glycosidase sur une 

adénosine de l’ARN ribosomique 28S et la sous-unité B a un rôle important au niveau du degré de 

toxicité de la toxine, car elle conditionne le niveau de compatibilité de la toxine avec le récepteur cible 

(Bergan et al., 2012). 

 

Figure 10 : Structure de l’opéron codant les Shiga-toxines (AFSSA 2003) 

Le mécanisme d’action des Shiga-toxines 

Le mécanisme d’action des Shiga-toxines au niveau des cellules cibles commence tout d’abord par la 

fixation des Shiga-toxines à la membrane cytoplasmique de la cellule : les sous-unités B se lient au 

récepteur glycolipidique : globotriaosylcéramide (Gb3) chez l’Homme, présent au niveau du tube 

digestif, des reins et du système nerveux central ou globotetraosylcéramide (Gb4) chez le porc 
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(Muething et al., 2012). Une fois la Shiga-toxine internalisée par le mécanisme classique 

d’endocytose, elle subit un transport rétrograde à travers l’appareil de Golgi, puis le réticulum 

endoplasmique. La sous-unité A de la Shiga-toxine est alors libérée des sous-unités B et clivée en 

deux parties A1 et A2 par réduction des ponts disulfures. La partie A1 ainsi clivée est transloquée dans 

le cytoplasme jusqu’à sa cible, la sous-unité 60S du ribosome où elle exerce son activité en bloquant la 

synthèse protéique. Ceci conduit à l’arrêt de la synthèse protéique et à la mort de la cellule (Figure 11) 

(Bergan et al., 2012). 

 

Figure 11 : Mécanisme d’action des Shiga-toxines. 1) Fixation, 2) Internalisation, 3) Transport rétrograde, 4) 
Clivage et Action (d’après Pacheco et Sperandio 2012) 

La toxine Stx2 est la plus répandue parmi les STEC et est considérée comme la plus toxique. On peut 

détecter la présence concomitante de plusieurs toxines chez une même bactérie avec la présence des 

gènes codant les Shiga-toxines 1 et 2 (stx1, stx2) ou la présence de plusieurs variants du gène stx 

(Friedrich et al., 2003, Prager et al., 2011, Feng et Reddy 2013). La présence de plusieurs toxines 

influence le pouvoir pathogène des souches ; une étude montre qu’une souche exprimant une seule 

toxine est plus pathogène qu’une souche exprimant plusieurs toxines (Krueger et al., 2011)  

Les variants des gènes stx 

De nombreux variants ont été identifiés au niveau des gènes codant pour les Shiga-toxines : trois 

variants pour le gène stx1 (stx1a, stx1c et stx1d) et sept variants pour le gène stx2 (stx2a, stx2b, stx2c, 

stx2d, stx2e, stx2f et stx2g) (Scheutz et al., 2012). 

Le type de variant peut refléter à la fois l’origine d’une souche, sa phylogénie mais aussi son pouvoir 

pathogène (Bertin et al., 2001, Friedrich et al., 2002, Fuller et al., 2011). 

A1 

A2 

A1 
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Ainsi, chez l’Homme, les variants associés aux pathologies sévères sont les variants stx2a, stx2c et 

stx2d tandis que les variants stx1a, stx1c, stx1d, stx2b, stx2e, stx2f et stx2g sont associés à de faibles 

diarrhées. Les variants stx1c, stx2b, stx2e et stx2f sont plus particulièrement associés à des souches 

isolées chez les moutons, les bovins, les porcs et les pigeons, respectivement. Les variants ont tous été 

détectés dans des souches isolées de produits frais type légumes et d’aliments d’origine animale 

(Tableau 7). 

 



51 
 

Tableau 7 : Incidence des variants stx sur l’Homme et détection préférentielle des différents variants des gènes stx1 et stx2 codant pour les Shiga-toxines.  

Variant du gène stx Pathologie Sources animales (fèces) ou 
humaine 

Détection dans les aliments Références 

stx1a Diarrhées sans SHUa chez 
l’Homme 

Bovins, ovins, chamois, 
chevreuils, sangliers, renards, 
Homme, effluents d’origine 
humaine, bovine 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine, 
ovine, viandes de lapin 

Friedrich et al., 2002, Martin et Beutin 2011, Mora et al., 
2012, Kumar et al., 2012, Martinez-Castillo et al., 2012, Feng 
et Reddy 2013, Bibbal et al., 2014, Shen et al., 2015  

stx1c Faibles diarrhées chez 
l’Homme 

Ovins, chèvres, chevreuils, 
sangliers, chamois, bovins, 
Homme 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine, 
ovine et de chèvre, de cerf, 
coquillages 

Zhang et al., 2002a, Brett et al., 2003, Friedrich et al., 2003, 
Gourmelon et al., 2006, Wani et al., 2007, Mora et al., 2012, 
Kumar et al., 2012, Martin et Beutin 2011, Feng et Reddy 
2013, Shen et al., 2015 

stx1d Pas ou peu virulente chez 
l’Homme 

Bovins, ovins, chèvres, Homme Produits frais type légumes, 
aliments (non précisé), 
coquillages 

Gourmelon et al., 2006, Kumar et al., 2012, Feng et Reddy 
2013, Shen et al., 2015 

stx2a Cas sévères de SHU chez 
l’Homme 

Bovins, ovins, cerfs, chevreuils, 
Eaux usées urbaines, effluents 
d’origine bovine et humaine 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine, 
ovine, viande de lapin 

Kumar et al., 2012, Martinez-Castillo et al., 2012, Diaz-
Sanchez et al., 2012, Feng et Reddy 2013, Bibbal et al., 2014 

stx2b Diarrhées chez l’Homme Ovins, chamois, chevreuils, 
sangliers, cerfs, Homme rarement 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine ovine et 
chèvre bovine 

Martin et Beutin 2011, Mora et al., 2012, Diaz-Sanchez et al., 
2012, Feng et Reddy 2013, Shen et al., 2015 

stx2c Cas sévères de SHU et 
CHb chez l’Homme 

Bovins, chevreuils, sangliers, 
Hommes, effluents d’origine 
humaine, bovine 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine, 
porcine, ovine, chèvre 

Friedrich et al., 2002, Wani et al., 2007, Martin et Beutin 
2011, Martinez-Castillo et al., 2012, Mora et al., 2012, Kumar 
et al., 2012, Feng et Reddy 2013, Bibbal et al., 2014 

stx2d Cas sévères de SHU et 
CH chez l’Homme 

Bovins, ovins, Homme, effluents 
d’origine humaine 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine, 
ovine 

Friedrich et al., 2002, Wani et al., 2007, Monaghan et al., 
2012, Martinez-Castillo et al., 2012, Feng et Reddy 2013, 
Kumar et al., 2012, Delannoy et al., 2015 

stx2e Rares cas d’infection chez 
l’Homme 

Porcs, sangliers, renards, effluents 
d’origine urbaine, bovine, 
porcine, eaux usées urbaines 

Produits frais type légumes, 
viandes de porcs et de 
sangliers 

Friedrich et al., 2002, Fratamico et al., 2004, Martin et Beutin 
2011, Martinez-Castillo et al., 2012, Feng et Reddy 2013, 
Tseng et al., 2014a, Shen et al., 2015 
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Œdème chez le porc 

stx2f Rares cas d’infection chez 
l’Homme 

Pigeons, Homme, effluents 
d’origine humaine 

Produits frais type légumes Schmidt et al., 2000, Sonntag et al., 2005, Martinez-Castillo et 
al., 2012, Feng et Reddy 2013 

stx2g Pas de cas d’infection 
chez l’Homme 

Sangliers, renards, chevreuils, 
effluents d’origine bovine 

Produits frais type légumes, 
aliments d’origine bovine 

Martin et Beutin 2011, Diaz-Sanchez et al., 2012, Martinez-
Castillo et al., 2012, Mora et al., 2012, Feng et Reddy 2013, 
Shen et al., 2015 

a  Syndrome Hémolytique et Urémique, b Colites Hémorragiques
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Le bactériophage stx 

Les gènes codant les Shiga-toxines ont la particularité d’être portés par un bactériophage tempéré 

(Figure 12) capable d’alterner entre une phase lysogénique et une phase lytique. Le bactériophage stx 

en phase lysogénique infecte une bactérie et intégre son génome au sein du chromosome bactérien. Ce 

matériel génétique ainsi intégré prend le nom de prophage et est le plus souvent « dormant » en raison 

d’une répression de la transcription des gènes nécessaires au cycle lytique. Sous différentes conditions, 

le bactériophage stx peut entrer en phase lytique avec une activation de la transcription des gènes 

correspondants, sous l’influence d’un élément déclencheur (exposition aux UV, antibiothérapie, 

traitement alimentaire…) conduisant à la production de dizaines voire de centaines de phages au sein 

de la bactérie qui finira par littéralement exploser, libérant ainsi les nouveaux phages qui pourront 

infecter d’autres bactéries. 

 
Figure 12 : Représentation schématique d’un bactériophage stx dans sa configuration tête-queue (d’après 

Schmidt et al., 2001) 

Les bactériophages stx sont impliqués dans le transfert horizontal des gènes stx (transfert du matériel 

génétique du phage dans le génome bactérien) chez E. coli (Cornick et al., 2006, Picozzi et al., 2012) 

et ceci de manière aléatoire, participant ainsi à l’émergence de nouvelles souches STEC (Martinez-

Castillo et Muniesa 2014). Le bactériophage est un élément instable à l’intérieur de la bactérie. Il peut 

être perdu au cours d’une infection ou de cultures successives comme cela a été observé chez le 

sérotype O157 :H7 (Friedrich et al., 2007) et le sérogroupe O26 (Bielaszewska et al., 2007). 

Les bactériophages stx sont retrouvés libres chez l’Homme (Martinez-Castillo et al., 2013) et dans 

l’environnement ; dans les fèces animaux (Yan et al., 2011), dans les effluents d’origine humaine et 

animale (bovin, porc, volaille) (Imamovic et al., 2010a, Rooks et al., 2010, Yan et al., 2011), dans les 

rivières (Dumke et al., 2006) et dans les aliments (viandes et salade) (Imamovic et Muniesa 2011). 

Les concentrations en bactériophages stx peuvent varier par exemple entre 1 à 9 log10 copies de 

gène/ml dans les effluents d’origine humaine et animale (Imamovic et al., 2010a, Rooks et al., 2010) 

et sont souvent plus importantes que les concentrations en E. coli qui elles peuvent varier entre 4 et 5 

log10 UFC/ml dans les effluents (Muniesa et al., 2011). 
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Les bactériophages persistent plus longtemps que les bactéries ; ils sont stables à 4, 22 et 37°C et à pH 

7 et 9 pendant un mois, tandis que les populations de STEC déclinent rapidement dans ces mêmes 

conditions (Allué-Guardia et al., 2014). 

Les bactériophages portant les gènes stx2 sont plus souvent détectés que les bactériophages portant les 

gènes stx1 dans l’environnement : par exemple dans une méta-analyse de 25 études, les bactériophages 

stx2 ont été détectés dans les 25 études et le bactériophage stx1 dans cinq cas seulement (Martinez-

Castillo et Muniesa 2014). Cette même observation a également été confirmée par une récente étude 

effectuée sur 357 échantillons de fèces humaines et d’animaux, d’eaux usées, de matières fécales, 

d'eaux de rivière, de sols, de boue et d’aliments où stx1 a été détecté dans 7,6 % des échantillons et 

stx2 dans 68,4 % (Grau-Leal et al., 2015). 

2. Locus of enterocyte effacement (LEE) 

Le locus of enterocyte effacement ou LEE contient les gènes codant i) l'intimine (gène eae : E. coli 

attaching and effacing), ii) un système de sécrétion de type III (SSTT), iii) des protéines sécrétées de 

type Esp (E. coli secreted protein), iv) des protéines Esc (E. coli secretion) qui participent à la 

structure et au fonctionnement de la seringue moléculaire du SSTT et v) un récepteur de translocation 

de l’intimine nommé Tir (Tyrosine phosphorylated protein) (Figure 13) (Garrido et al., 2006). Il 

regroupe les gènes responsables des lésions d’attachement et d’effacement (A/E) générées par les 

bactéries pour s’implanter au niveau des cellules du tube digestif. Cinq régions distinctes sont 

classiquement décrites : la région 5’ qui regroupe les opérons LEE 1, 2 et 3 qui codent plusieurs 

protéines de régulation (Ler, GrlR et GrlA) et de structure du SSTT, la région centrale qui comprend le 

LEE5 qui code l’intimine et son récepteur Tir et la région 3’ qui se compose du LEE4 et code d’autres 

effecteurs bactériens et d’autres protéines de structures impliquées dans la translocation (EspA, B et 

D) (Garmendia et al., 2005). 

 

Figure 13 : Organisation schématique du LEE des EHEC/EPEC. esc : E. coli secretion ; sep : secretion of E. coli 
protein ; esp : E. coli secreted protein ; ces : chaperone for E. coli secreted protein ; orf ou rorf : Open Reading 

Frame (d’après Garmendia et al., 2005) 
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L’intimine est une protéine de la membrane externe de la bactérie nécessaire à l’adhésion intime entre 

la bactérie et l’entérocyte. C’est un facteur de virulence essentiel pour les souches EPEC. Dix-sept 

variants et huit sous-variants du gène eae ont été identifiés : alpha (α1, α2), béta (β1, β2, β3), gamma 

(γ1, γ2), delta (δ), épsilon (ε1, ε2, ε3, ε4), zéta (ζ), éta (η1, η2), théta (θ), iota (ι1, ι2), kappa (κ), 

lambda (λ), mu (μ), nu (ν), xi (ξ), omicron (ο), pi (π) et rho (ρ) (Oswald et al., 2000). 

Pour les autres gènes du LEE les plus impliqués dans l’adhésion, il existe également, quatre variants 

pour le gène tir (α1, β1, β2 et γ1), quatre pour le gène espA (α1, β1, β2 et γ1), trois pour le gène espB 

(α1, β1 et γ1) et trois pour le gène espD (α1, β1 et γ1). Plusieurs combinaisons différentes entre ces 

gènes ont été mises en évidence et sont utilisées pour classer les souches (Garrido et al., 2006). 

Des études menées in vivo et in vitro, mettent en évidence une colonisation du tube digestif 

géographiquement différente (côlon ou intestin grêle) selon le type de variant, on parle de tropisme 

cellulaire ou de spécificité d’hôte (Phillips et Frankel 2000, Reece et al., 2001, Fitzhenry et al., 2002, 

Girard et al., 2005). Par exemple, une souche O157 :H7 exprimant l’intimine γ s’associe 

préférentiellement aux cellules épithéliales du côlon (Fitzhenry et al., 2002).  

Le typage des variants et sous-variants eae permet de différencier les souches entre elles (Tableau 8). 

Les variants β et γ sont les plus rencontrés dans des souches isolées de cas cliniques avec une 

association préférentielle, pour les EHEC typiques majeurs (Zhang et al., 2002b, Blanco et al., 2004, 

Monaghan et al., 2011, Bibbal et al., 2014) : 

• du sous-variant γ1 avec les sérotypes O157 :H7 et O145 :H28 

• du sous-variant β1 avec le sérotypes O26 :H11 

• du sous-variant θ avec le sérotype O111 :H8 

• du sous-variant ε avec le sérotype O103 :H2 

Parmi les études recensées dans le Tableau 8, les variants et sous-variants β1, γ1, γ2 et θ du gène eae 

sont le plus souvent associés à des souches isolées d’animaux d’élevage (bovins, ovins et porcs) et 

d’effluents d’origine humaine et animale, tandis que les variants α, ι, κ ζ, η, ο et ρ le semblent 

beaucoup moins. 
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Tableau 8 : Sélection d’études évaluant la répartition des variants et sous-variants du gène eae (codant 
l’intimine) sur des souches LEE-positives, au niveau de différentes sources. 

Sources Variants ou sous-variants (nombre) Nombre total 

de souches 

Références 

Homme β (38), γ (35), ε (14), ζ (5), ι(6), η(3), α (3), κ (2) 

α1/α2 (18), β1/β2 (47), γ1/γ2 (66), ε (23) 

β1 (20), γ1 (27), ζ (6), γ2 (5), ε (3) 

106 

154 

61 

Zhang et al., 2002b 

Oswald et al., 2000 

Blanco et al., 2004 

Bovin γ1/γ2 (17), β1/β2 (5), ε (2) 

β1 (49), θ (49), γ1 (16), ε (10),  

24 

124 

Oswald et al., 2000 

Bibbal et al., 2014 

Chien α1/α2 (1), β1/β2 (1) 2 Oswald et al., 2000 

Porc γ2/θ (15), β1 (8), γ1 (7), ε (6), κ (6), ι (5), ζ (1), η 

(1), α2 (1) 

β1/β2 (1) 

51 

1 

Fröhlicher et al., 2008 

Oswald et al., 2000 

Ovin γ2/θ (23), β1 (13), β2/δ (5), ε (4), γ1 (2), α1 (2), ι 

(1), κ (1), ζ (1) 

52 Fröhlicher et al., 2008 

Pigeon β1/β2 (4) 4 Oswald et al., 2000 

Lapin β1/β2 (4) 4 Oswald et al., 2000 

Effluent d’origine 

humaine 

β2 (196), θ (76), α2 (40), ι1 (35), ο (31), γ (43), 

γ3, ζ, α1, ε, ι2, κ, ρ : (<23) 

467 Yang et al., 2014 

Effluent d’origine 

animale 

β1 (16), γ2/θ (18), γ1 (12), β2/δ (2), κ (2), η(1), ζ 

(1) 

52 Loukiadis et al., 2006 

 

3. Autres gènes de virulence 

Des gènes impliqués dans l’adhésion 

L’émergence d’infections humaines liées aux STEC LEE-négatifs montre que la présence de cet îlot 

de pathogénicité n’est pas le seul responsable de l'adhérence des bactéries et indique la présence 

d'autres facteurs de virulence portés par d'autres îlots de pathogénicité ou d’autres plasmides en 

rapport avec cette étape qui est indispensable au développement de la virulence des souches (Galli et 

al., 2010). 

Plusieurs études montrent que les souches de sérogroupes O157 et non-O157 expriment une grande 

variété d’éléments de type fimbriae et non-fimbriae qui jouent un rôle important dans l’adhésion des 

bactéries au niveau du tube digestif et dans la persistance des souches au niveau des réservoirs que 

constituent les ruminants (Farfan et Torres 2012). 

Parmi cette famille de gène, on trouve les gènes efa1, lifA et toxB codant des protéines homologues 

impliquées dans la formation de lésions A/E qui permettent l’adhésion des EPEC et des STEC aux 

cellules épithéliales (Tatsuno et al., 2001, Badea et al., 2003). L’hôte est capable de produire des 



57 
 

anticorps pour neutraliser ces adhésines qui sont exprimées pendant la phase infectieuse (Badea et al., 

2003). 

Les gènes des long polar adhesin (Lpf) sont présents chez les STEC O157 :H7 et sont situés sur deux 

régions chromosomiques OI-141 et OI-154 (OI : genomic O island) (Doughty et al., 2002). Les Lpf 

sont présents chez de nombreuses souches de E. coli. Si leur rôle dans l’adhésion des souches STEC 

est avéré, il n’est cependant pas clairement défini chez les EPEC (Tatsuno et al., 2006). 

Le gène saa (STEC autoagglutinating adhesin) code une adhésine non fimbriale auto-agglutinante. 

Elle a été mise en évidence chez des souches LEE-négatives responsables d’infections humaines et 

animales et isolées de l’environnement (Friedrich et al., 2003, Jenkins et al., 2003, Blanco et al., 2004, 

Amézquita-Lopez et al., 2014). Cette adhésine est responsable de l’adhésion semi-localisée des 

bactéries (Paton et al., 2001).  

Le gène iha (IrgA homoloque adhesin) code une protéine très proche de la protéine IrgA (Iron-

regulated gene homologue A) produite chez Vibrio cholerae. Elle joue un rôle dans l’acquisition du fer 

par la bactérie en lien étroit avec l’adhésion des souches LEE-négatives mais aussi LEE-positives. 

Cette protéine contribue à la virulence des souches en favorisant leur fixation (Tarr et al., 2000). Le 

gène iha semble être le gène de virulence en lien avec l’adhésion, le plus communément détecté dans 

un panel de 75 souches STEC isolées à partir d’aliments et d’eaux de boisson (Slanec et al., 2009). 

Le gène stcE code une protéase qui joue un rôle de métalloprotéase et de mucinase. Cette enzyme est 

impliquée dans l’adhésion intime de certains O157 :H7 aux cellules de l’hôte par un clivage de 

glycoprotéines cellulaires (Grys et al., 2005). 

D’autres gènes codant des adhésines sont responsables de l’adhésion diffuse ou intime de certains 

STEC pathogènes chez le porc, comme les gènes F6, F18, F41 (Kwon et al., 2002) ou les gènes 

orfA/orfB (open reading frames) (Zhao et al., 2009). Le gène paa (porcine attaching-and effacing–

associated factor) est également impliqué dans l’adhésion de souches STEC isolées chez le porc 

(Vidotto et al., 2013). 

Comme beaucoup d’autres gènes de virulence impliqués dans l’adhésion des bactéries aux cellules de 

l’hôte (Annexe I), ces facteurs sont plus ou moins détectés chez des souches EPEC, STEC et EHEC 

isolées de cas cliniques humains ou d’infections animales (Galli et al., 2010, Monaghan et al., 2011, 

Kobayashi et al., 2013, Bibbal et al., 2014, Tseng et al., 2014a). Tous ces gènes ont également été 

détectés dans des souches isolées à partir d’aliments ou de l’environnement, témoignant du pouvoir 

effectif d’adhésion de certaines souches LEE-négatives isolées de l’habitat secondaire (Cergole-

Novella et al., 2007, Cadona et al., 2013). 
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Des gènes codant pour des toxines 

Outre la production des Shiga-toxines, les STEC peuvent produire des hémolysines ou d’autres toxines 

(Galli et al., 2010, Monaghan et al., 2011, Bai et al., 2013). Egalement rencontrés chez certaines 

souches EPEC (Aidar-Ugrinovich et al., 2007, Bibbal et al., 2014, Dutta et al., 2015), ces facteurs de 

virulence ont des effets cytotoxiques sur les cellules épithéliales. Ces toxines et ces hémolysines sont 

capables de lyser les cellules du système immunitaire et peuvent être responsables d’acidose et 

d’hypersécrétion de composants cellulaires par les entérocytes (Annexe I). 

Les gènes cdt (cytolethal distenting toxin) codent des toxines qui interviennent au niveau du cycle 

cellulaire eucaryote en bloquant les cellules en phase G2/M (Nougayrede et al., 2005). Ces toxines 

sont portées par une faible portion des STEC LEE-négatifs mais ont été détectées dans des souches 

impliquées dans des infections humaines (Bielaszewska et al., 2004). 

Le gène astA codant l’entérotoxine thermostable caractéristique des E. coli entéroagrégatifs (EAST1) 

est présent chez certains EPEC (Silva et al., 2014) et chez certains EHEC (Nishikawa et al., 2002). 

Même si son rôle n’est pas encore clairement défini, cette toxine contribue à l’apparition de diarrhées 

aqueuses. 

Les gènes ehxA et hlyA codent les hémolysines, Enterohémolysine A et α-hémolysine, qui sont 

impliquées dans la lyse cellulaire des lignées lymphocytaires et érythrocytaires en formant des pores 

dans la membrane cellulaire (Lorenz et al., 2013). Ces toxines sont détectées chez les souches EPEC et 

les STEC isolées de cas cliniques graves, d’animaux malades et de l’environnement (eaux usées 

d’origine humaine et animale) (Blanco et al., 2004, Aidar-Ugrinovich et al., 2007, Feng et al., 2011, 

Martinez-Castillo et al., 2012, Kobayashi et al., 2013). 

Le gène subA code la cytotoxine subtilase qui est une toxine homologue à celle produite chez Bacillus 

anthracis (Paton et al., 2004). Produite chez les STEC en général cette toxine est responsable de 

thrombose et de nécrose en agissant via l’arrêt de la synthèse protéique des cellules (Barth et al., 2007, 

Cergole-Novella et al., 2007, Galli et al., 2010). 

Les gènes estla et elt codant respectivement les toxines Sta thermo-stable et LT thermo-sensible, ont 

été détectés dans des souches STEC responsables de colibacilloses chez le porc (Mohlatlole et al., 

2013) et de diarrhées chez l’Homme (Prager et al., 2011). Les toxines produites agissent sur le 

dérèglement de l’absorption cellulaire et l’hyper-excrétion des ions dans la lumière du tube digestif, 

engendrant ainsi un dérèglement osmotique et des diarrhées aqueuses (Nataro et Kaper 1998). 
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Des gènes nle « effecteurs  non codés par le locus LEE» 

Un grand nombre de gènes effecteurs ne faisant pas partie du LEE sont appelés gènes nle pour non 

LEE-encoded effector. Ces gènes sont fortement liés à la virulence de souches responsables de lésions 

A/E (Gruenheid et al., 2004, Echtenkamp et al., 2008, Hodgson et al., 2015). Ces gènes sont 

impliqués dans diverses fonctions, telles que l'inhibition de la phagocytose, des activités anti-

apoptotiques, la perturbation des réponses immunitaires innées, l'augmentation de la perméabilité 

cellulaire, le blocage de la division cellulaire et la perturbation des microtubules du cytosquelette, 

entre autres (Galli et al., 2010, Martinez-Castillo et al., 2012 ) (Annexe I). Ces gènes sont pour la 

plupart codés par des prophages au sein d’îlots de pathogénicité tels que OI-122, OI-71, OI-57 ou OI-

36 chez E. coli. 

Des gènes impliqués dans la persistance 

Au sein des autres gènes participant à la virulence des souches, on retrouve des gènes impliqués dans 

la persistance (Annexe I) : 

Le gène katP codant une catalase/péroxidase permet aux souches de E. coli de résister au stress 

oxydatif. Le gène ureD est associé à l’expression de l’uréase qui est une enzyme qui catalyse la 

réaction de transformation de l'urée en dioxyde de carbone et ammoniac (source d’énergie) (Steyert et 

Kaper 2012). En remarque, le rôle de l’uréase dans la virulence des souches du genre Proteus et 

Klebsiella a récemment été identifié ; elle agirait comme un élément protégeant la bactérie du système 

immunitaire de l’hôte en bloquant la phagocytose et créant des lésions cellulaires (action de l’ion 

ammonium) (Rutherford 2014). 

Le gène pagC code pour une protéine (pagC-like menbrane protein/phP-activated gene C) homologue 

de celle produite par Salmonella enterica impliquée dans la résistance des souches à l’action des 

macrophages (Nishio et al., 2005). 

Dans ce groupe de gènes impliqués dans la persistance, on trouve également terE qui code pour une 

enzyme capable de dégrader les tellurites en tellures permettant ainsi à certains E. coli comme 

l’O157 :H7 de se développer sur des milieux enrichis en tellurites (exemple : le milieu MacConkey 

sélectif) (Orth et al., 2007). 

Le gène ecf1 (E. coli attaching and effacing gene-positive conserved fragment 1) fait partie d’un 

opéron codant une hydrolase qui améliore la structure de la membrane bactérienne par la biosynthèse 

de polysaccharide et qui est impliquée dans l'invasion spécifique des STEC LEE-positifs (Yoon et al., 

2005). 
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D’autres gènes impliqués dans la résistance ou la persistance de souches appartenant aux autres 

pathovars ont été identifiés chez les STEC ; le gène aggR qui code le régulateur de la transcription de 

nombreux gènes de virulence chez les EAEC (Morin et al., 2013), le gène pic qui code une sérine 

protéase impliquée dans la colonisation chez les EAEC (Harrington et al., 2009) et les gènes irp2 (iron 

responsible protein 2) et fyuA (ferric yersiniabactin uptake) qui codent des protéines ayant un rôle 

dans l'absorption du fer chez Yersinia (Gophna et al., 2001). 

4. Notion de risque moléculaire 
La seule détection des gènes caractérisant les STEC et EHEC (stx1, stx2 et eae) et les EPEC (eae et 

bfpA) ne suffit pas à définir le potentiel de virulence réel des souches du fait de l’intervention d’autres 

facteurs de virulence (EFSA 2013). Le séquençage total du génome du E. coli STEC O157 :H7 

EDL933 a montré la présence d’îlots de pathogénicité composés de différents gènes de virulence dont 

une partie des ilôts est décrit dans l’Annexe I (Figure 14). Les gènes présents sur ces îlots se 

composent essentiellement de gènes nle, de gènes codant des adhésines, des toxines ou des 

mécanismes impliqués dans la résistance des souches aux agressions extérieures. 

 

Figure 14 : Gènes de virulence de E. coli associés aux O-Islands 122, 36, 71 et 57. 

De récentes études se sont intéressées à l’association entre la présence de certains OI et le pouvoir 

pathogène des souches (Karmali et al., 2003, Wickham et al., 2006, Coombes et al., 2008, Imamovic 

et al., 2010b). Notamment en 2006, Wickham et al., ont associé la présence de l’OI-122 à des souches 

responsables de SHU et d’épidémies. Coombes et al., en 2008 ont mis en évidence que les gènes 

présents sur les OI-122, OI-57 et OI-71 étaient fortement détectés chez des souches STEC 

responsables de SHU et d’épidémies. 

Les gènes localisés préférentiellement sur les OI-122, OI-43-47, OI-57, OI-71 sont le plus souvent 

associés à des cas cliniques graves (Coombes et al., 2008, Bugarel et al., 2010, Ju et al., 2013, Chui et 

al., 2015) 
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Le développement de méthodes miniaturisées dédiées à l’évaluation rapide du pouvoir pathogène des 

souches (puce à ADN) est en pleine expansion. La détection combinée des gènes stx, eae et d’une série 

de gènes nle permet donc de produire une sorte de signature de virulence utilisée pour identifier les 

souches potentiellement hautement pathogènes pour l’Homme, pour différencier par exemple  les 

souches EHEC des STEC et des EPEC (Bugarel et al., 2010,  Delannoy et al., 2013). 

E. Réservoirs des EPEC 

Le réservoir principal des EPEC est le tube digestif de l’Homme, plus précisément des enfants 

malades ou asymptomatiques, des adultes asymptomatiques incluant les mères et les personnes au 

contact d’enfant (Nataro et Kaper 1998). Le portage varie entre 11 et 24 % dans les études recensées 

dans le Tableau 9. 

Plusieurs études rapportent également la présence des EPEC dans les fèces d’animaux variant entre  

8 % et 32 % selon l’espèce animale considérée. Les bovins, les ovins, les caprins, les animaux 

domestiques et les animaux sauvages sont des réservoirs potentiels d’EPECa. 

Plus précisément, le réservoir principal des EPECt est l’Homme et le réservoir des EPECa est divisé 

entre l’Homme et les animaux (Trabulsi et al., 2002). De plus, les EPECa sont plus communément 

détectés dans les échantillons humains et animaux que les EPECt, avec 211 souches isolées versus 12 

souches parmi les études recensées ci-dessous (Tableau 9). 

F. Réservoirs des STEC 

Les animaux d’élevage (bovins, ovins, porcs, chèvres, volaille) et tout particulièrement les bovins, 

sont les principaux réservoirs des STEC au niveau de leur tube digestif. Ce sont des porteurs sains et la 

colonisation de leur tube digestif est asymptomatique et transitoire (Ferens et Hovde 2011). Le portage 

varie d’un environnement à l’autre et peut varier entre 15 et 70 % selon les cheptels étudiés. De 

nombreuses études ont également mis en évidence le portage de STEC chez les ovins, les caprins, les 

porcs, les animaux sauvages et les animaux domestiques tels que les chiens et les chats mais 

également chez des animaux atypiques tels que les grenouilles ou les poissons par contamination 

indirecte (Tableau 10). 

L’Homme symptomatique ou asymptomatique peut être le réservoir de STEC au niveau de son tube 

digestif (Blanco et al., 2004). Le taux de portage varie entre 1,4 et 3 %. 

Les études mettent en évidence l’isolement de souches appartenant aux EHEC typiques majeurs 

identifiés en Europe chez l’Homme et les animaux ; soit les sérogroupes O157, O26, O103 et O145. 

Le portage des EHEC typiques par les animaux domestiques et les animaux sauvages semble faible 

comparé au portage par l’Homme. 
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Au final, l'Homme et les animaux contribuent à la persistance et à la dissémination des STEC et des 

EPEC dans l’environnement par le portage symptomatique ou asymptomatique (Ferens et Hovde 

2011). 
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Tableau 9 : Sélection d’études révélant le taux de portage des EPEC dans différents réservoirs et proportion de souches EPECa et EPECt isolées 

Réservoirs (fèces) Pays Prévalence % (nombre d’échantillon 

positifs/nombre total) 

EPECa ou EPECt (nombre de souches 

isolées) 

Références 

Homme (symptomatique et 

asymptomatique) 

Brésil 

Inde 

Chine 

Iran 

Japon 

Norvège 

Enfant 11 % (13/119) 

Adulte/Enfant 17 % (20/115) 

Enfant 24 % (130/540) 

Enfant 14 % (191/1355) 

Etudiant 41 cas 

Enfant 13 % (59/461) 

EPECaa (12) EPECtb (1) 

EPECa (nd) 

EPEC 

EPECa/EPECt (ndc) 

EPECa (41) 

EPECa (58) EPECt (1) 

Franzolin et al., 2005 

Shetty et al., 2012 

Wang et al., 2014 

Alikhani et al., 2006 

Yatsuyanagi et al., 2003 

Afset et al., 2004 

Bovins Inde 

Espagne 

Veau 10 % (39/391) 

Bétail 8,2 % (34/412) 

nd 

nd 

Wani et al., 2003 

de la Fuente et al., 2002 

Ovins Inde 

Espagne 

Agneaux 27 % (27/101) 

Mouton 15 % (88/590) 

nd 

nd 

Wani et al., 2003 

de la Fuente et al., 2002 

Caprins Espagne Chèvre 8 % (18/222) 

Chèvre 15 % (62/423) 

EPECa 

nd 

Cortes et al., 2005 

de la Fuente et al., 2002 

Porcs Hongrie Porcelet 13 % (29/221) EPECa (37) Malik et al., 2006 

Volaille Inde Canard (nd) 

Poule (nd) 

EPECa (2) 

EPECa (25) 

Farooq et al., 2009 

Oiseaux Inde Pigeon (nd) EPECa (6) Farooq et al., 2009 

Animaux domestiques Brésil Chien (nd) 

Chat (nd) 

EPECa (5) 

EPECa (2) 

Moura et al., 2009 

Primates Brésil Singe 32 % (18/56) 

Singe (nd) 

EPECa (14) EPECt (7) 

EPECa (3) EPECt (3) 

Carvalho et al., 2003 

Moura et al., 2009 

Autres animaux Brésil Lapin (nd) EPECa (6) Moura et al., 2009 
a E. coli entéropathogène atypique, b E. coli entéropathogène typique, c non déterminé.
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Tableau 10 : Sélections d’études révélant le taux de portage des E. coli producteurs de Shiga-toxines (STEC) dans différents réservoirs et le nombre de souches E. coli 
entérohémorragiques typiques majeurs (EHEC) isolées. 

Réservoir (fèces) Pays Prévalence % (nombre d’échantillon 

positifs/nombre total) 

Pathovar EHEC typiques majeurs isolés 

(nombre de souches) 

Références 

Homme  France 

Espagne 

Pays-Bas 

Canada 

Inde 

Argentine 

Enfant 3 % (19/658) 

Adultes 2,5 % (126/5054) 

Adultes 1,7 % (68/4069) 

Adultes 1,4 % (38/2 725) 

Adultes 1,8 % (11/600) 

Adultes 1,4 % (1/70) 

STEC 

STEC 

STEC 

STEC 

STEC 

STEC 

O157 :H7 (1) 

O157 :H7 (24), O26 :H11 (11) 

O157 :H7 (5) 

O157 (2), O26 (1) 

Aucune 

nd 

Pradel et al., 2000 

Blanco et al., 2004 

van Duynhoven et al., 2008 

Couturier et al., 2011 

Kumar et al., 2014 

Favier et al., 2014 

Bovins  

 

France 

Allemagne 

Japon 

 

 

Inde 

Brésil 

Vietnam 

 

Serbie 

Irlande 

Bétail 70 % (330/471) 

Vache laitière 18 % (131/726) 

Veaux 46 % (40/87) 

Génisses 66 % (58/88) 

Vache 69 % (126/183) 

Vache 18 % (12/66) 

Bétail 49 % (119/243) 

Buffle 27 % (64/237) 

Bovin 23 % (29/126) 

Bovin 15% (126/823) 

Bovin 40 % (480/1 200) 

STEC 

STEC 

STEC 

 

 

STEC 

STEC 

STEC 

 

STEC 

STEC 

O157 :H7 (1) 

O26 (1) 

O157 :H7 (1) 

 

 

Aucune 

O157  (5) 

O157 (3), O145 (1), O26 (1) 

 

O26 (1) 

O26 (14), O145 (1) 

Pradel et al., 2000 

Zschock et al., 2000 

Kobayashi et al., 2001 

 

 

Khan et al., 2002 

Moreira et al., 2003 

Vu-Khac et Cornick 2008 

Cobeljic et al., 2005 

Monaghan et al., 2011 

Caprins Allemagne 

Serbie 

Chèvre 75 % (70/93) 

Chèvre 74 % (31/42) 

STEC 

STEC 

Aucune 

O157 (5) 

Zschock et al., 2000 

Cobeljic M et al., 2005 

Ovins 

 

Allemagne 

Suisse 

Mouton 32,1 % (9/28) 

Mouton 30 % (196/653) 

STEC 

STEC 

Aucune 

Non-O157 (nd) 

Zschock et al., 2000 

Zweifel et al., 2004 

Porcs Etats-Unis 70 % (484/687) STEC Aucune Fratamico et al., 2004 
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Suisse 

Serbie 

Espagne 

Inde 

Chine 

22 % (139/630) 

11 % (135/900) 

Sanglier 8 % (17/ 212) 

Porc 14,5 % (113/782) 

Porc 25,4 % (255/1003) 

STEC 

STEC 

STEC 

STEC 

STEC 

O26:H- (1), O103:H2 (1) 

Aucune  

O157:H7 (7) 

O157 (4), O103 (2) 

Aucune  

Kaufmann et al., 2006 

Cobeljic et al., 2005 

Sanchez et al., 2010 

Rajkhowa et Sarma 2014 

Meng et al., 2014 

Volaille Serbie 

Canada 

1 % (4/40) 

53 % (52/97) 

STEC 

STEC 

Aucune 

Aucune 

Cobeljic et al., 2005 

Parreira et Gyles 2002 

Oiseaux Italie 

Canada 

Pigeon 11 % (71/649) 

15 espèces d’oiseaux 98 STEC isolés 

STEC 

STEC 

Aucune 

Aucune O157 

Morabito et al., 2001 

Chandran and Mazuder 2014 

Animaux sauvages Espagne 

Etats-Unis 

Daim, Cerf, Mouflon, Chevreuil 24 % (58/243) 

Lévrier 45 % (52/116) 

STEC 

STEC 

Aucune 

Aucune O157 

Sanchez et al., 2009 

Staats et al., 2003 

Animaux domestiques Argentine Chien 8 % (36/450) 

Chat 6 % (9/149) 

STEC 

STEC 

Aucune Bentancor  et al., 2007 

Autres animaux Italie 

Afrique 

Grenouille 3 % (2/60) 

Poisson 5 % (3/64) 

STEC 

STEC 

O157 (nd) 

O157 :HNM (2) 

Dipineto et al., 2010 

Tuyet et al., 2006 
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G. Mode de transmission 

Les STEC et les EPEC se transmettent principalement par voie indirecte alimentaire, par 

consommation d’aliments d’origine animale ou végétale et d’eaux de boisson contaminés par un 

environnement souillé par les matières fécales animales ou humaines (Kern Benaibout 2006). La 

seconde voie de transmission est directe par contact interhumain ou par contact avec des ruminants 

infectés porteurs et excréteurs. Les eaux récréatives comme les lacs, les rivières et également les eaux 

de mer peuvent être des vecteurs de contamination (LeJeune 2008) (Tableau 11). 

Il existe un lien étroit entre toutes les voies de transmissions possibles des STEC et des EPEC. Les 

flux potentiels de souches pathogènes sont caractérisés dans un premier temps par la présence des 

STEC et des EPEC au niveau des animaux domestiques et sauvages (Sanchez et al., 2010, Monaghan 

et al., 2011, Chandran and Mazumder 2014). La contamination passe par le contact d’animal à animal, 

d’animal à l’Homme (Lahti et al., 2002) mais aussi par la contamination des sols (prairies et champs) 

et des eaux superficielles à partir des déjections animales ou d’effluents contaminés (fumiers et lisiers) 

épandus pour fertiliser les terres agricoles (Grif et al., 2005, Quilliam et al., 2012, Brown et al., 2012). 

Les eaux usées issues des abattoirs ou des stations d’épuration véhiculent et favorisent la 

dissémination des bactéries d’origine fécale dans l’environnement (Franzolin et al., 2005, Martinez-

Castillo et al., 2012). Les aliments (herbes et fourrages) et l’eau d’abreuvement des animaux peuvent 

ainsi être également contaminés (Polifroni et al., 2014). Les végétaux consommés par l’Homme ou les 

animaux peuvent être contaminés, soit par les fumures, soit par l’eau contaminée utilisée pour 

l’irrigation (Ma et al., 2014, Naganandhini et al., 2015). L’ensemble des flux potentiels de 

contamination de l’environnement et de l’Homme par ces bactéries entériques pathogènes sont 

présentés dans la Figure 15. 
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Tableau 11 : Liste d’épidémies et d’infections liées aux E. coli producteurs de Shiga-toxines (STEC) et aux E. coli entéropathogènes (EPEC) et identification de la voie de 
transmission 

Voie de transmissions Sources Sérotype ou sérogroupe (nombre de cas) Pathovar Pays Références 
Contact indirect      
Viandes mal cuites Burger 

Porc 
Saucisse 
Mouton 

O123 :HNM (2) 
O157 :H7 (29) 
O157 :H7 (205) 
O148 :H8 (11) 

STEC 
STEC 
STEC 
STEC 

France 
Canada 
Espagne 
France 

King et al., 2010 
Trotz-Williams et al., 2012 
Bosch 2000 
Espié et al., 2006a 

Produits frais Lait 
Fromage au lait cru 
Fromage de chèvre 

O157 :HNM (14) 
O157 :H7 (29) 
O157 :H7 (2) 

STEC 
STEC 
STEC 

Etats-Unis 
Canada 
France 

Guh et al., 2010 
Gill et Oudit 2015 
Espié et al., 2006b 

Fruits-Légumes-autres Graines germées 
Salade verte 
Cresson 
Germe de fenugrec 
Riz 

O104 :H4 (3816) 
O157 :H7 (58) 
O157 (5) 
O104 :H4 (15) 
O157 :H45 (80) 

STEC 
STEC 
STEC 
STEC 
EPEC 

Allemagne 
Etats-Unis 
Angleterre 
France 
Japon 

Frank et al., 2011 
Slayton et al., 2013 
Jenkins et al., 2015 
King et al., 2012 
Makino et al., 1999 

Eaux de boisson  
 
 
 
 

nd (41) 
O100 :HNM (5 000) 
O157 :H7 (174) 
O157 :H7 (2 300) 
nd (16) 

EPEC 
STEC 
STEC 
STEC 
EPEC 

Japon 
Finlande 
Japon 
Canada 
Mexique 

Yatsuyanagi et al., 2003 
Lienemann et al., 2011 
Akashi et al., 1994 
Hrudey et al., 2003 
Estrada-Garcia et al., 2009 

Vecteurs alimentaires  non 
identifiés 

 nd 
O111 (37) 
nd (6) 
nd (38) 
O26, O111, …(40) 

EPEC 
EPEC 
EPEC 
EPEC 
EPEC 

Angleterre 
France 
Colombie 
Norvège 
Brésil 

Wedley et al., 2012 
Wight et al., 1997 
Rúgeles et al., 2010 
Afset et al., 2004 
Scaletsky et al., 1999 

Contact direct      
Homme Enfant (garderie) 

Adulte/enfant (camp) 
Enfant (Hôpital) 

O26 :H11 (nd) 
O115 :H19 (103) 
O111 :HNM (25) 

STEC 
EPEC 
EPEC 

Etats-Unis 
Japon 
Kenya 

Brown et al., 2012 
Saito et al., 2005 
Senerwa et al., 1991 

Animaux Animaux de zoo 
Vache (rodéo) 

O157 :H7 (1) 
O157 :H7 (14) 

STEC 
STEC 

Pays-Bas 
Etats-Unis 

Heuvelink et al., 2002 
Lanier et al., 2011 

Environnement  Animaux de ferme O157 :H7 (5) STEC Finlande Lahti et al., 2002 
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Herbe (Festival) 
Prairie 
Station d’épuration 
Inondation 

O157 :H7 (7) 
O157 :H7 (3) 
O142, O25,…(13) 
O126 :H12, … (32) 

STEC 
STEC 
EPEC 
EPEC 

Angleterre 
Autriche 
Brésil 
Australie 

Crampin et al., 1999 
Grif et al., 2005 
Franzolin et al., 2005 
Barlow et al., 1999 

Eaux de baignade Lac 
Lac 
Rivière 

O157 :H7 (37) 
O157 :HNM (3) 
O157 :H7 (7) 

STEC 
STEC 
STEC 

Etats-Unis 
Etats-Unis 
Angleterre 

Bruce et al., 2003 
Feldman et al., 2002 
Ihekweazu et al., 2006 
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Figure 15 : Flux potentiels de E. coli producteurs de Shiga-toxines (STEC) et de E. coli entéropathogènes (EPEC) et voies potentielles de contamination de l’environnement 
et de l’Homme. En gris : voie regroupant les effluents, en vert : voie végétale, en bleu clair: voie hydrique, en bleu foncé : voie contact directe ou indirecte, en orange : voie 

consommation (d’après AFSSA 2003) 
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III. ESCHERICHIA COLI DANS L’ENVIRONNEMENT LITTORAL 

A. Définition de l’environnement littoral 

Le littoral peut être défini par la dénomination « zone entre la mer et le continent ». Il se divise en 

plusieurs parties ; (i) l’arrière pays côtier caractérisé par la présence des activités humaines, urbaines, 

agricoles et industrielles, (ii) l’interface entre le continent et l’océan avec la présence des activités 

humaines maritimes (ports, zones conchylicoles, zones de baignade, zones de pêche récréative…) et 

(iii) la pleine mer juridiquement répartie entre les eaux territoriales et la zone économique maritime 

plus au large (Figure 16). La zone côtière et spécifiquement les estuaires et les baies sont à l’interface 

entre trois types d’environnement : les terres, les rivières et la mer. 

 

Figure 16 : Représentation schématique de l’environnement littoral 

De ces activités, découle une forte pression sur le milieu qui fragilise ces espaces où les activités 

humaines sont très variées (baignade, conchyliculture, pêche récréative…). C’est en amont des zones 

côtières, au niveau des bassins versants, que la qualité de l’environnement est principalement impactée 

puisque 80 % des pollutions du littoral sont d’origine terrestre (Anonyme 2011). 

Le littoral est un lieu où s’exercent de fortes activités urbaines, économiques et touristiques 

susceptibles d’apporter des contaminations d’origine fécale. En France, 20,8 % de la population vit à 

moins de 25 km du littoral. Occupant 4 % du territoire total, les communes littorales représentent 12,5 

% des surfaces de logements. La pression de construction (surface construite par km² de territoire) est 

2,5 fois plus forte dans les communes littorales que la moyenne métropolitaine. 
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En été, la population présente peut être beaucoup plus importante, augmentant ainsi les pressions 

exercées sur le littoral (Anonyme 2011). 

Enfin au niveau de la zone littorale et des bassins versants en amont, s’exercent de nombreuses 

activités agricoles. L’agriculture (élevages intensifs, patûrage, culture…) est ainsi la principale activité 

qui occupe 40,2 % des terres des communes littorales (Anonyme 2011). 

B. Réglementation sanitaire en zone littorale 

Depuis les années 1970, une réglementation européenne pour les eaux et les coquillages a été mise en 

place afin d’améliorer la qualité microbiologique des eaux de baignade et des eaux conchylicoles. Ces 

réglementations reposent sur la détection des indicateurs de contamination fécale que sont les E. coli et 

les entérocoques.  

1. Les indicateurs de contamination fécale : E. coli et les entérocoques 

Un bon indicateur de contamination fécale doit : (i) être présent au niveau du tractus digestif des 

animaux à sang chaud, (ii) être présent quand les pathogènes sont présents et absent quand 

l’échantillon n’est pas contaminé, (iii) être présent en plus grand nombre que les pathogènes, (iv) être 

capable de survivre de la même manière que les pathogènes dans l’environnement, (v) ne pas être 

capable de se multiplier dans l’environnement, (vi) être détectable et quantifiable facilement, 

rapidement et par des méthodes peu couteuses et enfin (vii) être non pathogène (Ishii et Sadowsky 

2008). Les E. coli et les entérocoques sont généralement considérés comme étant de bons indicateurs 

de contamination fécale. 

Leur présence dans les eaux ou les aliments témoigne d'une contamination fécale et donc d'un risque 

de propagation de germes transmissibles par voie oro-fécale tels que les salmonelles, les 

Campylobacter spp. ou les norovirus, par exemple. La consommation d’eau ou d’aliments contenant 

des E. coli en quantité importante peut présenter un danger pour l’Homme. 

Ils sont les plus corrélés à l'apparition d’infections ou d'intoxications au niveau des eaux de baignade 

en eau douce ou marine (Crowther et al., 2002). 

Si les E. coli sont utilisés comme indicateur de contamination fécale pour classer les zones de 

baignade et les zones conchylicoles en Europe, ils présentent toutefois quelques limites : ils persistent 

moins longtemps en eau de mer et dans les coquillages que d’autres bactéries pathogènes ou des virus 

entériques (Marino et al.,. 2005, Love et al., 2010). Les entérocoques semblent mieux persister en eau 

de mer et seraient donc de meilleurs indicateurs que les E. coli en zone littorale (Love et al., 2010). 
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2. Classification des zones de baignade 

Le contrôle sanitaire des eaux de baignade est actuellement défini par la directive européenne 

2006/7/CE (Anonyme 2006) basée sur la détection des indicateurs de contamination fécale : 

entérocoques et E. coli. Cette réglementation définit trois seuils de qualité en fonction de la corrélation 

entre les concentrations en E. coli et en entérocoques mesurées dans l’eau ; d’excellente à suffisante. 

Au delà de ces seuils les eaux sont considérées de qualité insuffisante (Tableau 12). 

Tableau 12 : Réglementation sanitaire microbiologique des eaux intérieures et des eaux côtières et de transition 
selon la directive 2006/7/CE 

Paramètresa 

(NPP/100  ml) 

Excellente qualité Bonne qualité Qualité suffisante Méthode de 

référence pour 

l’analyse 

E. coli 500b,d/250b,e 1 000b,d/500b,e 900c,d/500c,e ISO 9308-3 ou ISO 

9308-2 

Entérocoque 200b,d/100b,e 400b,d/200b,e 330c,d/185c,e ISO 7899-1 ou ISO 

7899-2 
aPour qu’une eau de baignade soit classée dans une catégorie de qualité donnée, il faut que les percentiles des 
résultats de dénombrement pour les deux indicateurs microbiologiques soient inférieurs aux valeurs seuils de la 
classe de qualité considérée. 
bValeurs seuils à comparer aux percentiles 95 des mesures microbiologiques. 
cValeurs seuils à comparer aux percentiles 90 des mesures microbiologiques 
dEaux intérieures 
eEaux côtières et de transition 
 

Les États membres de l’Union Européenne établissent alors un classement des eaux en fonction de 

cette norme. En France, la période de suivi couvre l’ensemble de la saison balnéaire du 15 juin au 15 

septembre lorsque les sites de baignade sont régulièrement fréquentés, avec une fréquence de 

prélèvements le plus souvent bimensuelle. La surveillance des zones de baignade est assurée pendant 

la saison estivale par les Agences Régionales de la Santé (ARS). Les résultats sont disponibles sur le 

site internet du ministère chargé de la santé (http://baignade.santé.gouv.fr). 

En 2014, plus de 90 % des sites de baignade en France ont été classés d’excellente ou de bonne qualité 

pour les 3 345 sites de baignade suivis (EEA 2015). Seuls 3,1 % des sites ont été classés de qualité 

insuffisante. 

L’information concernant la classification des plages doit être accessible et visible au public par le 

biais de tableaux d’affichage à l’entrée de chaque plage et sur le site internet du ministère de la santé 

(http://baignades.sante.gouv.fr/). En cas de classement en qualité suffisante voir insuffisante, les États 

adoptent les mesures nécessaires pour la gestion et l’élimination des contaminations, afin d’accroître le 

nombre d’eaux de baignade de bonne ou excellente qualité. En cas de classement épisodique en qualité 
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insuffisante, les Etats s’engagent à prendre les mesures nécessaires de gestion pour la protection et 

l’information des baigneurs par la mise en place d’arrêtés municipaux d’interdiction de baignade. 

La directive 2006/07/CE impose également l’établissement d’un profil de vulnérabilité des eaux de 

baignade pour chaque site. Ce profil nécessite une identification et une étude des sources de 

contamination fécale et la mise en place d’actions sur ces sources pour améliorer la qualité des eaux. 

3. Classification des zones conchylicoles 

Les zones conchylicoles sont classées selon le Paquet hygiène et en particularité le règlement 

CE/854/2004 (Anonyme 2004) et l'arrêté du 21 mai 1999 relatif au classement de salubrité et à la 

surveillance des zones de production et des zones de reparcage des coquillages vivants. L'ensemble 

des zones de production de coquillages (zones d’élevage et de pêche professionnelle) fait ainsi l’objet 

d’un classement sanitaire, défini par arrêté préfectoral. Celui-ci est établi sur la base d’analyses des 

coquillages présents dans ces zones : analyses microbiologiques en utilisant E. coli comme indicateur 

de contamination et le dosage de la contamination en métaux lourds (plomb, cadium et mercure). Le 

classement et le suivi des zones de production de coquillages distinguent trois groupes de coquillages 

au regard de leur physiologie : 

• groupe 1 : les gastéropodes (bulots etc.), les échinodermes (oursins) et les tuniciers (violets) ; 

plus généralement des coquillages sauvages de gisements naturels, 

• groupe 2 : les bivalves fouisseurs, c’est-à-dire les mollusques bivalves filtreurs dont l’habitat 

est constitué par les sédiments (palourdes, coques...) ; plus généralement des coquillages 

sauvages de gisements naturels, 

• groupe 3 : les bivalves non fouisseurs, c’est-à-dire les autres mollusques bivalves filtreurs 

(huîtres, moules...) ; plus généralement des coquillages d'élevage. 

En France, l’estimation de la qualité microbiologique des coquillages des zones de production utilise 

les données acquises en surveillance régulière par le REseau de contrôle MIcrobiologique (REMI) de 

l’Ifremer, sur des périodes de trois années consécutives (années calendaires). L’interprétation des 

données se fait par rapport aux seuils microbiologiques en vigueur établis par le règlement 

CE/854/2004 associé à des règles de gestion strictes avant la mise sur le marché (Figure 17) 
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Figure 17 : Exigences réglementaires microbiologiques issues du classement des zones conchylicoles 

[Règlement (CE) n° 854/2004 et arrêté du 06/11/2013 fixant les conditions sanitaires de transfert et de traçabilité 
des coquillages vivants] 

En France, en 2015, 51 sites relatifs à la production de coquillages appartenant au groupe 1, 182 pour 

les coquillages du groupe 2 et 328 pour les coquillages du groupe 3, ont été suivis le plus souvent 

mensuellement ; soit un total de 561 sites. Vingt-trois pourcents des zones ont été classés en catégorie 

A, 68 % en catégorie B, 6 % en catégorie C et 3 % en catégorie D (http://www.zones-

conchylicoles.eaufrance.fr). 

En France, la mise en évidence d’épisodes de forte contamination par le suivi du REMI, faisant suite à 

de fortes pluies ou à la présence de rejets non contrôlés, fait l’objet de bulletins d’alertes transmis aux 

autorités compétentes locales et nationales. La persistance de la contamination peut faire l’objet d’une 

mesure de gestion par le préfet (fermeture temporaire de la zone ou modification du classement). 

Dès lors que les coquillages sont considérés comme des produits alimentaires, ils font l’objet d’une 

réglementation liée à la manipulation, au conditionnement et au traitement en vue de leur 

commercialisation. La réglementation qui classe les zones conchylicoles selon leur qualité sanitaire 

prévoit les mesures de traitements adéquats pour chaque catégorie de coquillages avant la mise sur le 

marché (Figure 17). 

Le traitement des coquillages est basé principalement sur leur propriété physiologique liée à leur 

capacité à filtrer de grandes quantités d’eaux et ainsi à éliminer les contaminants microbiologiques 

éventuellement présents dans les coquillages. L’élimination des microorganismes se fait par le 

reparcage des coquillages issus du milieu naturel dans des bassins d’eau de mer propre et traitée pour 

une durée plus ou moins longue selon la catégorie de la zone pour obtenir une concentration en E. coli 

< 230 E. coli/100 g CLI (limite de commercialisation). 
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C. Contamination et décontamination des coquillages 

Les bivalves sont des organismes filtreurs qui par ce mécanisme physiologique complexe, captent et 

concentrent les particules de tailles variables entre 5 et 200 µm, de type phytoplancton, algues 

microscopiques, divers détritus présents dans leur environnement pour se nourrir. Un mouvement 

ciliaire assure le tri des particules puis leur transport jusqu’à la bouche de l’animal (Burkhardt et Calci 

2000). Les microparticules sont ensuite ingérées, digérées via le tractus digestif et éliminées par les 

phénomènes de digestion et/ou de défécation (Figure 18). Une huître peut filtrer entre deux et six litres 

d’eau par heure par gramme de poids sec, tandis que les moules peuvent filtrer entre 0,3 à 2 litres 

d’eau par heure par gramme de poids sec (Gosling 2015). 

 

Figure 18 : Schéma de l’anatomie de l’huître creuse Crassostrea gigas (gauche) et de la moule Mytilus edulis 
(droite) 

Parmi les particules filtrées par les coquillages, les bactéries ou les virus potentiellement pathogènes 

pour l’Homme peuvent être présents car fixés aux éléments nutritifs. Leur présence dans les 

coquillages peut conduire à l’apparition de TIAC (maladie à déclaration obligatoire) lors de leur 

consommation (Iwamoto et al., 2010, Iritani et al., 2014, Loury et al., 2015). En France, en 2013, 102 

foyers de TIAC sur 1 086 recensés étaient liés à la consommation de coquillages, dont 48 liés à la 

présence de virus entériques (InVS 2013). 

Ces microorganismes de la même façon que les éléments nutritifs, peuvent être éliminés par le 

phénomène de digestion et de défécation de l’organisme filtreur. Le comportement des bactéries 

entériques pathogènes dans le coquillage est encore mal connu. Cependant, des études en microcosmes 

ont montré que les bactéries, telles que les salmonelles se concentraient préférentiellement au niveau 

des tissus digestifs du coquillage puis se retrouvaient dans les cellules des tissus conjonctifs profonds 

(Morrison et al., 2011). 
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Pour les virus entériques, certaines souches de norovirus (souches du génogroupe I) se lient aux tissus 

d’huîtres creuses (Crassostrea gigas) via des ligands carbohydrates, proches des ligands caractérisés 

chez l’Homme (Drouaz et al., 2015). 

Dans le coquillage, les bactéries entériques ne sont que de « passage » contrairement aux norovirus 

(Guyader et al., 2013). Ce phénomène est utilisé pour dépurer les coquillages contaminés par des 

bactéries. 

Les coquillages sont capables de concentrer les microorganismes, ce phénomène est appelé la 

bioaccumulation. Le facteur de bioaccumulation, traduit le niveau de concentration des 

microorganismes dans le coquillage par rapport à la concentration dans le milieu. Ce facteur est 

extrêmement variable d’un bivalve à l’autre et dépend des facteurs biologiques propres à chaque 

organisme (état physiologique, taille, espèce) et des facteurs environnementaux (température, salinité) 

(Jozic et al., 2012, Derolez et al., 2013). Le facteur de bioaccumulation de l’indicateur E. coli peut 

varier entre 0,9 et 9,8 chez les moules et entre 0,9 et 10,3 chez les huîtres en microcosme et entre 0,1 

et 406 chez les huîtres dans l’environnement (Tableau 13). 

Tableau 13 : Facteur de bioaccumulation de l’indicateur de contamination fécale E. coli dans les huîtres et les 
moules. nd : non déterminé. 

 Espèce Facteur de 

bioaccumulation 

Température Référence 

Microcosme Moule (M. galloprovincialis) 1,1-1,3 14-21°C Marino et al., 2005 

Huître (C. virginica) 3,8 14-30°C Burkhardt et Calci 2000 

Moule (M. edule) 0,9-7,7 nd Campos et al., 2013 

Huître (C. gigas) 0,9-10,3 nd Campos et al., 2013 

In situ Huître (nd) 2-146 12,6-30,4°C Shieh et al., 2003 

Huître (C. gigas) 0,1-406 5,7-15°C Derolez et al., 2013 

 

Plusieurs études se sont focalisées sur le comportement des E. coli face au phénomène de 

bioaccumulation dans les coquillages (Marino et al., 2005, Younger et Reese 2013). La cinétique de 

contamination par E. coli des bivalves filtreurs se traduit par une relation hyperbolique ; le temps de 

bioaccumulation nécessaire pour obtenir une contamination maximale dans les coquillages est très 

rapide de l’ordre d’une heure. Ensuite, on observe un équilibre cinétique entre la concentration des 

bactéries dans le coquillage et dans l’eau de mer. 

La vitesse de contamination est très dépendante des conditions environnementales comme la 

température de l’eau ou la concentration initiale en bactéries Cette vitesse diminue lorsque la 

température de l’eau diminue (Jozic et al., 2012). 
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Comme pour la phase de contamination, la phase de dépuration des coquillages par E. coli est très 

rapide de l’ordre parfois de deux à six heures pour passer au-dessous du seuil d’acceptabilité de la 

réglementation qui est de < 230 UFC/100 g (ou 2,4 log10 UFC/100 g) de CLI (Marino et al., 2005). Les 

paramètres physico-chimiques comme la température de l’eau et la salinité jouent un rôle important 

dans l’efficacité de la dépuration des coquillages. De meilleurs rendements de purification sont 

observés à la température de 25°C comparé à 18 ou 12°C (Love et al., 2010). L’espèce du bivalve est 

également un paramètre à prendre en compte dans l’efficacité de la dépuration puisque les paramètres 

physiologiques ou le potentiel de filtration diffèrent d’une espèce à l’autre ; par exemple, à une 

concentration en E. coli de 3 log10 UFC/ 100 g de CLI, à 25°C, salinité 28 ‰, pH 8, 1,1 jour est 

nécessaire pour que la concentration en E. coli passe en dessous du seuil critique de commercialisation 

(< 230 UFC/100 g CLI) chez l’huître, alors que 2,8 jours sont nécessaires pour des palourdes. Ces 

valeurs augmentent quand la concentration en E. coli augmente pour les deux espèces (Love et al., 

2010).  

Sur la base de ces observations, la dépuration des coquillages selon la réglementation CE/854/2004 est 

un phénomène contrôlé et normé avec l’utilisation de bassins de dépuration (Figure 19). La dépuration 

s’effectue suite au passage des coquillages contaminés dans une eau propre et traitée afin d’éliminer 

les résidus de pathogènes rejetés dans l’eau par les coquillages. Cette eau peut être traitée de 

différentes manières par irradiation aux UV, ozonisation, ou récemment par électrolyse de l’eau de 

mer, basée sur le cycle perpétuel de transformation du sel en chlore et inversement, qui agit comme un 

puissant oxydant-désinfectant naturel (Kasai et al 2011, Oliveira et al., 2011). 

 

Figure 19 : Photo de bassin de dépuration d’huîtres 

D. Sources et apports de E. coli dans l’environnement littoral 

La contamination de l’environnement littoral par E. coli résulte de la présence de trois principales 

sources de contamination fécale, provenant essentiellement des bassins versants en amont : i) les 

sources d’origine urbaine caractérisées principalement par les eaux usées et les rejets domestiques, ii) 
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les sources d’origine agricole caractérisées par les déjections des animaux tels que les bovins et les 

ovins en pâturage et les effluents d’animaux d’élevage (lisiers et fumiers) et iii) les sources 

environnementales caractérisées par la présence d’oiseaux et d’animaux sauvages (Campos et al., 

2013). 

1. Sources d’origine urbaine 

Les sources d’origine urbaine sont essentiellement représentées par les effluents des stations 

d’épuration (STEP), traitées ou non et les eaux usées issues des habitats dispersés. 

L’Homme excrète par jour, via ses fèces, d’importantes concentrations en E. coli comprises entre 5 et 

8,6 log10 UFC/g de fèces (Tableau 14). E. coli se retrouve ensuite dans les fosses septiques et dans les 

réseaux d’assainissement puis au niveau des stations d’épuration. 

Les stations d’épuration qui collectent et traitent les eaux usées permettent principalement 

l’élimination des composés carbonés, l’azote et le phosphore et plus ou moins efficacement, 

l’élimination des microorganismes entériques. Toutefois, les rejets de ces stations constituent encore 

une source importante de contamination des eaux environnementales. La France comptait en 2010,  

18 637 stations de traitement des eaux usées sur l'ensemble du territoire (métropole et DOM) traitant 

une charge de pollution de 75 million Equivalent Habitant (estimation de la quantité de pollution 

émise par personne et par jour).  

Ces stations de traitement permettent de diminuer les concentrations en microorganismes (de 1,6 à 3 

log10 de E. coli) par différentes filiaires de traitement : boues activées, boues activées associées à des 

membranes filtrantes, lagunage naturel, traitements tertiaires utilisant les rayonnements UV, la 

température, la chloration ou l’ozone … (Pfannes et al., 2015, Lueddeke et al., 2015, Tondera et al., 

2015). 

La performance des usines de traitement et leur capacité de stockage ainsi que l’entretien des 

infrastructures de transport des eaux usées du domicile à la station d’épuration tels que le 

fonctionnement des postes de relèvement ou l’état des conduites sont des points critiques qui 

influencent les rejets de E. coli dans l’environnement (Campos et al., 2013). 

Les boues de STEP épandues dans les champs peuvent aussi constituer un risque de contamination de 

l’environnement par les bactéries entériques. 
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Tableau 14 : Concentrations en E. coli présentes au niveau des fèces humaines et de différentes sources urbaines 

Sources urbaines Concentrations en E. coli Références 

Féces humaines 7,4 - 8,4 log10 UFC/ g Smati et al., 2015 

Eaux usées brutes 7 - 7,4 log10 cellules/100 mL Wéry et al., 2008 

Eaux usées traitées 2,9-3,7 log10 UFC/100 mL 

4,8-5,8 log10 E. coli/100 mL 

Gourmelon et al., 2010 

Lueddeke et al., 2015 

Eaux de fosses 
septiques 

4,3-5,3 log10 NPP/100 mL Appling et al., 2013 

Les habitations trop dispersées pour être raccordées au réseau d’assainissement collectif (traitement 

des eaux usées au niveau des STEP) doivent disposer d’un système d’assainissement autonome qui 

permet l’infiltration des eaux usées dans le sol après une épuration partielle grâce à l’action de 

microorganismes au niveau des fosses septiques. Si la conformité de l’installation n’est pas respectée 

ou s’il n’y a pas un bon fonctionnement, ce type d’installation peut être une source de pollution. De 

plus, la multiplication de E. coli dans les fosses septiques a été démontrée dans une étude où la 

concentration initiale mesurée était de 4,3 log10 NPP/100 mL et passait à >5,38 log10 NPP/100 mL 

(seuil supérieur de détection de la méthode) en deux semaines (Appling et al., 2013). 

Dans les zones fortement industrialisées, les rejets industriels portuaires peuvent également alimenter 

la source de contamination urbaine en E. coli entre 0,7 et 4 log10 UFC/ 100 mL d’eau (Servais et al., 

2007). 

Les risques de contamination de l’environnement sont souvent augmentés par temps de pluie. Les 

eaux usées urbaines non traitées dans les STEP, du au débordement des égouts et à l’engorgement des 

STEP, sont une source potentielle de contamination. Le ruissellement de ces eaux dans 

l’environnement peut être un apport supplémentaire en E. coli à hauteur de 4,5 à 5,5 log10 UFC/100 

mL (Parker et al., 2010). 

2. Sources d’origine agricole 

Les sources d’origine agricole sont caractérisées par la présence d’élevages plus ou moins intensifs 

d’animaux tels que les bovins, les porcs, les ovins et la volaille et l’exploitation des terres pour les 

cultures. Les animaux d’élevage génèrent une quantité importante de fèces avec des concentrations en 

E. coli variant entre 3,1 et 9,5 log10 UFC/ g fèces selon l’espèce animale considérée (Tableau 15). Ces 

fèces peuvent être retrouvées dans les patûrages avec les élevages en plein air. 
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Tableau 15 : Concentrations en E. coli dans les fèces d’animaux d’élevage (d’après Cox et al., 2005, Smati et 
al., 2015) 

Sources animales Concentrations en E. 

coli (log10 UFC/ g fèces) 

Bovins 3,1 – 8,9 

Ovins 5 – 8,3 

Porcs 5,8 – 8,6 

Volaille 6,2 – 8,7 

Chèvres 4,7 – 9,5 

Dans les fermes, les fèces des animaux tels que les porcs et les bovins sont souvent mélangées aux 

eaux de lavage pour former les lisiers ou à la litière des animaux pour former le fumier. Ces effluents 

sont ensuite éliminés : i) par traitement au niveau des exploitations avec des étapes de traitements par 

boues activées, par centrifugation, par compostage ou par lagunage selon les exploitations, ii) par 

exportation dans d’autres régions ou iii) par épandage sur les terres agricoles. 

Au niveau des zones agricoles, les habitats dispersés et les exploitations agricoles sont aussi des 

sources de contamination potentielles de l’environnement. 

Les effluents porcins, bovins et de volaille non traités peuvent contenir de fortes concentrations en E. 

coli comprises entre 2,3 et 8,3 log10 E. coli/g de lisier de porcs, entre 4,2 et 9,4 log10 E. coli/g de 

fumier de bovins et entre 0,1 et 4,3 log10 E. coli/g de litière de volaille (Tableau 16). Ces effluents 

traités ou non sont utilisés pour fertiliser les sols cultivables et des concentrations en E. coli entre 3 et 

4,5 log10 UFC/g lisier épandu peuvent alors être mesurées sur le sol cultivé (Jensen et al., 2013).  

Tableau 16 : Concentration en E. coli dans les effluents de porcs, de bovins et de volaille 

Sources Concentration en E. coli Références 

Lisiers porcins non traités 2,3-6,6 log10 cellules/ g 

4,5 ±3,8 log10 E. coli/ g 

Marti et al., 2010 

Jaffrezic et al., 2011 

Lisiers porcins traités 1,6-3 log10 cellules/ g 

4,3 ±0,4 log10 MPN/ g 

Marti et al., 2010 

Mieszkin et al., 2009 

Fumiers bovins non traités 4,2-4,5 log10 E. coli/ g 

4,7 ±4,7 log10 E. coli/ g 

Johannessen et al., 2004 

Jaffrezic et al., 2011 

Fumiers bovins traités 2,1 log10 E. coli/ g Klein et al., 2011 

 0,8-2,8 log10 E. coli/ g Johannessen et al., 2004 

Litières de volaille non traitées 2,2 ±2,1 log10 E. coli/ g Cook et al., 2014 

Litières de volaille traitées 1,4-2 log10 UFC/ g Shepherd et al., 2010 
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Les risques de contamination de l’environnement par les sources agricoles sont augmentés par temps 

de pluie en raison des ruissellements au niveau des sièges des exploitations et dans les champs sur 

lesquels les effluents sont épandus (Blaustein et al., 2016) (Figure 20). 

 

Figure 20 : Influence du niveau de pluviométrie sur la pénétration et le ruissellement de fumier épandu sur le sol 
(d’après Blaustein et al., 2016) 

3. Sources environnementales : les animaux sauvages 

Les animaux sauvages présents dans les forêts et les terres non cultivées (sangliers, cerfs, lapins, 

oiseaux,…) participent à la contamination en E. coli de l’environnement (Goto et Yan 2011). Les 

animaux en contact avec les points d’eaux et les rivières, participent à la contamination de 

l’environnement à hauteur de 7,1 log10 UFC/g de fèces pour les sangliers ou de 6,1 log10 UFC/g fèces 

pour les cerfs (Smati et al., 2015).  

Les oiseaux sauvages comme les goélands, les mouettes ou les canards présents sur le littoral sont 

également des sources de contamination potentielle en E. coli entre 5 et 9 log10 UFC/g de fèces 

(Araújo et al., 2014, Withman et al., 2014) 

E. E. coli de la source à l’environnement littoral 

Les E. coli dans l’environnement suivent une « chaîne de contamination » de leur émission jusqu’à 

leur arrivée dans l’eau (Figure 21). A chaque étape, les E. coli sont soumis à des facteurs biotiques et 

abiotiques influençant leur devenir dans les différents compartiments. Les facteurs intrinsèques 

propres à chaque bactérie sont également des facteurs importants dans la survie et la persistance des 

souches dans l’environnement (Campos et al., 2013). 
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Figure 21 : Chaîne de contamination des E. coli de la source au coquillage. Identification des facteurs abiotiques 
(jaune) et biotiques (vert) présents au niveau de chaque compartiment agissant sur la survie des E. coli. STEP : 

station d’épuration 

Les déjections humaines et animales 

A la source, dans les fèces humaines et animales, les E. coli sont présents à des concentrations 

variables entre 3,1 et 9,5 log10 E. coli/100 g. Dans ce compartiment, la fraction de E. coli pathogènes 

type STEC peut être entre 1,4 et 3 % dans les fèces humaines et entre 15 et 75 % dans les fèces des 

animaux. Certains STEC sont capables de persister de deux mois à 38 mois dans les fèces de bovins 

(Frémaux et al., 2010, Joris et al., 2013, Widgren et al., 2015) et jusqu’à 11 mois dans les fèces de 

moutons (Amezquita-Lopez et al., 2012). Les EPEC sont capables de survivre jusqu’à 24 mois dans 

les fèces humaines (Shetty et al., 2012). Le facteur le plus influent pour la survie des E. coli dans ce 

compartiment est la disponibilité en eau (aw) généralement liée aux variations de température. Plus la 

température est basse, plus l’aw est élevée : au dessus de 22°C, l’aw des fèces de bovins en fin de 

stockage est inférieure à 0,5, alors qu’elle reste voisine de 0,99 pour un stockage à +5°C (Wang et al., 

1996). Les paramètres biotiques, telles que la prédation et la compétition avec la flore totale fécale 

sont des éléments qui interviennent également sur la survie des E. coli dans les fèces concernant la 

disponibilité en nutriments. 

Les effluents urbains et agricoles 

Parmi les E. coli retrouvés dans les eaux usées urbaines, les STEC peuvent être présents dans 10 à 53 

% des échantillons de STEP (Vernozy-Rozand et al., 2002). Au niveau des stations d’épuration, les 

traitements appliqués pour éliminer les microorganismes impactent la survie des E. coli. Par exemple, 

le traitement par filtration ou le traitement thermique permet de réduire la population entre 1,4 et 2,3 

log10 au niveau des eaux usées (Marin et al., 2015). Les EPEC peuvent être détectés jusqu’à 13 mois 

au niveau des eaux usées de STEP et dans les sols présents à proximités des stations (Yang et al., 

2014). 

Les lisiers et les fumiers peuvent contenir des E. coli à des concentrations de 4,2 à 4,5 log10 UFC/ 100 

g fèces. La prévalence de STEC dans les effluents agricoles peut être detectée dans 9 % des lisiers de 
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porcs analysés et dans 11 % des fumiers de bovins a été reportées dans l’étude de Vernozy-Rozand et 

al.,( 2002). Selon le type de sols amendés par des fumiers et des lisiers en parcelles expérimentales, les 

E. coli peuvent être retrouvés entre 110 jours et plus d’un an, selon la disponibilité en eau et en 

nutriments sur les sols (Brennan et al., 2010, Moynihan et al., 2015). Les STEC sont capables de 

résister dans ce compartiment à la dessiccation et à l’exposition solaire et de persister dans les sols 

amendés par des lisiers jusqu’à quatre mois (Frémaux et al., 2007). 

Lors de fortes pluie les E. coli peuvent se retrouver dans les eaux de ruissellement et les rivières. 

Les rivières et les eaux de ruissellement 

Concernant les eaux de rivières, il a été reporté que dans des rivières impactées par des apports 

urbains, les concentrations en E. coli peuvent varier entre 1,7 et 2,6 log10 UFC/ 100 mL et pour celles 

impactées par des apports agricoles les concentrations peuvent varier entre 1,8 et 2,2 log10 UFC / 100 

mL (Walters et al., 2011). Des E. coli ont été détectés au niveau de la colonne d’eau douce entre 2 et 

16 mois (Ouattara et al., 2011, Widmer et al., 2013). L’étude de Watterworth et al., (2006) a mis en 

évidence que les STEC présents dans l’eau douce sont capables de survivre entre 38 et 56 jours à 

10°C. 

L’eau de mer et le sédiment 

L’étude de Walters et al., (2011) a mis en évidence que les concentrations en E. coli peuvent varier 

entre 1,7 et 2,3 log10 UFC /100 mL dans l’eau de mer. Les E. coli dans ce compartiment sont soumis à 

un facteur abiotique supplémentaire limitant la survie des bactéries : la salinité. En microcosmes d’eau 

de mer et d’eau douce, les E. coli sont détectables pendant au moins 60 jours dans l’eau douce alors 

que dans l’eau de mer les E .coli ne sont plus détectables à partir du 20ème jour d’expérimentation 

(Solecki et al., 2011). Un taux de décroissance des E. coli dans l’eau de mer de -4,2 log10 UFC /100 

mL et dans l’eau douce de -0,4 log10 UFC /100 mL a été reporté par Anderson et al., (2005). 

L’ensoleillement est également un facteur très présent au niveau l’eau de mer, où les T90 (temps 

nécessaire pour que 90 % des bactéries ne soient plus cultivables) peuvent descendre jusqu’à 2,2 

heures (Salomon et Pommepuy 1990). Whitman et Nevers (2003) ont montré que dans le sédiment, les 

E. coli peuvent être présents entre 2 et 4 log10 UFC /100 g. La dessiccation et l’oligotrophie semblent 

être les deux facteurs les plus influents au niveau du sédiment. Whitman et al., (2014) ont mis en 

évidence que les E. coli étaient capables de persister jusqu’à 35 jours en microcosme à 19°C et jusqu’à 

45 jours in situ. 

Peu d’études existent sur la persistance des E. coli pathogènes type STEC dans le milieu marin à 

proprement parlé. Néanmoins in vitro, une étude a montré qu’un E. coli de sérotype O157 :H7 était 

capable de survivre dans le sédiment marin et d’être relargé dans la colonne jusqu’à cinq jours 
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(Williams et al., 2007). Cet agent pathogène est également capable de survivre pendant au moins 15 

jours dans l'eau de mer (Miyagi et al., 2001). Cependant, son activité métabolique diminue avec 

l’augmentation de la concentration en sel dans le milieu (Williams et al., 2007). En microcosme d’eau 

de mer, l’apport d’élements nutritifs favorables, peut ré-activer le pouvoir pathogène du sérotype 

O157 :H7 (Williams et al., 2012). 

Certaines souches de E. coli pathogènes ont été détectées ou isolées dans l’environnement 

marin comme un E. coli O157 dans des eaux de ballasts de bateaux en Inde (concentration > 2,5 E. 

coli log10 / mL) (Ramaiah et al., 2005). 

Les coquillages 

Dans des coquillages du littoral français, des concentrations en E. coli ont été reportées entre 2 et 3,4 

log10 NPP/100 g de CLI (Gourmelon et al., 2006, Mieszkin et al., 2013). A notre connaisance, aucune 

étude n’existe sur la persistance des souches de E. coli pathogènes de type STEC et EPEC dans les 

coquillages in situ. En microcosme, l’étude de la cinétique de décontamination de coquillage met en 

évidence qu’en moyenne les souches de E. coli ne persistent pas plus de quelques jours. Néanmoins, 

deux souches de sérotype O157 :H7 (STEC=1, EPEC=1) et cinq souches non-O157 (STEC) ont été 

isolées dans des coquillages sur le littoral français (Guyon et al., 2000, Gourmelon et al., 2006). De 

plus, les gènes stx ont été détectés dans plusieurs lots de coquillages issus du littoral marocain mais 

aucune souche n’a pu être isolée (Bennani et al., 2011). 

En dehors de l’environnement littoral, les STEC ont également été détectés dans des coquillages ou 

des produits de la mer ; deux lots de coques destinés à la commercialisation, positifs à O157 

(Samadpour et al., 1994). Des souches O157 stx+ ont été isolées à partir de lots d’huîtres et de 

crevettes commercialisés (Rampersad et al., 1999, Sanath-Kumar et al., 2001, Surendraraj et al., 

2010). Des souches non-O157 stx+ ont été détectées et isolées (n=5) à partir de produits de la mer 

(palourdes, crevettes, poissons) commercialisés (Kumar et al., 2004, Manna et al., 2008). 
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AXES DE RECHERCHE 
Les principaux axes de recherche du travail de thèse étaient : i) de rechercher la présence de E. coli 

pathogènes tels que les STEC et EPEC au niveau de zones conchylicoles, ii) de caractériser les 

souches STEC et EPEC éventuellement présentes et d’estimer si possible leur virulence et iii) 

d’évaluer le comportement de souches STEC dans les coquillages par rapport à l’indicateur E. coli, 

vis-à-vis de la cinétique de contamination et de décontamination des coquillages. 

Ces principaux axes de recherche ont conduit à la réalisation de trois étapes majeures :  

 - Le prélèvement et l’analyse d’échantillons de coquillages, de sédiments et d’eaux sur trois 

sites d’études sélectionnés auxquels j’ai participé pour un des trois sites.  

 - La caractérisation de la totalité des souches isolées sur les trois sites d’étude : sérotypage, 

groupage phylogénétique (classification en phylogroupe, MLST, PFGE), capacité à former des 

biofilms, profil d’antibio-résistance, recherche de gènes de virulence, effectuée grâce à plusieurs 

collaborations nationales et internationales. 

 - L’évaluation de la cinétique de contamination et de décontamination de coquillages par des 

souches STEC isolées au cours de cette étude en microcosmes. 

Les travaux réalisés et les résultats acquis au cours de cette thèse sont présentés principalement, sous 

la forme de publications (trois dont une en préparation) et sous forme manuscrite pour le chapitre 

concernant l’étude de la cinétique de contamination/décontamination de coquillages. 

Le chapitre 1 présente les sites d’étude et le contexte de l’étude. 

Le chapitre 2 comprend le premier article qui décrit l’application de la norme ISO-TS-13136/2012, 

utilisée pour la détection et l’isolement des STEC hautement pathogènes, sur trois matrices de 

l’environnement littoral : coquillage, sédiment et eaux de rivières. 

Le chapitre 3 est constitué par le second article ciblé sur la description des souches isolées à l’aide de 

trois méthodes de détection et d’isolement complémentaires. Il discute également de l’impact de la 

pluviométrie, de la distribution géographique, temporelle et matricielle des souches STEC et EPEC 

dans les sites d’étude. Cet article aborde également la caractérisation des souches (classification 

phylogénétique, profil de virulence, profil d’antibio-résistance) et la capacité à former des biofilms 

pour certaines souches. 

Le chapitre 4 est représenté par le manuscrit en cours de finalisation qui aborde le potentiel de 

virulence des souches STEC et EPEC isolées dans l’environnement littoral au regard de leur profil 

moléculaire de virulence. 
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Enfin, le chapitre 5 présente les résultats obtenus concernant l’étude de la cinétique de contamination 

et de décontamination d’huîtres au contact de souches STEC en microcosmes d’eau de mer. 

Pour finir, la dernière partie de ce manuscrit présente une discussion des résultats obtenus au cours de 

cette thèse ainsi que les perspectives de recherche dégagées à l’issu de ce travail. 
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Chapitre 1 : CONTEXTE ET DESCRIPTION DES SITES D’ETUDES 

Dans la cadre du projet Riskmanche dans lequel s’insère ce travail de thèse, les partenaires français 

(Ifremer de Brest, Université de Caen et CNRS Géosciences de Rennes) ont sélectionné trois sites 

conchylicoles sur la côte Nord-Ouest de la France : un en Région Bretagne et deux en Région Basse-

Normandie. 

A. Site sélectionné en Région Bretagne 

Le site d’étude sélectionné en région Bretagne se situe au niveau du département des Côtes d’Armor 

(Nord-Est de la Région Bretagne) : la baie de la Fresnaye (site 1). La baie est enfermée entre St Cast le 

Guildo à l’Est et le Fort la Latte à l’Ouest. 

Le bassin versant de la baie de la Fresnaye couvre 121 km2 et regroupe une population d’environ 

12 756 habitants permanents et 34 686 habitants en période estivale. 

On y trouve sept stations d’épuration, de nombreux assainissement autonomes et plus de 180 

exploitations agricoles (élevages intensifs de bovins, de porcs et de volaille). Le bassin versant est 

représenté par 8 850 ha de surface agricole exploitée, avec 80 % de cette superficie soumis à 

l’épandage d’effluents agricoles. 

La baie est caractérisée par la présence de quatre principaux sous-bassins versants comportant les 

quatre principales rivières : le Frémur (25 km de long, 65,5 km2), le Rat (16 km de long, 15,8 km2), le 

Clos (8,7 km de long, 13,8 km2) et le Kermiton (2,7 km de long, 5,3 km2). Les productions porcines, 

bovines et de volaille ainsi que la population humaine estimées sur les quatre sous-bassins versants 

sont présentées sur la Figure 22. 
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Figure 22 : Carte présentant le bassin versant de la baie de la Fresnaye (site 1), situé en région Bretagne et la 
localisation des points de prélèvements sélectionnés pour l’étude. Le nombre de porcs, de bovins, de volailles et 
d’habitants présents estimés au niveau des quatre sous-bassins versants principaux et du point de prélèvement en 

mer sont indiqués (source J. Cheve, Ifremer, Dinard). 

La baie de la Fresnaye est un lieu de production d’huîtres sur table et de moules sur bouchot. Ce site 

regroupe à lui seul 21 professionnels exploitants. Cette zone conchylicole est classée depuis 2004 en 

zone B pour la production des huîtres et des moules (mollusques filtreurs du groupe 3), ce qui 

implique une purification des coquillages avant leur commercialisation (Anonyme 2004).  

On trouve dans la baie des gisements sauvages de coques classés en catégorie C (pêche récréative 

interdite). 

Prélèvements sur le site 1 

Dans le cadre du projet RiskManche, quatre points de prélèvement d’eau de rivière à l’exutoire des 

quatre sous-bassins (Le Frémur, Le Rat, Le Clos et Kermiton), un point sédiment superficiel, un point 

eau de mer et cinq points de prélèvement coquillages [2 huîtres (huître 1 et huître 2), 2 moules (moule 

1 et moule 2) et 1 coque (coque)] ont éte sélectionnés (Figure 22). 

Les prélèvements ont été réalisés mensuellement de Février 2013 à Janvier 2015, un jour où le 

coefficient de marée était supérieur à 80. 

Point de prélèvement 
Commune 
Station d’épuration 
 

Délimitation du bassin versant 
Sous-bassin versant 
Rivières 

Huitre 1 

Moule 1 
Moule 2 

Coque Sédiment 
Huitre 2 

Porc 
n 

Bovin 
n 

Volaille 
n 

Habitant 
n 

Points 
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B. Sites sélectionnés en Région Basse-Normandie 

Les deux sites d’étude sélectionnés en région Basse-Normandie sont situés dans le département de la 

Manche à l’intérieur de la baie de la Sienne : Le Havre de Regnéville (site 2) et le Havre de la Vanlée 

(site 3). 

C'est une zone qui connaît, également, en été un afflux important de touristes attirés par les plaisirs de 

la baignade et de la pêche à pied. 

Le bassin versant du Havre de Regnéville est un estuaire formé par l'embouchure de la Soulles et de la 

Sienne. Du confluent, au pont de la Roque, à la pointe d'Agon, qui le sépare de la mer, le Havre s'étend 

sur 1 800 ha, avec une profondeur de plus de cinq kilomètres, ce qui en fait le plus grand bassin 

versant du Cotentin. Ce bassin regroupe une population de 40 000 habitants. 

On y trouve 20 stations d’épuration dans la zone d’influence microbiologique rapprochée [zone de 

vigilance, incluant la zone immédiate dans laquelle les germes bactériologiques (issus de rejets de 

pollution directs, dispersés ou diffus) transportés par les cours d’eau restent sensiblement actifs pour 

impacter les masses d’eaux côtières]. De nombreux assainissement autonomes et plus de 1 330 

exploitations agricoles [élevages intensifs de bovins (64 000 individus) et moutons de prés salés 

(2 700 individus)] représentant 29 800 ha de surface agricole exploitée, sont présents dans ce Havre. 

La baie est caractérisée par la présence des deux principales rivières : la Soules [30,6 km de long, 125 

Km2 (point B)] et la Sienne [92,6 Km de long, 794 Km2) (point A)] (Figure 23). 

Le Havre de la Vanlée est situé entre Granville et la pointe d'Agon. Le Havre s'étend sur 4 km de 

longueur et 2 km de largeur, il reçoit les eaux de ruissellement d’un bassin versant de 5 398 ha, 

regroupant une population d’environ 7 000 habitants. 

Il est essentiellement composé de prés salés où l’élevage de mouton y est la principale activité. On y 

trouve 4 stations d’épuration et 213 exploitations agricoles dispersées sur une surface agricole de 

3 066 ha [élevages intensifs d’ovins (1 400 individus), de bovins (4 200 individus) et de porcs (660 

individus)]. Deux rivières principales se jettent dans ce havre : Les Hardes [6 km de long (I)] et la 

Vanlée [8,3 km de long (H)]. 
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Figure 23 : Carte présentant les deux sites sélectionnés en Région Basse-Normandie : le Havre de Regnéville 
(site 2) et le Havre de la Vanlée (site 3), avec l’identification des points de prélèvements sélectionnés pour 

l’étude. Nombre d’habitants (hab.) présents dans les villes alentours. 

D’un point de vue exploitation du littoral, la production annuelle conchylicole observée au niveau du 

Havre de Regnéville et de la Vanlée en 2014 était de 12 000 tonnes d’huître sur table et de 16 000 

tonnes de moules sur bouchot. Cette zone de production conchylicole est classée en zone B pour la 

production des huîtres et des moules et on y trouve des gissements sauvages de coques classés en zone 

C. 

Prélèvements sur les sites 2 et 3 

Dans le cadre du projet Riskmanche, sur le site du Havre de Regnéville (site 2), trois points de 

prélèvement d’eau douce (A, B et C), un point sédiment (D) et trois points de prélèvement de 

coquillages [1 huîtres (F), 1 moules (G) et 1 coques (E)] ont éte sélectionnés. Sur le site du Havre de la 

Vanlée (site 3), deux points eaux douces (I et H), un point sédiment (K) et deux points coquillages [1 

huîtres (L) et 1 moules (M)] ont été sélectionnés (Figure 23).  

Les prélèvements ont également été réalisés mensuellement de Février 2013 à Janvier 2015 avec un 

coefficient de marée supérieur à 80. 

 

 

Coquillages :  
Huîtres : L et F 
Moules : G et M 
Coques : E 

Eaux douces : A, B, C, I, H 
Sédiments : K et D 
 

Havre de Regnéville 

Havre de la Vanlée 
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C. Les paramètres suivis au cours de l’étude globale 

En plus des STEC et EPEC qui constituent le sujet de cette thèse, d’autres microorganismes  

potentiellement pathogènes pour l’Homme : des bactéries entériques (Campylobacter, Salmonella, E. 

coli et entérocoques), des bactéries marines Vibrio spp. et des virus entériques (norovirus) ont été 

également recherchés dans les prélèvements de coquillages, de sédiments et/ou d’eaux. Couplés à ces 

recherches de pathogènes, plusieurs paramètres ont été évalués : i) les niveaux de contamination 

(mesure des concentrations en E. coli et entérocoques) dans les coquillages et les rivières, ii) 

l’identification des sources de contamination fécale [utilisation des traceurs de sources microbiennes 

(TSM : marqueurs Bacteroidales et stanols fécaux] dans les coquillages et les rivières et iii) la mesure 

des paramètres physico-chimiques de l’envionnement (température, salinité, concentration en 

oxygène, pluviométrie). 

D. Organisation des prélèvements et des analyses 

Sur le site 1 breton, les eaux des rivières ont été prélevées le matin à marée haute à un point de 

prélèvement où la marée n’avait pas d’impact sur la rivière par l’équipe du CNRS Géosciences de 

Rennes. L’équipe d’Ifremer de Brest a ensuite prélevé les coquillages et le sédiment sur la baie de la 

Fresnaye et assuré le transport des eaux et des coquillages jusqu’au i) CNRS Géociences en charge des 

analyses des stanols fécaux pour identifier les sources de contamination fécale, ii) à l’Ifremer de 

Nantes pour la recherche des norovirus et le dénombrement des E. coli par impédancemétrie dans les 

coquillages. 

L’équipe de l’Ifremer de Brest a réalisé les analyses concernant la recherche des salmonelles, des 

Campylobacter et des vibrions ainsi que la recherche des marqueurs Bacteroidales associés à 

l’Homme (HF183 ; Seurinck et al.,. 2005), aux porcs (Pig2Bac ; Mieszkin et al.,. 2009) et aux bovins 

(Rum2Bac ; Mieszkin et al.,. 2010). L’isolement de souches de E. coli et d’entérocoques a également 

été effectué au laboratoire puis celles-ci ont été expédiées à l’Université de Caen pour évaluer la 

présence de gènes de virulence et déterminer les phylogroupes et la résistance aux antibiotiques. 

Sur les sites normands 2 et 3, les eaux des rivières ont été prélevées le matin à marée haute à un point 

de prélèvement où la marée n’avait pas d’impact sur la rivière par l’équipe de l’Université de Caen.  

L’équipe a effectué, à marée basse, le prélevement des coquillages sur les deux Havres et assurait le 

transport des coquillages jusqu’à i) l’Ifremer de Nantes pour la recherche des norovirus, ii) au 

Laboratoire d’analyse de la Manche (LABEO) pour le dénombrement des E. coli par 

impédancemétrie. L’équipe de l’Université de Caen a effectué les analyses concernant la recherche des 

salmonelles, des Campylobacter, des E. coli, des E. coli pathogènes, des entérocoques (isolement et/ou 

dénombrement) et des vibrions ainsi que la recherche des marqueurs Bacteroidales associés à 

l’Homme et aux ruminants. 
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Mon travail a consisté à participer aux prélèvements sur le site breton, aux préparations communes des 

échantillons pour la recherche des bactéries à l’Ifremer de Brest, à réaliser les analyses concernant les 

STEC et les EPEC sur les sites 1, 2 et 3 sur la période de Février 2013 à Janvier 2014. J’ai ensuite 

caractérisé les souches isolées sur les trois sites. 
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Chapitre 2 : DETECTION ET ISOLEMENT DES E. COLI 

PRODUCTEURS DE SHIGA-TOXINES APPARTENANT AUX CINQ 

SEROTYPES MAJEURS DANS L’ENVIRONNEMENT LITTORAL 

La première question qui s’est posée en début de thèse a été de sélectionner la ou les méthodes les plus 

pertinentes pour rechercher les STEC et les EPEC dans les échantillons environnementaux. Des 

protocoles très variés ont été publiés et ils permettent la détection des STEC et EPEC de façon 

dépendante ou indépendante des sérotypes majeurs (Farrokh et al., 2013, Beutin et Fach 2014). 

A. Contexte de la première partie de l’étude 

Récemment, une méthode de détection horizontale par PCR a été développée pour la recherche et 

l’isolement des Escherichia coli producteurs de Shiga-toxines appartenant aux cinq sérotypes majeurs 

(O157 :H7, O145 :H28, O26 :H11, O103 :H2 et O111 :H8) dans les aliments et l’alimentation animale 

(ISO-TS-13136). Cette méthode a été validée par l’Organisation Internationale de Normalisation (ISO) 

en 2012. 

Cette méthode horizontale repose sur l’utilisation de la PCR en temps réel pour la détection des gènes 

de virulence caractéristiques des STEC (ou EHEC typiques), à savoir les gènes stx1, stx2 et eae, et des 

gènes associés aux cinq sérogroupes majeurs (gène wzx). 

Dans le cas de la présence des gènes de virulence (stx1 et/ou stx2 et eae) et d’au moins un des cinq 

sérotypes ciblés dans les bouillons d’enrichissement recommandés par la méthode, une procédure 

d’isolement de souches de E. coli et de confirmation de la présence des gènes caractéristiques est mise 

en place. 

La méthode s’appliquant aux produits destinés à la consommation humaine et animale mais également 

aux échantillons environnementaux dans les zones de production et de manipulation d’aliment, nous 

avons fait le choix de sélectionner cette méthode pour les recherches sur la présence des STEC dans 

les coquillages destinés à la consommation humaine et dans l’environnement littoral. De plus, cette 

méthode n’avait pas été encore testée sur des coquillages et présentait l’avantage d’évaluer la présence 

des souches STEC potentiellement les plus pathogènes pour l’Homme. 

L’application de cette procédure a été possible grâce à une collaboration avec le Laboratoire Nationnal 

de Référence pour les STEC (Laboratoire LMAP-LNR STEC VetAgroSup, Lyon). 

Cette méthode a été appliquée sur une collection d’échantillons prélevés mensuellement sur une 

période de 13 mois (de Février 2013 à Janvier 2014) au niveau ; du site de la baie de la Fresnaye [par 

mois 2 lots d’huîtres, 2 lots de moules, 1 lot de coques, 1 sédiment et 4 eaux douces (total n = 130)], 

du site du Havre de Regnéville [par mois, 1 lot d’huîtres, 1 lot de moules, 1 lot de coques, 1 sédiment, 
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3 eaux douces (total n=91)] et du site du Havre de la Vanlée [par mois, 1 lot d’huître, 1 lot de moule, 1 

sédiment, 2 eaux douces (n=65 (-4 lots coquillages non récoltés) total n= 61]. 

Une fois rapportés dans les laboratoires respectifs (transport à +4°C), les échantillons ont été traités 

dans les 24 heures de la même manière soit : à partir de 25 g de CLI broyés obtenus à partir de 200 g 

de CLI, des filtres des eaux douces (volume 1 litre) et de 10 g des sédiments ont été incubés dans le 

milieu de culture Eau Peptonée Tamponnée, à 37°C, pendant 24 h. Ces enrichissements ont ensuite été 

expédiés jusqu’au LNR STEC pour être analysés. 

En parallèle à cette analyse, les concentrations totales en E. coli et en entérocoques (indicateurs de 

contamination fécale) ont été mesurées dans les coquillages (seulement E. coli) et dans les eaux 

douces, dans les conditions décrites précédemment (chapitre I, 4). 

L’ensemble de ces travaux ont permi d’établir que : 

• Les concentrations en E. coli mesurées dans les coquillages issus des zones conchylicoles 

sélectionnées et dans les eaux douces en amont étaient très variables : soit en moyenne de 

3 493 ±7 812 E. coli pour 100 g de CLI pour les coquillages et en moyenne de 4 339 ±17 953 

E. coli pour 100 mL pour les eaux pour la période d’étude. Au sein des coquillages, les lots de 

coques présentaient les plus fortes concentrations (moyennes géométriques : 2 440 E. coli / 

100 g de CLI dans les coques versus 1 070 pour les moules et 364 pour les huîtres). 

• Les gènes stx et eae codant respectivement pour les Shiga-toxines et l’intimine étaient 

fréquemment présents dans les échantillons environnementaux analysés : 

o les gènes stx ont été détectés dans 35 % des lots de coquillages (n=44/126), 91 % des 

échantillons d’eaux douces (n=107/117) et 28 % des échantillons de sédiment 

(n=11/39). 

o le gène eae a été détecté dans 73 % des lots de coquillages (n=92/126), 99 % des 

échantillons d’eaux douces (n=116/117) et 49 % (n=19/39) des échantillons de 

sédiment. 

o 50 % des enrichissements répondaient aux critères de recherche établis par la norme à 

savoir la détection des gènes stx, eae et au moins un wzx. 

• Les souches STEC et EPEC étaient peu présentes dans les échantillons environnementaux 

analysés. 

Au final, une souche EHEC O26 :H11 stx1+ et eae+ a été isolée à partir d’un lot de moules et neuf 

souches EPEC appartenant aux sérotypes O26 :H11, O145 :H28 et O103 :H2 eae+ mais stx- ont été 

isolées à partir d’échantillons de coquillages et d’eaux douces. 
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En conclusion, cette étude a montré la pertinence de la norme ISO-TS-13136 pour évaluer la présence 

des E. coli producteurs de Shiga-toxines appartenant au cinq sérotypes EHEC majeurs dans des zones 

de production conchylicoles françaises et leurs bassins versants en amont. Même si une forte détection 

des marqueurs génétiques stx et eae a été observée au sein des bouillons d’enrichissement des 

échantillons, l’isolement d’une seule souche STEC O26:H11 et de neuf souches EPEC O26:H11, 

O103:H2 et O145:H28, suggèrent une faible présence des E. coli appartenant aux cinq sérotypes 

majeurs (O157 :H7, O145 :H28, O26 :H11, O103 :H2 et O111 :H8) dans les zones conchylicoles 

étudiées.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



98 
 

  



99 
 

B. Publication N°1 

Successful detection of pathogenic Shiga-toxin-producing 

Escherichia coli in shellfish, environmental waters and sediment 

using the ISO/TS-13136 method  

 

 

 

 

 

Balière Charlottea, Rincé Alainb, Thevenot Delphinec, Gourmelon Michèlea* 

aLaboratoire Santé Environnement et Microbiologie, Unité SG2M, Département RBE, IFREMER, F-

29280 Plouzané, France 

bNormandie-Université; UCBN, U2RM Stress/Virulence EA4655, F-14032 Caen, France  
cVetAgroSup campus vétérinaire de Lyon, UMR5557/Equipe 6, Laboratoire LMAP-LNR, Avenue 

Claude Bourgelay, 69280 Marcy-L'Etoile, France 

Running title: STEC detection in the environment 

 

 

 

 

 

 

 

 

2015. Letter in Applied Microbiology 60 (4):315-320 



100 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ORIGINAL ARTICLE

Successful detection of pathogenic Shiga-toxin-producing
Escherichia coli in shellfish, environmental waters and
sediment using the ISO/TS-13136 method
C. Bali�ere1, A. Rinc�e2, D. Thevenot3 and M. Gourmelon1

1 Unit�e SG2M, D�epartement RBE, Laboratoire Sant�e Environnement et Microbiologie, IFREMER, Plouzan�e, France

2 UCBN, U2RM Stress/Virulence EA4655, Normandie-Universit�e, Caen, France

3 Laboratoire LMAP-LNR, UMR5557/Equipe 6, Marcy-L’Etoile, France

Significance and Impact of the Study: (STEC) infections have been reported following ingestion of con-
taminated food or water or after bathing in contaminated waters. However, to date, few studies con-
cerning their detection in coastal environment and shellfish have been reported. The aim of this work
was to assess the presence of STEC in three shellfish-harvesting areas by the ISO/TS-13136 method,
which has recently been used for STEC detection in food.
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Abstract

The presence of highly pathogenic Shiga-toxin-producing Escherichia coli

(STEC) in shellfish, upstream waters and sediment from coastal shellfish sites

was evaluated using the ISO/TS-13136 method. Shellfish (oysters, mussels and

cockles), water and sediment samples were collected monthly over a period of

1 year. The method used real-time PCR detection of stx1, stx2 and eae genes

and genetic markers corresponding to the five major serogroups (O157, O26,

O103, O111 and O145) on enrichment broths and the identification of STEC

when these genes and markers were detected. stx genes were detected in the

broth of 33% of shellfish batches (n = 126), 91% of water samples (n = 117)

and 28% of sediment (n = 39). One stx1+, eae+ O26:H11 strain was isolated

from a shellfish batch, and O26:H11, O145:H28 and O103:H2 strains without

the stx gene (n = 9) were isolated from shellfish and waters. In conclusion, this

study shows the suitability of the ISO/TS-13136 method to assess the presence

of highly pathogenic E. coli strains in shellfish farming areas. It also highlights

a low prevalence of STEC and consequently suggests a reduced corresponding

human health risk.

Introduction

Pathogenic Shiga-toxin-producing Escherichia coli (STEC)

may cause human illnesses such as haemorrhagic colitis

and life-threatening haemolytic-uraemic syndrome.

Although a wide range of serotypes have been implicated

in human STEC infections, five major serotypes (O157:

H7, O26:H11, O103:H2, O111:H8 and O145:H28) are

responsible for the vast majority of sporadic cases and

outbreaks in Europe (Beutin and Fach 2014). Pathogenic

STEC are characterized by the production of Shiga-toxin,

a bacteriophage-encoded cytotoxin (O’Brien et al. 1984)

and, in addition, are often shown to produce attaching

and effacing lesions on intestinal mucosa. This latter

property is encoded by genes, including eae, grouped

together in a pathogenicity island referred to as the ‘locus

of enterocyte effacement’ (Paton and Paton 1998).

Human infection occurs through ingestion of contami-

nated food or water or by contact with animals. The main

reservoir for STEC is domestic ruminants, especially cattle

(Pradel et al. 2000). Other animals such as sheep, goats,

pigs, birds, other wild animals as well as humans can also

harbour STEC (Gyles 2007). STEC contamination of the

environment may occur through the spreading of live-

stock manure, animal waste on pastures, via wastewaters

from slaughterhouses, from treatment plant effluents and
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by wildlife (Ogden et al. 2001; Vernozy-Rozand et al.

2002; Loukiadis et al. 2006). Coastal environments,

including shellfish, may therefore become contaminated

with STEC. Because of their filter-feeding behaviour and

because they are traditionally consumed raw or under-

cooked, shellfish may present a potential risk to public

health (Potasman et al. 2002). However, to our knowl-

edge, while they have previously been detected in shell-

fish, STECs have not yet been reported as being involved

in shellfish-borne outbreaks (Guyon et al. 2000; Gourmel-

on et al. 2006).

To date, few studies concerning the detection and isola-

tion of pathogenic STEC strains in coastal environments

and shellfish have been reported and, of those that have,

none has focused on the prevalence of the five major

STEC serotypes. Recently, a horizontal PCR-based

method has been developed for the detection of STEC

(including the five major serotypes associated with human

infection) in foods and animal feed. This method, recom-

mended by EFSA (2009), is described in the ISO-13136

Technical Specification (ISO/TS-13136:2012). It has

already been applied in France for monitoring control in

minced meat frozen beef (DGAL 2013) and to evaluate

the prevalence of STEC from their corresponding sero-

types in cattle faeces (Bibbal et al. 2014).

This study describes the first application of the ISO/

TS-13136 protocol to shellfish, environmental waters and

sediment in order to evaluate the presence of highly path-

ogenic STEC in shellfish-harvesting areas.

Results and discussion

Level of contamination in water and shellfish

Escherichia coli counts were determined for all shellfish

and water samples. Widely varying E. coli concentrations

were found in shellfish, with concentrations ranging from

<67 to 71 000 per 100 g. Thirty-seven samples presented

a concentration of ≤230 E. coli per 100 g, 64 contained

between 230 and 4600 E. coli per 100 g and 25 presented

a concentration >4600. Among shellfish, cockles were the

most contaminated (geometric mean of 2440 E. coli per

100 g vs 1070 for mussels, and 364 for oysters). In waters,

E. coli concentrations ranged from <38 to 190 530 per

100 ml, with a geometric mean of 1224.

Detection of stx1, stx2 and eae and prevalence of the five

major serogroups

Real-time PCRs enabled detection of stx genes from

enrichment broths of 44 shellfish batches (34�9%), 107

water samples (91�4%) and 11 sediment samples (28�2%)

(Table 1). In correlation with the level of contamination

of shellfish, stx genes were more frequently detected from

cockles and mussels (50�0 and 36�5% stx+ respectively)

than from oysters (22%). The presence of stx gene was

previously investigated in shellfish batches collected

between 2002 and 2004 from across France (Gourmelon

et al. 2006). In this earlier study, in which 72 samples of

mussels (41) oysters (27) and cockles (4) were analysed,

the stx gene was also more frequently detected from cock-

les (100%) than from mussels (43�9%) or oysters

(33�3%). The stx2 gene was slightly more frequently

found than stx1 in enrichment broths from water and

sediments, while stx1 was more frequently detected from

shellfish. As with stx, eae gene was more frequently

detected in water than in shellfish or sediments. Indeed,

116 water samples (99�1%), 92 shellfish batches (73�0%)

and 19 sediments (48�7%) were eae+ (Table 1). eae was

more frequently detected in cockles and mussels (87�5
and 82�7%, eae+ respectively) than in oysters (56�0%
eae+). A total of 152 samples (37 shellfish, 107 waters and

eight sediments) were positive for at least one stx gene

and the eae gene. Real-time PCRs were performed to

detect genetic markers associated with the five major se-

rogroups from the 152 corresponding enrichment broths

(Table 2). One or several serogroups were detected from

28 samples of shellfish, 106 waters and seven sediments.

Consequently, 22�2% of shellfish samples, 90�6% of water

samples and 17�9% of sediment samples were positive for

stx, eae and one of the O-group markers, with a higher

percentage of positive samples among environmental

water samples than among cattle faeces collected at

slaughterhouse (58% in cattle faeces (Bibbal et al. 2014)).

Regardless of the sample type, serogroups O103 and

O145, followed by O26 and O157 were the most fre-

quently detected.

Isolation and characterization of strains belonging to

serogroups O157, O26, O103, O111 or O145

Ten strains (five from water and five from shellfish) were

isolated using two complementary methods: direct streak-

ing and IMS (Immuno-Magnetic Separation). Their char-

acterization revealed that six belonged to the O26:H11

serotype, while two were identified as O103:H2 and two

as O145:H28 (Table 3); all 10 isolates contained the eae

gene. These strains were isolated from highly contami-

nated samples (E. coli geometric mean of 14 550 per

100 g for shellfish and 4490 per 100 ml for waters). Only

one strain possessed a stx gene (stx1), whereas the

remaining corresponded to potentially enteropathogenic

E. coli (EPEC). The STEC strain belonged to the O26:H11

serotype and was isolated from mussels. Only nine of the

141 enrichment broths that were positive for stx, eae and

one of the major serotypes (6%) resulted in STEC or
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EPEC isolation. We have to consider the possibility that

the targeted stx, eae and serotypes markers could also be

detected in the absence of culturable STECs. Indeed, their

detection can be due to the presence free bacteriophages,

dead or viable but nonculturable bacteria or other bacte-

ria such as Shigella and Citrobacter, which are also known

to carry these genes (Muniesa et al. 1999; Martinez-

Castillo et al. 2013). A poor isolation rate of highly path-

ogenic STEC was also previously described for other

matrices, such as cattle faeces (Bibbal et al. 2014), retail-

minced beef (Auvray et al. 2007) and raw-milk cheeses

(Madic et al. 2011) from which six (n = 150), zero

(n = 164) and zero (n = 400) strains were isolated respec-

tively. In the present study, EPEC were more frequently

isolated than STEC. This may be the consequence of the

loss of stx genes by STEC discharged in the environment.

Indeed, previous studies have demonstrated the capacity

of STEC to lose stx genes in bovine, avian human and

environmental sources (Feng et al. 2001; Wetzel and LeJe-

une 2007).

A low detection rate of STEC in shellfish is in agree-

ment with previous studies. Indeed, three studies previ-

ously described STEC belonging to the O157-serogroup

in shellfish using an immunomagnetic method. One,

conducted in France on 150 oyster samples, led to the

isolation of only one O157-E. coli strain (O157:H- stx1+,

stx2c+, eae+) (Guyon et al. 2000), a second failed to iso-

late O157:H7 strains from 192 batches of different shell-

fish species in the UK (MacRae et al. 2005) and the third

described the isolation of one EPEC strain (O157:H7)

from 72 shellfish batches collected in France (Gourmelon

et al. 2006). Other approaches focused on the isolation of

E. coli strains followed by investigation for the presence

of stx genes, which demonstrated low percentages of

STEC among the isolates (6�2% in shellfish from Morocco

(Bennani et al. 2011) and 4�1% in clams from India

(Sanath Kumar et al. 2001)). Furthermore, five STEC

strains not belonging to the five major serogroups have

previously been isolated in France from shellfish by analy-

sing STEC by hybridization, following culture enrichment

(Gourmelon et al. 2006).

These results suggest that STEC and EPEC are occa-

sionally present in the environment and can contaminate

shellfish. According to our results, the risk of human

infection by highly pathogenic STEC resulting from the

consumption of shellfish from the investigated areas

seems to be limited as only one STEC strain was isolated

from 126 batches taken from the area and shellfish which

Table 1 Prevalence of stx1, stx2 and eae genes in enrichment broths

Sample (n) stx1* n (%) stx2† n (%) stx1 and stx2 n (%) Total stx1 and/or stx2 n (%) eae n (%)

Cockles (24) 3 (12�5) 3 (12�5) 6 (25�0) 12 (50�0) 21 (87�5)
Mussels (52) 12 (23�1) 8 (15�4) 1 (1�9) 21 (40�4) 43 (82�7)
Oysters (50) 7 (14�0) 2 (4�0) 2 (4�0) 11 (22�0)‡ 28 (56�0)§
Total Shellfish (126) 22 (17�5) 13 (10�3) 9 (7�1) 44 (34�9) 92 (73�0)
Waters (117) 10 (8�5) 21 (17�9) 76 (65�0) 107 (91�4)¶ 116 (99�1)**
Sediment (39) 3 (7�7) 6 (13�4) 2 (5�1) 11 (28�2) 19 (48�7)

*stx1 was found but not stx2.

†stx2 was found but not stx1.

‡P value (Chi-squared test) between oysters and other shellfish = 0�0136.
§P value (Chi-squared test) between oysters and other shellfish = 3�23 9 10�5.

¶P value (Chi-squared test) between waters and other samples = 2�33 9 10�22.

**P value (Chi-squared test) between waters and other samples = 4�87 9 10�11.

Table 2 Prevalence of strains of the five highly pathogenic serogroups in the BPW broths and number of isolated strains belonging to the STEC

or EPEC pathotype

Sample (n)

stx+ and

eae+ O157+ (%)* O26+ (%)* O103+ (%)* O111+ (%)* O145+ (%)*

stx+, eae+ and

serotype+† (%)‡

Isolated

strains

Shellfish (126) 37 7 (18�9) 13 (35�1) 20 (54�1) 3 (8�1) 15 (40�5) 28 (22�2) 5

Waters (117) 107 65 (60�7) 67 (62�6) 93 (86�9) 30 (28�0) 83 (77�6) 106 (90�6)§ 5

Sediment (39) 8 1 (12�5) 1 (12�5) 5 (65�5) 0 (0�0) 4 (50�0) 7 (17�9) 0

*% Calculated based on the number of samples stx+ and eae+.

†stx+, eae+ and at least one of the major serotypes.

‡% Calculated based on total number of samples.

§P value (Chi-squared test) between waters and other samples = 1�62 9 10�30.
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are from category B or C areas, which are depurated or

which undergo protracted relaying prior to sale. As with

the E. coli indicators, we may expect STEC to be elimi-

nated during the depuration or relaying step. However,

further assays are currently being undertaken in our labo-

ratory to compare STEC behaviour with that of E. coli

indicators in shellfish.

Conclusion

In conclusion, this study shows that the ISO/TS-13136

protocol effectively detects STEC or EPEC strains belong-

ing to the five major serotypes in shellfish and environ-

mental samples. Even though stx and eae genes were

often detected, the presence of STEC in such environ-

ments appears to be limited, as only one STEC and nine

EPEC were isolated from water or shellfish samples. Fur-

thermore, the human health risk associated with consum-

ing the shellfish collected from these sites should be

reduced as they are depurated or relayed prior to con-

sumption.

Materials and methods

Origin and collection of samples

Three French shellfish sites from the English Channel

coastal area were studied. One is located in the ‘Cotes

d’Armor’ department (Brittany region) while others are

in the department ‘La Manche’ (Lower-Normandy

region). All three sites are characterized as receiving

inputs from agricultural catchments with high stocking

densities (cattle, sheep, pigs, or poultry) but are also

impacted by microbial pollution of human origin. The

bays are the focus of extensive shellfish gathering

activities. According to the European classification of

shellfish harvesting areas (Anonymous 2004), these shell-

fish sites are classified as category B (E. coli <4600 CFU

per 100 g total flesh for 90% of the samples) for mussels

and oysters and as category C (E. coli <46 000 CFU per

100 g) for cockles. Shellfish from category B areas are

only suitable for human consumption following depura-

tion, relaying or cooking by an approved method,

whereas shellfish from category C areas can only be con-

sumed after relaying for at least 2 months or cooking by

an approved method. For each site, mussels, oysters and

cockles were collected monthly, from February 2013 to

February 2014. A total of 126 batches of shellfish (52

batches for mussels (n � 70), 50 for oysters (n � 14)

and 24 for cockles (n � 80)) were analysed. In parallel,

117 water samples from nine different points located

upstream of the shellfish areas and 39 samples of sedi-

ment were collected. Samples, which were transported in

insulated cooler boxes, were analysed within 24 h. Before

analysis, shellfish were scrubbed under running tap water

to remove debris and algae.

Escherichia coli enumeration

Escherichia coli enumeration was performed using the

Most Probable Number method in MUG-microtitre plates

according to the EN/ISO-9308-3 method (Anon 1998)

and using an impedance method according to NF/V-08-

106 for shellfish (Anon 2000).

Escherichia coli enrichment

After opening, shellfish were crushed in a Warring blen-

der for 60 s. Twenty-five grammes of crushed flesh and

intravalvular liquid were introduced into 225 ml of buf-

fered peptone water (BPW). For sediment, 10 g were

introduced into the same quantity of BPW while for

water samples, 1 l was filtered using 0�45 lm membranes

and the filter placed in 225 ml of BPW. Incubation was

performed at 37°C, for 24 h.

Detection of stx and eae genes and markers associated

with the five major serotypes

DNA was extracted from 1 ml of enrichment cultures in

BPW using an automatic method (EZ1-biorobot, and

DNA tissue card kit (Qiagen�, Cournaboeuf, France)). stx

and eae genes were detected by real-time PCR, according

to ISO/TS-13136. For samples positive for stx and eae,

genetic markers associated with the major serogroups

O157, O26, O103, O111, and O145 (rfbEO157, wzxO26,

wzxO103, wbd1O111 and ihp1O145 genes respectively)

were detected by real-time PCR, also according to ISO/

Table 3 Characterization of STEC and EPEC strains isolated from

shellfish and water

Strain

Sample

type

Escherichia

coli count Serotype stx (type) eae

10 Mussel 15 000* O26:H11 +(stx1) +

9 Cockle 12 000* O26:H11 � +

7 Mussel 15 000* O26:H11 � +

4 Water 3570† O26:H11 � +

5 Water 5200† O26:H11 � +

8 Water 16 620† O26:H11 � +

2 Cockle 22 000* O145:H28 � +

3 Mussel 11 000* O145:H28 � +

1 Water 357† O103:H2 � +

6 Water 16 620† O103:H2 � +

*E. coli count per 100 g.

†E. coli count per 100 ml.
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TS-13136 and using primers and probes published previ-

ously (Nielsen and Andersen 2003; Perelle et al. 2007).

Isolation of Shiga-toxin-producing Escherichia coli

The isolation of STEC strains was performed only for the

positive samples for which the targeted combination of

genetic marker was detected, i.e. stx, eae and at least one

O-group marker. From the positive BPW broths, direct

streaking and streaking after immuno-magnetic separation

(IMS), were performed on the following media. The

O157 serogroups were searched by direct streaking onto

chromIDTM O157:H7 + cefixime-tellurite (bioM�erieux�,

Marcy l’Etoile, France) and streaking after the IMS onto

cefixime-tellurite-Sorbitol-MacConkey agar (Biokar,

Beauvais, France) and chromIDTM O157 (bioM�erieux).

Streakings for O26 serogroups were performed onto Sor-

bitol-MacConkey agar (SMAC) (bioM�erieux) and after

onto SMAC and chromIDTM O26 (bioM�erieux) after the

IMS, while serogroups O103, O145 and O111 were

directly detected using Posse media (Posse et al. 2008) or

using SMAC and chromIDTM after the IMS. All media

were incubated for 18–24 h at 37°C. Confirmation of the

clones belonging to a particular serotype and presence of

stx and/or eae genes were then tested by PCR on pre-

sumptive colonies as described in ISO/TS-13136. Charac-

terization of the fliCH alleles (fliCH2, fliCH7, fliCH8,

fliCH11 and fliCH28) was investigated by PCR, as

described by Madic et al. (2011).
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Chapitre 3 : PREVALENCE ET CARACTERISATION DES E. COLI 

PRODUCTEURS DE SHIGA-TOXINES ET DES E. COLI 

ENTEROPATHOGENES DANS DES ZONES CONCHYLICOLES 

FRANCAISES ET LEUR BASSINS VERSANTS 

A. Contexte de la deuxième partie de l’étude 

Ce troixième chapitre décrit la recherche et la caractérisation des STEC et EPEC isolés au cours de la 

la totalité de l’étude (Février 2013 à Janvier 2015).  

Si la méthode ISO-TS-13136 apparaissait pertinente pour rechercher les sérotypes majeurs dans les 

échantillons environnementaux, elle ne permettait toutefois pas de mettre en évidence les  souches 

STEC ou EPEC appartenant aux autres sérotypes. Aussi, deux approches complémentaires à la norme 

ISO et assez similaires sur le plan cultural et moléculaire ont été appliquées en parallèle au cours de 

cette étude.  

La première approche était basée sur l’utilisation de l’enrichissement effectué dans le cadre de la 

méthode ISO. La même méthodologie de détection par PCR en temps réel a été utilisée pour la 

détection des gènes stx1, stx2 et eae dans les bouillons d’enrichissement au laboratoire à Plouzané 

(LSEM- Ifremer) et au laboratoire de l’Université de Caen (U2RM EA4655 Stress/Virulence). 

Dans le cas de la détection des gènes de virulence (stx1 et/ou stx2 et eae) une procédure d’isolement 

de souches et de confirmation de la présence des gènes caractéristiques a été mise en place. 

La deuxième approche s’est basée sur l’isolement direct de souches de E .coli. Pour les coquillages, 

une portion des chairs et liquides intervalvaires broyés a été ensemencée en masse dans un milieu 

sélectif (10 g ; Trypton-Bile-X-glucuronidase agar ; TBX). Pour les eaux, des volumes de 10, 50 et 

100 ml ont été filtrés et les filtres ont été déposés directement sur un milieu sélectif solide (TBX). Le 

sédiment n’a pas été traité avec cette approche car trop peu contaminé en E. coli. L’ensemble des 

milieux a été incubé à 44°C pendant 24 heures. Pour les échantillons qui présentaient un résultat 

positif pour la détection des gènes stx et eae par PCR en temps réel dans les enrichissements, une 

procédure de screening et de confirmation de la présence des gènes caractéristiques a été mise en place 

sur les colonies suspectes obtenues sur ces milieux de culture. 

Ces deux méthodes complémentaires ont été appliquées sur les échantillons récoltés mensuellement 

sur la période de 13 mois (de Février 2013 à Janvier 2014) et poursuivies sur une période de 11 mois 

supplémentaires (de Février 2014 à Janvier 2015) avec le même plan d’échantillonnage. L’utilisation 

de la méthode ISO a été arrêtée à partir de Mars 2014. 
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Ce chapitre du manuscrit de thèse porte donc sur la prévalence et la caractérisation des souches STEC 

et EPEC, isolées à partir d’un total de 505 échantillons environnementaux soit 238 lots de coquillages, 

216 eaux douces, 39 sédiments (prélevés entre Février 2013 et Janvier 2015) et 12 eaux de mer 

(prélevées entre Février 2014 et Janvier 2015). 

La caractérisation des souches a été réalisée en collaboration avec plusieurs équipes. 

J’ai tout d’abord rassemblé toutes les souches STEC et EPEC isolées au cours de cette étude, ce qui a 

permis d’obtenir au total  une collection de 174 souches conservées à – 80°C au Laboratoire de 

l’Ifremer de Plouzané. 

Toutes les souches STEC et EPEC isolées au cours de l’étude ont ensuite été caractérisées au 

laboratoire en utilisant la méthode de génotypage par séquençage multilocus MLST (Multilocus 

sequence typing). 

Cette méthode MLST est une méthode standardisée et universelle, basée sur l’examen de séquences 

nucléotidiques de plusieurs locus correspondant à des gènes ou des fragments de gène de ménage. Elle 

a permis  d’évaluer la relation génétique entre les souches. Actuellement, il existe trois régimes MLST 

pour E. coli dans des bases de données publiques : EcMLST (http://www.shigatox.net), Institut 

Pasteur Base de données E. coli MLST (http://www.pasteur.fr/mlst) et Bases de données MLST 

(http://mlst.warwick.ac.uk/mlst/dbs/Ecoli). Nous avons fait le choix de travailler sur le séquençage de 

sept gènes de ménage (adk, fumc, gyrB, icd, recA, purA et mdh) avec la base de données 

« mLst.warwick.ac.uk », la plus riche en données (5 844 souches disponibles). 

Au cours de séjours au Service de Microbiologie, CNR Associé Escherichia coli, AP-HP, Hôpital 

Robert Debré, Paris, France  (Octobre, Novembre 2013, Mars 2014), j’ai caractérisé les 103 premières 

souches isolées par la méthode PFGE (Pulsed-Field Gel Electrophoresis) et initié la recherche de 

gènes de virulence (pour les 174 souches) en recherchant les gènes de virulence ehxA (codant pour 

l’entérohémolysine A) et saa (STEC autoagglutining adhesin). Pour les souches restantes (n= 71), les 

analyses PFGE ont été poursuivies par le Service de Microbiologie, CNR Associé Escherichia coli. 

La méthode d’empreinte génétique PFGE est une technique de génotypage reposant sur le 

polymorphisme de macro-restriction de l’ADN total. Cette méthode a permis d’établir la relation 

génétique entre les souches étudiées et de mettre en évidence des liens génétiques avérés ou possibles 

entre les souches (Tenover et al., 1995). La PFGE est considérée comme la méthode de référence pour 

le typage de souches de E. coli. 

Les souches ont également été caractérisées en collaboration avec plusieurs équipes : 

• le Département de Microbiologie et Parasitologie, Faculté vétérinaire, Université de Santiago 

de Compostela, Lugo, Espagne : pour le sérotypage des souches (Expédition des souches) 
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• le laboratoire de l’Université de Caen, U2RM EA4655, Antibio-Résistance, France : pour la 

caractérisation des phylogroupes et l’évaluation des profils d’antibio-résistance des souches 

(Expédition des souches) 

• le Groupe de Recherche sur les Maladies Infectieuses du Porc, Département de Pathologie et 

Microbiologie, Faculté de Médecine Vétérinaire, Centre de Recherche d’Infectiologie Porcine 

et Avicole, Université de Montréal, Saint-Hyacinthe, QC, Canada : pour l’étude de la capacité 

des souches à former des biofilms appliquée à une collection de 13 EPEC et 9 STEC 

(Expédition des souches) 

Au final, l’ensemble de ces travaux ont permis de : 

• isoler un total de 28 souches STEC et 89 souches EPEC différentes à partir des 505 

échantillons analysés 

• montrer que 87,2 % des souches isolées présentaient un seul des gènes de virulence étudiés 

(dont eae 70,1 %, stx2 11,1 % ou stx1 7,7 %) et d’identifier huit profils de virulence différents 

combinant les gènes eae, stx1, stx2, ehxA et saa 

• d’identifier 75 sérotypes différents dont les sérotypes O26 :H11, O145 :H28 et O103 :H2  

• d’identifier 79 profils PFGE différents et 46 profils ST (Sequence type) 

• de mettre en évidence la présence de souches similiaires dans plusieurs échantillons 

environnementaux et à des périodes différentes : notion de persistance des souches dans la 

zone côtière ou les bassins versants en amont 

• de montrer que les souches de E. coli isolées étaient majoritairement classées au sein des 

phylogroupes B1 et B2 

• de mettre en évidence la capacité forte à modérée de certaines souches à former des biofilms à 

18° C plutôt qu'à 30° C 

• de montrer que plus de 79 % des souches analysées étaient sensibles aux 16 antibiotiques 

testés 

• de montrer que les souches STEC semblent plus isolées en été et les souches EPEC en été et 

en automne et qu’aucune influence de la température et de la pluviométrie sur l’isolement des 

souches n’a été mise en évidence (dans les conditions de cette étude) 

En conclusion, ce travail constitue la première étude de la prévalence et de la diversité des STEC et 

des EPEC au niveau de l’environnement littoral, à notre connaissance. Cette étude a permis d’apporter 

des éléments de réponse concernant la circulation des souches STEC et EPEC au niveau des deux 

environnements littoraux sélectionnés. Ces résultats confirment que l’environnement peut être le 

réservoir de souches STEC et EPEC. L’évaluation de la circulation des souches dans l’environnement 

peut permettre de mieux appréhender l’émergence de nouvelles souches STEC pathogènes pour 

l’Homme. 
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Au regard de la diversité des souches isolées (87,2 % des souches isolées présentaient un seul gène de 

virulence parmi les gènes recherchés stx1, stx2, eae, ehxA et saa) et la réglementation appliquée aux 

sites conchylicoles de catégorie B (purification et reparcage) ou C (reparcage longue durée ou non 

commercialisation), le risque sanitaire semble limité dans les sites étudiés. 

Néanmoins, plusieurs souches STEC et EPEC appartenant aux sérotypes majeurs impliqués dans des 

cas d’infections humaines ont été isolées dans des coquillages, des eaux de rivières et du sédiment 

dans cette étude. Ces observations nous ont suggéré d’approfondir plus largement l’analyse du pouvoir 

pathogène de ces souches en recherchant la présence d’autres éléments qui pourraient permettre 

d’estimer le niveau de virulence des souches comme la détection d’autres gènes de virulence. 
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Philippe Vogeleer4, Jean-Christophe Giard5, Patricia Mariani-Kurkdjian6,7,8 and
Michèle Gourmelon1*
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1137, INSERM, Paris, France, 8 Infection, Antimicrobials, Modelling, Evolution, UMR 1137, Université Paris Diderot –
Sorbonne Paris Cité, Paris, France

During a 2-years study, the presence of Shiga-toxin producing Escherichia coli (STEC)
and enteropathogenic E. coli (EPEC) was investigated in shellfish (n = 238), seawater
(n = 12), and surface sediment (n = 39) collected from three French coastal shellfish-
harvesting areas and freshwaters (n = 216) in their watersheds. PCR detection of Shiga
toxin- (stx1/stx2) and intimin- (eae) genes following enrichment from these samples
revealed the presence of least one of the stx genes in 30.3% of shellfish batches,
85.9% of freshwater, 41.7% of seawater, and 28.2% of sediment samples, while the
eae gene was observed in 74.8, 100, 100, and 43.6% of shellfish batches, freshwater,
seawater, and sediment samples, respectively. Twenty-eight STEC and 89 EPEC strains
were isolated and analyzed in order to determine their serotype, phylogroup, and
genetic relatedness and to evaluate the presence of the saa and ehxA genes encoding
the STEC autoagglutinating adhesin and the enterohemolysin A, respectively. Finally,
the ability to form biofilms and antimicrobial susceptibility were investigated for a
selection of strains. Eighteen serotypes were identified among the STEC isolates and
57 among the EPEC isolates. A high diversity was observed within these strains, as
79 different PFGE patterns and 48 distinguishable sequence types were identified.
Strains were found to belong mainly to phylogroups B1 and B2 and virulence was
observed to be low as more than 85% of the strains possessed only stx1, stx2, or
eae genes. One STEC and several EPEC strains belonged to three of the five highly
pathogenic serogroups (i.e., O26, O103, and O145). The subset of strains tested
for their capacity to form biofilms was mainly strongly to moderately adherent and
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more strains formed a strong biofilm at 18 than at 30◦C. Finally, more than 85% of
analyzed strains were found to be sensitive to the 16 tested antibiotics. These data
suggest the low risk of human infection by STEC if shellfish from these shellfish-
harvesting areas were consumed.

Keywords: STEC, EPEC, shellfish, water, MLST, PFGE, biofilms

INTRODUCTION

The microbiological quality of coastal environments can be
impacted by urban and agricultural fecal wastes from watersheds.
Moreover, shellfish can accumulate and concentrate pathogenic
micro-organisms, such as Salmonella, pathogenic Escherichia
coli (E. coli) and noroviruses present in surrounding waters by
their filter-feeding activities (Potasman et al., 2002). This can
lead to closures or downgrading of shellfish-harvesting areas
and to outbreaks of food poisoning through consumption of
contaminated shellfish (Iwamoto et al., 2010).

Enumeration of E. coli, a fecal bacterial indicator, is the
standard way to assess the level of fecal microorganisms in water
and shellfish and indirectly, to estimate the associated potential
risk to human health from all waterborne enteric pathogens (e.g.,
through classification of bathing areas and shellfish-harvesting
areas; Anonymous, 2004). However, in addition to being a fecal
indicator and a commensal bacterium, E. coli includes strains
that can be pathogenic to humans. These can cause diarrhea
and extra-intestinal diseases after acquiring virulence genes by
genetic mobile elements such as bacteriophages, pathogenicity
islands, and plasmids (Touchon et al., 2009). Pathogenic E. coli
are distributed into diarrheagenic E. coli pathotypes including
enterotoxigenic E. coli (ETEC), Shigella/enteroinvasive E. coli
(EIEC), enteroaggregative E. coli (EAEC), diffusely adherent
E. coli (DAEC), enteropathogenic E. coli (EPEC), Shiga toxin-
producing E. coli (STEC; for review, Croxen et al., 2013) and into
extra-intestinal E. coli pathotypes (Russo and Johnson, 2000).

Escherichia coli occurrence in seafood is considered a sanitary
case and may represent a risk to the consumers if related to
diarrheagenic E. coli (for review, Costa, 2013).

The study presented here focuses on EPEC (one of the main
causes of diarrhea in infants) and STEC (an emerging zoonotic
pathogen).

Enteropathogenic E. coli is an important cause of infantile
watery diarrhea, which is more frequently encountered in low-
income countries than in the industrialized world (Nataro and
Kaper, 1998). They are known to create distinctive lesions on the
surface of intestinal epithelial cells, called attaching and effacing
(A/E) lesions. This property is encoded by genes, including eae,
grouped together in a pathogenicity island referred to the ‘locus
of enterocyte effacement’ (LEE; Paton and Paton, 1998). EPEC
is transmitted from host to host via the fecal-oral route through
contaminated surfaces, waters and food and human carriers.
Humans, including symptomatic and asymptomatic children and
asymptomatic adults, are the most likely source (Levine and
Edelman, 1984). Animals, such as cattle and wildlife species, have
been found to be additional sources (Singh et al., 2015). Twelve O
serogroups have been recognized as EPEC by the World Health

Organization: O26, O55, O86, O111, O114, O119, O125, O126,
O127, O128, O142, and O158 (WHO, 1987).

Shiga-toxin producing Escherichia coli are responsible for
the mucoid-bloody diarrhea that can progress to hemolytic
uremic-syndrome (HUS), especially in children. One of the most
important pathogenicity factors produced by STEC strains is the
Shiga toxin (Stx), encoded by a lambdoid bacteriophage (O’Brien
et al., 1984). Shiga toxins can be divided into two types, Stx1
(almost identical to Shiga toxin produced by Shigella dysenteriae
type 1) and Stx2, encoded by stx1 and stx2 genes, respectively
(Scheutz et al., 2012). In addition, the STEC strains are often able
to produce the A/E lesions as a result of the presence of the LEE
pathogenicity island, as in EPEC. This subset of STEC strains
is also known as enterohemorrhagic E. coli (EHEC; McDaniel
et al., 1995). Instead of this LEE pathogenicity island, they can
also possess the auto-agglutinating adhesin factor designated Saa
(STEC autoagglutinating adhesin; Paton et al., 2001). Adhesion
to the intestinal mucosa is an essential step in the infection
cycle of E. coli, which contributes to pathogenesis in humans.
Other factors are involved in the virulence of STEC but also of
EPEC, such as enterohemolysin A, encoded by the ehxA gene
and associated with cytotoxic effects on endothelial cells that
may contribute to the development of HUS (Jiang et al., 2015).
STEC infections have been reported following the ingestion of
contaminated food or water, after bathing in contaminated waters
or contact with animals (for review, Croxen et al., 2013). The
principal reservoir of STEC is the digestive tract of animals,
particularly of cattle that are healthy carriers (Bibbal et al., 2015).
Other animals, such as sheep, goats, swine, birds, and other wild
animals, as well as humans, can also harbor STEC (Mora et al.,
2012; Chandran and Mazumder, 2013).

Most human illness is caused by the serotype STEC O157:H7
(Paton and Paton, 1998). However, it is becoming evident
that non-O157 isolates belonging to the serogroups O26, O45,
O91, O103, O111, O113, O121, O145 also cause significant
human illness (Mellmann et al., 2009; USDA, 2011). In Europe,
O157:H7 and the four serotypes: O26:H11, O103:H2, O111:H8,
and O145:H28 are the most widely implicated in human STEC
infections, constituting the five highly pathogenic serotypes
(EFSA, 2013).

Shiga-toxin producing Escherichia coli and EPEC
contamination of the environment may occur through the
spreading of livestock manure, animal waste on pastures, via
wastewaters from slaughterhouses or from treatment plant
effluents and by wildlife (Muniesa et al., 2006; Singh et al., 2015).

In such environments, STEC and EPEC strains are exposed to
various stresses, such as low temperature or nutrient depletion
and the ability to form biofilm could be an advantage to increase
persistence (Vogeleer et al., 2014).
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To date, very few studies have focused on the detection
and isolation of pathogenic E. coli belonging to the STEC and
EPECpathovars in coastal environments (Gourmelon et al., 2006;
Bennani et al., 2011). The aim of the study presented here was
to detect and characterize STEC and EPEC strains from French
shellfish-harvesting areas and their upstream watershed in order
to assess the diversity of these pathogenic E. coli potentially
present in this type of hostile environment. For this purpose,
during a 2-years study, shellfish batches, freshwater, seawater, and
surface sediment samples from three selected shellfish-harvesting
areas and their upstream watersheds, the location of intensive
livestock activities (cattle, swine, poultry, and/or sheep), were
analyzed monthly to evaluate the presence of STEC and EPEC
strains.

MATERIALS AND METHODS

Sampling Locations and Sample
Description
Shellfish, water, and surface sediment samples were collected
from three shellfish-harvesting sites on the French coast of
within the Eastern English Channel and their watersheds. One
of these sites, located in Brittany (site 1), corresponded to a
121 km2 watershed, characterized by intensive livestock farming
(cattle, swine, and poultry), with a human population of about
9,000 inhabitants. The two others were situated in Normandy;
site 2 was characterized by a 1,000 km2 catchment, with large
livestock farming (cattle, sheep, swine, and poultry) and about
40,000 inhabitants, while the second site (site 3) corresponded
to a 50 km2 watersheds with large livestock farming (cattle,
sheep, and swine) and about 7,000 inhabitants. These two latter
watersheds are geographically closer together than the Brittany
site (location of the sites Supplementary Figure S1). The three
shellfish-harvesting areas are classified as category B for oysters
(Crassostrea gigas) and mussels (Mytilus edulis) and as category C
for common cockles (Cerastoderma edule) according to European
regulation (European Directive 91/492/EEC; Anonymous, 2004).
Shellfish from category B shellfish-harvesting areas must be
depurated before being sold and shellfish from category C areas
must be relayed at least 2 months prior to sale for consumption.
Shellfish [oyster, mussel, and common cockle batches (site 1,
n= 120; site 2, n= 72; and site 3, n= 46)] and freshwater samples
from nine sampling sites upstream of shellfish-harvesting areas
(site 1, n = 96; site 2, n = 72; site 3, n = 48) were collected
monthly from February 2013 to January 2015, whereas surface
sediment samples (site 1, n = 13; site 2, n = 13; site 3,
n = 13) were collected from February 2013 to January 2014 and
seawater samples (site 1, n = 12) from February 2014 to January
2015.

Isolation of STEC and EPEC Strains
Samples were transported in insulated cooler boxes to the
laboratory and analyzed within 24 h. After opening, total
shellfish flesh, including shellfish flesh and intravalvular liquid,
were homogenized in a commercial blender (Waring Products
Division, Torrington, CT, USA) for 60 s at high speed.

Twenty-five grams of homogenized total shellfish flesh were
inoculated into 225 ml of buffered peptone water (BPW).
For surface sediments, 10 g were introduced into the same
volume of BPW. For water samples, 1 L was filtered using
0.45 μm cellulose membranes (Pall Gelman GN-6 Metricel; Pall
Corporation, St Germain-en-Laye, France) and the filter was
placed in 225 ml of BPW. Incubation was performed at 37◦C
for 24 h.

Shiga-toxin producing Escherichia coli and EPEC strains
were isolated from the environmental samples using three
additional protocols. The first one, described by Balière et al.
(2015), involves application of the ISO/TS-13136 method, which
focuses on isolation of strains belonging to the five highly
pathogenic serotypes and was applied to samples collected from
February 2013 to February 2014. The two other protocols
involve the isolation of STEC and EPEC with or without an
enrichment step and independently from the serotype. These
were applied to samples collected from February 2013 to January
2015.

For the protocol with an enrichment step (described in
Balière et al., 2015), DNA was extracted from 500 μL of
each BPW enrichment broth using NucliSENS Nucleic Acid
Extraction Reagents for miniMAG (BioMérieux, Marcy l’Etoile,
France), according to the manufacturer’s instructions. The stx
and eae genes were detected by real-time PCR (Agilent MX3000P,
Waldbronn, Germany), using primers and probes published
previously (Nielsen and Andersen, 2003; Perelle et al., 2007),
according to the ISO/TS-13136: 2012 technical specification, with
slight modifications concerning the PCR cycles [denaturation
for 10 s at 95◦C, primer annealing for 5 s at 55◦C, and
extension for 25 s at 60◦C (45 cycles)]. BPW broths identified
positive for stx and eae were screened for STEC and EPEC
isolates by streaking 1 μL of these broths onto Tryptone-Bile-X-
glucuronide agar (TBX; AES chemunex, Bruz, France) and onto
chromIDTM agar (BioMérieux), followed by incubation at 44◦C
for 24 h.

The final protocol to be used involves the screening of E. coli
isolated directly from the water and shellfish samples without an
enrichment step. For this protocol, 1, 10, and 100ml of water were
filtered through 0.45μmcellulose membranes and the filters were
placed onto TBX agar. For shellfish, 10 g of blended total shellfish
flesh were distributed onto five empty and sterile plates with
overlay super-cooled TBX agar. All TBX plates were incubated
at 44◦C for 24 h. Presumptive STEC and EPEC isolates were
confirmed by real-time PCRs targeting stx1, stx2, and eae genes,
as described above after a DNA extraction of each isolate by
boiling at 100◦C, for 15 min.

The STEC and EPEC isolates were characterized using several
protocols as described below.

Serotyping
The serotypes of the STEC and EPEC strains were characterized
using the serotyping method by agglutination, as described by
Blanco et al. (2003).

More precisely, determination of O and H antigens was
carried out by agglutination as previously described (Guinée
et al., 1981), employing all available O (O1-O185) and
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H (H1-H56) antisera. All antisera were absorbed with the
corresponding cross-reacting antigens to remove the non-
specific agglutinins. The O and H antisera were produced
in the Laboratorio de Referencia de E. coli (USC, Lugo,
Spain). Isolates that did not react with O antisera were
considered as non-typeable (ONT) and those non-motile
were HNM.

Detection of Enterohemolysin and
Adhesin
The presence of ehxA (encoding enterohemolysin A) and saa
(encoding STEC autoagglutining adhesin) genes in these isolates
was investigated by conventional PCR using primers previously
described by Paton and Paton (2002).

Phylogenetic Group
Isolates were classified into the four main E. coli phylogenetic
groups (A, B1, B2, or D) using a conventional triplex PCRmethod
based on the detection of two genes, chuA, required for heme
transport in enterohemorrhagic O157:H7 E. coli, yjaA, initially
identified in the recent complete genome sequence of E. coli K-
12, for which the function is unknown, and of an anonymous
DNA fragment designated TSPE4.C2 using primers described
previously by Clermont et al. (2000).

Pulsed-field Gel Electrophoresis
The genetic relatedness of the isolates was studied by the
pulsed-field gel electrophoresis method (PFGE) according to
Bidet et al. (2005). Isolated strains were inoculated in nutrient
broth containing 1.3% NaCl (Bio-Rad, Marnes-la-coquette,
France) and incubated at 37◦C for 24 h. Bacterial DNA was
extracted from 400 μl of the enrichment broth using the CHEF
Bacterial Genomic DNA Plug Kit (Bio-Rad) according to the
manufacturer’s recommendations. Bacterial DNA was digested
for between 16 and 20 h at 37◦Cwith the restriction endonuclease
XbaI (Roche Diagnostic, Meylan, France) according to the
manufacturer’s recommendations. Each electrophoresis was
performed using a lambda ladder molecular mass marker (Bio-
Rad) for the normalization of gel images. The migration was
performed on a 1% agarose gel using the CHEF-DRIII apparatus
(Bio-Rad) at 6 V cm−1 for 27 h, with pulse times varying
linearly between two and 49 s. The bacterial DNA restriction
patterns were analyzed using the Bionumerics software 7.5
(Applied Maths, Kortrijk, Belgium). The similarity of PFGE
profiles was compared and a dendrogram was created using
the band-based Dice unweighted-pair group method, using
average linkages (UPGMA), based on 1% position tolerance
and 0% position optimization. Branch quality was evaluated
using Cophenetic correlation. PFGE patterns were considered
clonally related when they had a similarity coefficient higher
than 80%.

Multilocus Sequencing Typing
The genetic relatedness of the isolates was also studied
using the multilocus sequencing typing method (MLST).
Fragments of seven housekeeping genes, i.e., adk (adenylate

kinase), fumC (fumarate hydratase), gyrB (DNA gyrase),
icd (isocitrate/isopropylmalate dehydrogenase), mdh (malate
dehydrogenase), purA (adenylosuccinate dehydrogenase), and
recA (ATP/GTP binding motif) were amplified and sequenced
using suitable primers (Wirth et al., 2006) with minor
modifications for the recA primers (recAR 5′-TCG-TCG-
AAA-TCT-ACG-GAC-CGG-A-3′; recAF1 5′-ACC-TTT-GTA-
GCT-GTA-CCA-CG-3′). The PCR cycle included denaturation
for 60 s at 95◦C, primer annealing for 60 s at 56◦C (for
adk, purA, recA, and icd), at 65◦C (for mdh and gyrB), or
at 68◦C (for fumC), and extension for 60 s at 72◦C (35
cycles) in MJ Research PTC-200 (DNA Engine, Waltham, MA,
USA). Sequencing was performed in both directions with the
fluorescent dye terminator Sanger method on ABI3730 (Applied
Biosystem) by Eurofins Genomics (Ebersberg, Germany). The
alleles and sequence types (ST) were assigned in accordance
with the E. coli MLST database (http://mlst.warwick.ac.uk/mlst/
dbs/Ecoli).

Static Biofilm Formation Assay
A biofilm formation assay was performed as previously described
by Tremblay et al. (2015). In addition to the incubation
temperature of 30◦C, the ability to form biofilms was also tested
at 18◦C, in order to reproduce marine temperate environmental
conditions (Moldoveanu, 2012). Briefly, overnight cultures at
37◦C in LB media were diluted (1:100) in 5 ml of M9 medium
with glucose (0.4% wt/vol) and minerals (1.16 mM MgSO4,
2 μM FeCl3, 8 μM CaCl2, and 16 μM MnCl2) and incubated
for 24 h at 37◦C. These cultures were diluted (1:100) in M9
medium supplemented with glucose and minerals and were
inoculated in triplicate into microtitre plates (Costar 3370;
Corning, NY, USA). After 24 h of incubation at 18 or 30◦C,
unattached cells were removed by washing three times with
phosphate-buffered saline (PBS). Plates were dried at 37◦C for
15 min and biofilms were stained with crystal violet (0.1%
wt/vol) for 2 min. After removal of crystal violet solution,
the biofilms were washed three times with PBS and dried
at 37◦C for 15 min. The biofilm stain was dissolved with
150 μl of 80% (vol/vol) ethanol and 20% (vol/vol) acetone
and biofilms were quantified by measuring the absorbance at
590 nm (OD590) with a microplate reader (Powerwave; BioTek
Instruments, Winooski, VT, USA). The results for the static
biofilms formed at 18 and 30◦C were compared using two-way
analysis of variance (ANOVA) followed by a Bonferroni post
hoc comparison using GraphPad Prism, version 4.02 (GraphPad
Software, San Diego, CA, USA). Strains were divided into
three groups based on the OD590 of bacterial biofilm: strong
(A590 > 0.6), medium (0.6 ≥ A590 ≥ 0.3) and weak or none
(A590 < 0.3).

Antibiotic Resistance
Antimicrobial susceptibility testing based on the disk diffusion
method was performed on a selection of STEC and EPEC isolates.
Sixteen antibiotics were tested: Tobramycin (10 μg), Fosfomycin
(50μg), Cefalotin (30μg), Imipenem (10μg), Tigecyclin (15μg),
Gentamycin (15 μg), Cefotaxim (30 μg), Cefoxitin (30 μg),
Doxycyclin (30 μg), Ciprofloxacin (5 μg), Augmentin (20 μg
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amoxicilin; 10 μg clavulanic acid), Ticarcillin (75 μg), Bactrim
(1.25μg trimethoprim; 23.75μg sulfamethoxazol), Nalidixic acid
(30 μg), Amikacin (30 μg), Amoxicillin (25 μg) on Mueller-
Hinton medium (AES chemunex, Bruz, France). Plates were
incubated at 37◦C for 24 h.

Environmental Data and Statistical
Analysis
Rainfall data (2-days cumulative rainfall before sampling date)
were provided by the meteorological stations from Meteo France
at Pleurtuit (site 1) and at Coutances (sites 2 and 3). The water
temperature was measured manually at each sampling. The data
on temperature and precipitation were categorized into three
groups whose boundaries were defined so that they are likely to
categorize the data significantly for the studied sites and they
allow to have in each category a number of sample consistent
with a reliable statistical analysis. Comparisons of STEC and
EPEC prevalence between the type of samples, the site, the
season, the temperature and the precipitation were analyzed by
the chi-square test. A p-value of<0.05 was considered statistically
significant.

RESULTS

Detection and Isolation of STEC and
EPEC Strains
The stx gene was detected in 30.3, 85.9, 41.7, and 28.2% of
shellfish, freshwater, seawater and surface sediment enrichment
broths, respectively (Table 1). The eae gene was detected in 74.8,
100, 100, and 43.6% of shellfish, freshwater, seawater, and surface
sediment enrichment broths, respectively (Table 1). STEC were
isolated from 5.0% of the 238 shellfish, 5.6% of the 216 freshwater,
8.3% of the 12 seawater, and 2.6% of the 39 surface sediment
samples analyzed, whereas EPEC were isolated from 8.0, 21.3,
and 33.3% of the shellfish, freshwater, and seawater samples,
respectively. No EPEC were isolated from surface sediments
(Table 2). A total of 57 STEC and 117 EPEC isolates were
obtained from these samples. However, as 29 STEC and 28 EPEC
had identical serotypes, PFGE and MLST patterns, virulence
gene profiles, and phylogroups to other isolates cultivated from
the same samples, they were considered to be replicates and
not retained. The remaining 28 STEC and 89 EPEC isolates
represented 0.2 and 0.7% of the total E. coli (n = 12,016),
respectively (Table 3).

TABLE 2 | Isolation of STEC and EPEC as regard to sample parameters.

Sample
parameter

No. of
samples

No. of samples
with at least one

STEC isolate (%)a

No. of samples
with at least one

EPEC isolate (%)a

Type

Shellfish 238 12 (5.0) 19 (8.0)

Freshwater 216 12 (5.6) 46 (21.3)

Seawater 12 1 (8.3) 4 (33.3)

Superficial
sediment

39 1 (2.6) 0

χ2 test p = 0.845 p = 3.09 10−5

Site

Site 1 241 10 (4.1) 34 (14.1)

Site 2 157 7 (4.5) 20 (12.7)

Site 3 107 9 (8.4) 15 (14.0)

χ2 test p = 0.244 p = 0.931

Season

Fall 146 4 (2.7) 11 (7.5)

Summer 126 17 (13.5) 22 (17.5)

Autumn 124 3 (2.4) 24 (19.4)

Winter 109 2 (1.8) 12 (11.0)

χ2 test p = 4.44 10−5 p = 0.0314

Temperature (◦C)

0–<10 172 5 (2.9) 15 (8.7)

10–<15 189 14 (7.4) 29 (15.3)

15–>15 144 7 (4.9) 25 (17.4)

χ2 test p = 0.167 p = 0.086

Precipitation (mm)b

0–<1 253 17 (6.7) 30 (11.9)

1–<10 144 5 (3.5) 21 (14.6)

10–>10 108 4 (3.7) 18 (16.7)

χ2 test p = 0.296 p = 0.495

Total 505 26 (5.1) 69 (13.7)

aPercentage calculated based on the total of no. samples for each type of sample.
bPrecipitation: 2-days cumulative rainfall before sampling date.

Shiga-toxin producing Escherichia coli strains represented 0.2,
0.2, and 0.3%, of the isolated E. coli from sites 1–3, respectively.
EPEC strains represented 0.8, 0.6, and 0.7% of the isolated E. coli
from sites 1–3, respectively (Table 3).

For the three sites, the majority of STEC strains derived from
freshwater samples (50, 57.1, and 44.4% of samples from sites 1–3,
respectively) and from shellfish batches (41.7, 42.9, and 44.4% in
the sites 1–3, respectively; Table 3). Only two STEC strains were
isolated from seawater and surface sediment samples from sites

TABLE 1 | Prevalence of stx and eae genes in shellfish, freshwater, seawater, and superficial sediment enrichment broths.

Type of sample No. of samples No. of stx-positive broth (%)a No. of eae-positive broth (%)a No. of stx- and eae-positive broth (%)a

Shellfish 238 72 (30.3) 178 (74.8) 64 (26.9)

Freshwater 216 196 (85.9) 216 (100) 196 (85.9)

Seawater 12 5 (41.7) 12 (100) 5 (41.7)

Superficial sediment 39 11 (28.2) 17 (43.6) 8 (20.5)

Total 505 284 (56.2) 423 (83.7) 273 (54.1)

aPercentage calculated based on the total of no. samples for each type of sample.
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TABLE 3 | Number of STEC and EPEC strains isolated from shellfish, freshwater, seawater, and superficial sediment samples collected in the three
shellfish-harvesting areas and their watersheds, as regard to the total number of E. coli isolates.

Type of sample Total (%)a Shellfish (%) Freshwater (%) Seawater (%) Superficial sediment (%)

Site 1

No. E. coli isolates 5,676 1,343 3,410 225 30

No. STEC strains 12 (0.2) 5 (41.7)b 6 (50.0)b 1 (8.3)b 0

No. EPEC strains 47 (0.8) 8 (17.4)b 35 (76.1)b 4 (8.5)b 0

Site 2

No. E. coli isolates 3,682 757 2,925 ndc 4

No. STEC strains 7 (0.2) 3 (42.9)b 4 (57.1)b nd 0

No. EPEC strains 23 (0.6) 10 (43.5)b 13 (56.5)b nd 0

Site 3

No. E. coli isolates 2,658 678 2,036 nd 83

No. STEC strains 9 (0.3) 4 (44.4)b 4 (44.4)b nd 1 (11.1)b

No. EPEC strains 19 (0.7) 5 (26.3)b 14 (73.7)b nd 0

Total of the three sites

No. E. coli isolates 12,016 2,778 8,371 225 117

No. STEC strains 28 (0.2) 12 (42.9)b 14 (50.0)b 1 (3.6)b 1 (3.6)b

No. EPEC strains 89 (0.7) 23 (25.8)b 62 (69.7)b 4 (4.5)b 0

aPercentage calculated based on the total of no. E. coli isolates from each sites. bPercentage calculated based on the total of no. STEC or EPEC strains isolated from
the three sites. cnd: non-determined.

1 and 3, respectively. The majority of EPEC strains derived from
the freshwater samples (76.1, 56.5, and 73.7% of samples from
sites 1–3, respectively) and the remaining EPEC derived from
shellfish batches (17.4, 43.5, and 26.3%, respectively) and seawater
samples (8.5% only in the site 1; Table 3).

Nearly one third of the STEC strains were obtained from
samples collected in May 2013 (32.1%, 9/28), whereas the
EPEC strains were mostly obtained from samples collected
in November 2013 (21.3%, 19/89) and August 2014 (12.4%,
11/89; Table 4). The entire sample set demonstrated a seasonal
effect with potential pathogenic E. coli as STEC strains
were significantly more frequently isolated in Summer and
EPEC strains in Summer and Autumn (p < 0.05; Table 2).
However, no correlation between the prevalence of both STEC
and EPEC and pluviometry nor temperature was observed
(Table 2).

Virulence Gene Profiles
By considering the presence of a single virulence gene or a
combination of the four virulence genes investigated (i.e., stx, eae,
ehxA, and saa) in the 117 STEC or EPEC strains, eight virulence
gene profiles were found. The most frequent profile presented
the eae gene only (70.1% of the strains) followed by the profile
presenting the stx2 gene only (11.1%) and the profile presenting
the stx1 gene only (7.7%). Seven strains (6.0%) were shown to
possess the eae and ehxA genes. The stx1-stx2-ehxA-saa profile
was found in three strains and three other virulence gene profiles
were observed only once, i.e., the stx1-eae-ehxA, the stx1-stx2-saa,
and the stx2-ehxA-saa profiles (Table 4).

Seven STEC strains carrying stx1, three carrying stx2, and two
carrying both stx1 and stx2 genes were isolated from the site 1
whereas three STEC strains harboring the stx1 gene, 11 the stx2
gene, and two presenting both stx1 and stx2 genes were recovered
from sites 2 and 3.

Phylogroups
The STEC strains (n = 28) were mainly distributed among
the phylogroups A, B1, and D (39.3, 35.7, 21.4%, respectively).
Only one strain belonged to phylogroup B2. The EPEC strains
(n = 89) belonged to all the phylogroups; the strains from
phylogroup B1 and B2 (38.2 and 38.2%, respectively) being
more prevalent than those from phylogroups A and D (18.0
and 5.7%, respectively; Table 5). More precisely, at site 1, the
STEC strains were mainly divided between phylogroups B1 and
D. At sites 2 and 3, the STEC strains were divided between
phylogroups A and B1. At sites 1–3, the EPEC strains belonged
to all the investigated phylogroups, with a majority belonging to
phylogroups B1 and B2.

Serotyping
The 117 (STEC or EPEC) strains selected in this study belonged to
44O antigens and 24 H antigens and presented 75 distinguishable
serotypes (Table 4). Among all strains, 13 strains were non-
typable (NT) for the O antigen [ONT:H2 (n = 1), ONT:H31
(n = 1), ONT:H34 (n = 1), ONT:H6 (n = 6), ONT:H8 (n = 2),
ONT:H10 (n = 1), ONT:H11 (n = 1)] and 24 strains were
uncharacterized for the H antigen (HNM: non-motile or HNT:
non-typable).Two strains were non-typable for either antigens
(ONT:HNT).

Eighteen different serotypes (O:H) were identified among
the STEC strains. Only one STEC belonging to one of the five
highly pathogenic serotypes was isolated: an O26:H11 stx1+,
eae+, and ehxA+ strain, from a mussel batch. One strain from
serotype O91:H21 and carrying stx1, stx2, ehxA, and saa genes
was also identified among the STEC strains. The most detected
serotype among the STEC strains was the O100:HNM (n = 9).
Fifteen additional serotypes (O149:H31/HNM, O154:H31/HNM,
O130:H11, O15:H16, O185:H28, O2:H32, O28:H1, O63:H11,
O76:H19, O8:H12, O88:H25, ONT:H10, and ONT:H11) were
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TABLE 4 | Characteristics of STEC and EPEC strains isolated from the three French shellfish-harvesting sites from the Eastern English Channel coastal
area and their watersheds.

Serotype (no.
of isolate)

Virulence gene (no.
of isolate)

Sample origin (no.
of isolate)

Sampling site
(no. of isolate)

Sampling month-year Precipitation
(mm)

STEC

O100:HNM (9) stx2 SFm(1), SFc(1), 2 May-13 0.1

FW(1), SFo(1), SFm(1) 3 May-13 0.1

SFm(1), S(1) 3 June-13 6.1

SFm 2 March-14 0.1

SFo 3 June-14 0

O15:H16(1) stx2 SFm 1 June-13 0.2

O2:H32(1) stx2 SW 1 February-14 0

O8:H19(2) stx2 FW 3 June-14 0

FW 3 July-14 1.4

O149:H1(1) stx1 FW 1 April-13 1.6

O149:HNM(1) stx1 FW 1 April-13 1.6

O154:H31(2) stx1 SFo(1), FW(1) 1 May-13 0.1

O154:HNM(1) stx1 SFm 1 November-14 15.4

O28: H1(1) stx1 SFc 1 March-14 0.1

O76:H19(1) stx1 FW 2 August-14 26.0

O88:H25(1) stx1 FW 2 September-14 0.4

ONT:H10(1) stx1 FW 2 April-14 0.3

O26:H11(1) stx1+eae+ehxA SFm 1 November-13 15.4

O63:H6(1) stx2+ehxA+saa FW 1 November-14 24.0

ONT:H11(1) stx1+stx2+saa FW 1 May-13 1.8

O185:H28(1) stx1+stx2+ehxA+saa FW 2 Apr-13 1.6

O130:H11(1) stx1+stx2+ehxA+saa FW 1 December-13 0

O91:H21(1) stx1+stx2+ehxA+saa FW 3 May-13 1.8

EPEC

O103:H25(1) eae FW 3 March-14 0.1

O103:HNM(1) eae FW 1 February-14 0

O108:H21(3) eae FW 3 November-13 0.1

SFc 2 January-14 6.5

FW 3 July-14 1.4

O113:H6(4) eae SFm(1), SFc(1) 1 November-13 15.4

FW 3 November-13 0.1

SFo 3 August-14 26

O116:H20(1) eae FW 1 November-13 15.4

O125:H6(2) eae FW 1 November-13 15.4

FW 2 September-14 0.4

O128:H2(1) eae FW 2 November-13 0

O137:H6(2) eae FW 1 August-13 1.0

FW 3 January-15 2.3

O145:H34(1) eae FW 1 July-14 6.5

O146:H21(1) eae SFm 3 August-14 26.0

O146:H6(1) eae SFc 2 September-14 0.4

O15:H2(2) eae FW 3 August-14 26.0

SFm 2 January-15 2.3

O153:H21(1) eae FW 1 January-14 7.2

O157:H16(1) eae FW 1 July-14 6.5

O159:H7(1) eae FW 1 November-14 24.0

O167:H3(1) eae FW 1 August-13 2.8

O179:H31(2) eae FW 1 January-14 7.2

FW 3 June-14 0

O2:H45(1) eae FW 2 December-13 0

O20:HNT(1) eae SW 1 April-14 0

(Continued)
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TABLE 4 | Continued

Serotype (no.
of isolate)

Virulence gene (no.
of isolate)

Sample origin (no.
of isolate)

Sampling site
(no. of isolate)

Sampling month-year Precipitation
(mm)

O23:H8(2) eae FW 2 August-13 0.7

SFc 2 August-14 26.0

O25:H2(1) eae FW 1 September-14 0

O28:H16(1) eae SFm 1 November-13 15.4

O29:H19(1) eae FW 2 October-13 22.8

O33:H6(1) eae FW 1 February-14 0

O39:HNM(1) eae FW 1 January-14 7.2

O40:HNM(1) eae FW 1 February-14 0

O42:H37(1) eae FW 3 March-13 0

O5:H40(1) eae SFm 2 February-13 0.8

O51:HNM(1) eae FW 2 October-13 22.8

O63:H6(4) eae FW 1 November-13 15.4

FW 2 November-13 0.1

FW 1 January-14 7.2

FW 3 October-14 0.5

O63:HNM(1) eae FW 3 October-14 0.5

O71:H49(2) eae SFm(1), SFc(1) 1 October-13 0.4

O71:HNM(1) eae FW 1 August-14 1.0

O8:H14(1) eae FW 1 November-13 15.4

O85:H31(1) eae FW 1 October-14 8.3

O85:HNM(1) eae FW 1 August-14 1.0

O86:H31(1) eae SFc 2 August-14 26.0

O88:H25(1) eae SFm 3 September-14 0.4

O88:H8(1) eae SFo 3 August-14 26.0

O9:HNM(1) eae FW 2 November-13 0.1

O91:H10(1) eae SFc 1 July-14 6.5

O98:H56(1) eae FW 1 December-14 0

O98:H8(1) eae SFm 1 November-13 15.4

O98:HNM(2) eae SW 1 February-14 0

FW 1 March-14 0

O98:HNT(1) eae FW 1 December-14 0

ONT:H2(1) eae FW 1 August-13 2.8

ONT:H31(1) eae FW 1 October-14 8.3

ONT:H34(1) eae FW 3 December-14 10.6

ONT:H6(6) eae FW 1 September-13 1.0

FW 1 August-14 1.0

FW 3 September-14 0.4

FW 3 October-14 0.5

SFm 2 December-14 0

SW 1 December-14 10.6

ONT:H8(2) eae FW 1 April-14 0

FW 1 August-14 1

ONT:HNT(2) eae SW 1 November-14 24.0

FW 3 October-14 10.6

O28:HNM(1) eae+ehxA FW 1 June-14 0.2

O145:H28(2) eae+ehxA SFm(1), SFc(1) 2 June-13 6.1

O177:H11(1) eae+ehxA FW 2 July-14 1.4

O26:H11(6) eae(5), eae+ehxA(1) FW 2 August-13 0.7

FW(3), SFm(1), SFc(1) 1 November-13 15.4

O103:H2(3) eae(2), eae+ehxA(1) FW 2 February-13 0.8

FW 2 June-13 6.1

FW 1 November-13 15.4

O153:H2(3) eae(2), eae+ehxA(2) SFm(1), FW(1) 2 (1), 3 (1) March-14 0.1

SFc 2 July-14 1.4

NT, non-typable; NM, non-motile. Sample origin: SF: shellfish, o: oyster, m: mussel, c: cockle, FW: freshwater, SW: seawater, S: superficial sediment. ( ): number of strain
and when it is not specified the no. of strain is one. (1) Brittany site, (2) first Normandy site, and (3) second Normandy site. Precipitation: 2-days cumulative rainfall before
sampling date.
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TABLE 5 | Distribution of phylogroup A, B1, B2, and D among STEC and EPEC strains isolated in the three French shellfish-harvesting sites from the
Eastern English Channel coastal area and their watersheds.

Phylogroup Total A (%) B1 (%) B2 (%) D (%)

Site 1

No. STEC strains (%)a 12 2 (16.7) 4 (33.3) 0 6 (50.0)

No. EPEC strains (%)b 47 13 (27.7) 13 (27.7) 19 (40.4) 2 (4.4)

Site 2

No. STEC strains (%)a 7 3 (42.9) 3 (42.9) 1 (14.2) 0

No. EPEC strains (%)b 23 2 (8.7) 13 (56.5) 5 (21.7) 3 (13.0)

Site 3

No. STEC strains (%)a 9 6 (66.7) 3 (33.3) 0 0

No. EPEC strains (%)b 19 1 (5.3) 8 (42.1) 10 (52.6) 0

Total of the three sites

No. STEC strains (%)c 28 11 (39.3) 10 (35.7) 1 (3.6) 6 (21.4)

No. EPEC strains (%)c 89 16 (18.0) 34 (38.2) 34 (38.2) 5 (5.7)

aPercentage calculated based on the total no. of STEC strains isolated from each site. bPercentage calculated based on the total no. of EPEC strains isolated from each
site. cPercentage calculated based on the total no. of STEC and EPEC strains isolated from the three sites.

identified within the STEC strains and contained one or two
individual isolates each.

Fifty-seven serotypes were identified among the EPEC strains.
Eleven strains belonged to the highly pathogenic serotypes:
O26:H11 (n = 6), O103:H2 (n = 3), and O145:H28 (n = 2). The
remaining EPEC strains belong to a large diversity of serotypes
listed in Table 4.

It should be noted that some serotypes were isolated at
different months and in different types of samples. For example,
the nine strains of serotype O100:HNM stx2+ were isolated from
seven shellfish batches (n = 7; oyster, mussel, and common
cockle batches), from one freshwater (n = 1) and from one
surface sediment sample (n = 1). Three O154:H31 stx1+ and
their immotile form were isolated from two shellfish batches
(n = 2; oyster and mussel batches) and from one freshwater
sample (n= 1). The EPEC serotypes, O108:H21 (n= 3), O113:H6
(n = 4), O15:H2 (n = 2), O153:H2 (n = 3), O23:H8 (n = 2),
O26:H11 (n = 6), and O71:H49/HNM (n = 3) were all isolated
from shellfish batches and also from freshwater samples (Table 4).

The same serotypes were sometimes isolated from
geographically independent sites. For example, serotypes
O103:H2, O125:H6, and O26:H11 were isolated from sites 1 and
2 and serotypes O113:H6, O137:H6, and O179:H31 from sites 1
and 3. Finally, the O63:H6 and ONT:H6 serotypes were isolated
from all the three sites (Table 4).

PFGE and MLST Profiles
The genetic relatedness of 26 STEC and 79 EPEC strains was
investigated by PFGE and MLST analysis (Supplementary Figure
S2). Seventy-nine distinguishable PFGE patterns (PT) and 46
distinguishable sequence types (STs) were obtained. Seven other
STs (seven strains, one STEC and six EPEC) were obtained but
have not as yet been described. These results demonstrate a high
level of genetic diversity among the strains isolated. The highest
diversity was observed for the EPEC strains, which represented
8.1% of the PTs identified (64/79) and 71.7% of the STs (33/46).

The STEC serotype O100:HNM (n= 9) presented identical PT
(D) and ST (ST933; Figure 1A) despite of their three specificities:

isolated (a) from oyster, mussel, and common cockle batches,
freshwater, and superficial sediment samples, (b) from the sites
2 and 3, (c) during the sampling campaigns of May 2013, June
2013, March 2014, and June 2014. With regards to the major
serotypes (Figure 1B), the six EPEC O26:H11 strains presented
three additional PTs (i.e., L, BV, and AL) and two STs (i.e., ST29
and ST48) isolated from mussel and common cockle batches
and freshwater samples. One of those belonging to the ST29
was isolated from the same mussel batch from which the STEC
O26:H11 belonging to the ST21 was isolated. A unique PT (I)
was observed for the two EPECO145:H28 (ST not yet described),
isolated from mussel and common cockle batches and sampled
during the same campaign (June 2013). Both O103:H2 isolated
during two different months (i.e., June 2013 and November 2013)
had distinguishable PTs (i.e., M and N) and STs (i.e., ST1146 and
ST343). Additionally, identical PTs and STs were found among
the other STEC and EPEC strains isolated from different types of
sample (i.e., shellfish vs. freshwater) or between shellfish batches
(i.e., mussel vs. common cockle) and between freshwater samples,
often from samples taken from the same sites on the same date
(e.g., O153:H2, O108:H21 serotypes; Supplementary Figure S2).

Biofilm Formation
Biofilm formation by a subset of 13 EPEC and nine STEC
strains was evaluated at 18 and 30◦C on plastic surface. At
both temperatures, strains varied in their ability to form biofilm
(OD590 = 0.03 for the lowest, OD590 = 1.9 for the highest). In
general, a large number of strains were strongly to moderately
adherent and more strains formed a biofilm at 18 than at 30◦C
(Figure 2). Indeed, 11 of the 22 strains formed strong biofilms
[serotypes O2:H32, O149:H1, ONT:H11, O91:H21, O185:H28,
O26:H11 (n = 2), O145:H28 (n = 1), O103:H2 (n = 3)], six
formed medium biofilms [serotypes O26:H11 (n = 3), O145:H28
(n = 2) and O125:H6] and five formed weak biofilms or no
biofilm at all [serotypes O100:HNM, O154:H31, O15:H16, and
O26:H11 (n = 2)]. At 30◦C, 11 strains formed strong biofilms
[serotypes O2:H32, O149:H1, ONT:H11, O91:H21, O185:H28,
O145:H28 (n = 3), O103:H2 (n = 2) and O125:H6] but
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FIGURE 1 | Focused dendograms of XbaI PFGE patterns (PTs), characteristics and Sequence Types (STs) of 9 STEC O100:HNM (A) and the 13 major
serotypes (B) isolated from freshwater (FW), shellfish (SF) [oyster (o), mussel (m), or cockle (c)] and superficial sediment (S), from the Brittany site (1)
and the two Normandy sites (2 and 3). The similarity of PFGE profiles was compared and dendogram was created with the Bionumerics software 7.5 (Applied
Maths, Belgium), using the band-based Dice unweighted-pair group method, using average linkages (UPGMA), based on 1% position tolerance. NT: non-typable,
NM: non-motile, nd: not determined.

fewer (n = 2) were able to form a medium biofilm (O26:H11
and O145:H28) and nine formed a weak biofilm [serotypes
O100:HNM, O15:H16, O154:H31, O26:H11 (n = 6); Figure 2].
Interestingly, all O26:H11 strains formed significantly (Mann–
Whitney test) more biofilm (p < 0.05) at 18◦C than at 30◦C.

Antibiotic Resistance
Antimicrobial susceptibility testing based on the disk diffusion
method was performed on 38 EPEC strains and on all STEC
strains (n = 28). Most of the analyzed STEC and EPEC
strains [i.e., 85.7% (24/28) and 73.7% (28/38), respectively]
were sensitive toward all 16 used antibiotics. Only four STEC
strains were resistant to one antibiotic (i.e., Doxycyclin). With
regard to EPEC, 7.9% (3/38) of strains [i.e., serotypes O63:H6,
O71:H49, and O98:H8] were resistant to one antibiotic (i.e.,
Doxycyclin or Imipenem) and 13.2% (5/38) of strains were
resistant to two antibiotics (i.e., Cefotaxim/Cefoxitin, O63:H6

or Doxycyclin/Bactrim, O26:H11 or Ticarcillin/Amoxicillin,
O26:H11, n = 3). One of the O26:H11 serotype was resistant
to three antibiotics (i.e., Gentamycin/Ticarcillin/Amoxicillin).
Finally, the O2:H45 serotype (n = 1) was resistant to four
antibiotics (i.e., Cefalotin/Imipenem/Cefotaxim/Cefoxitin).

DISCUSSION

To our knowledge, this study is the first to focus on the detection
and characterization of environmental STEC and EPEC strains
from shellfish-harvesting areas and their upstream watershed.
Overall, among the environmental samples analyzed (n = 505),
very few STEC (0.2%, n = 28) or EPEC (0.7%, n = 89) strains
were obtained from the E. coli that were isolated (n = 12,016)
and in comparison with the number of shellfish, water or surface
sediment samples that were found to be positive for stx and
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FIGURE 2 | Biofilm formation by EPEC and STEC strains at low and high temperatures. Biofilms were formed on polystyrene in M9 medium supplemented
with glucose (0.4% wt/vol) at 18◦C (gray bars) or 30◦C (dark bars) for 24 h and were stained with crystal violet, and the absorbance at 590 nm was measured. The
results are the average of at least three biological replicates and the error bar represent the standard error. The results for the static biofilms formed at 18 and 30◦C
were compared using two-way analysis of variance (ANOVA) followed by a Bonferroni post hoc comparison. ∗p < 0.05; ∗∗p < 0.01; ∗∗∗p < 0.001. astx2+ , bstx1+ ,
cstx1+-stx2+, dstx1+-stx2+-ehxA+-saa+, estx1+-eae+, feae+ , geae+-ehxA+.

eae genes (54.1%, 273/505). The higher proportion of EPEC
than STEC strains isolated from these environmental samples
is in agreement with the results obtained in previous studies
(Hamilton et al., 2010; Chandran and Mazumder, 2015). For
example, only 3.6% EPEC and no STEC were detected among the
24,493 E. coli isolated from seawater collected in Santa Catalina
Island, CA, USA (Hamilton et al., 2010). Conversely, more STEC
strains (6.2%) than EPEC strains (1.8%) were isolated from water
samples from the Yeongsan river basin in South Korea (n= 3,480
E. coli; Jang et al., 2014). The low level of isolation of STEC or
EPEC vs. the high frequency of detection of genetic markers in
the analyzed samples has also been observed in various studies
focusing on cattle feces, food, and samples from the environment
(Miyagi et al., 2001; Bai et al., 2015; Bibbal et al., 2015). The low
level of isolation of STEC vs. the high detection of stx genes in
the environmental samples could be explained by the presence of
free stx-encoding bacteriophages in the environment (Martinez-
Castillo et al., 2013) and the presence of viable but non-culturable
or dead bacteria as a result of the stressful conditions (sunlight,
salinity, oligotrophy, predation, etc.) in riverine and especially
coastal environments (Gourmelon et al., 1997, for review Rozen
and Belkin, 2001). The difficulties of isolating these bacteria from
environmental samples containing a significant background flora
could also contribute to this low recovery of strains (Pradel et al.,
2000; Gourmelon et al., 2006).

The strains isolated in coastal areas of Brittany (site 1) and
Normandy (sites 2 and 3) present a high diversity of serotypes

as has been previously reported for environmental samples in
California or Spain (García-Aljaro et al., 2005; Cooley et al.,
2014). A subset of the serotypes isolated in the present study was
previously isolated from humans, animals, or the environment.
Serotypes such as O8:H14, O26:H11, O76:H19, O91:H21,
O103:H2/HNM, O145:H28, and O154:H31 have previously been
associated with human infections (Beutin and Fach, 2014).
In addition, STEC serotypes O130:H11 and O154:HNM were
detected in healthy cattle and waters (Hornitzky et al., 2002), the
serotype O157:H16 in dogs, humans, and in the environment
(Feng et al., 2012), and the serotype O149:H1 in shellfish
(Gourmelon et al., 2006). The STEC O100:HNM was previously
detected in swine fecal samples, wild boar feces, and drinking
water contaminated by waste water (García-Aljaro et al., 2005;
Lienemann et al., 2011; Mora et al., 2012).

In addition, a high genetic diversity among the 105
genotyped strains was observed, with 79 PFGE patterns and
46 distinguishable sequence types in agreement with the high
genetic diversity observed by PFGE in other studies for STEC
and EPEC strains (Bibbal et al., 2015; Singh et al., 2015). In this
study, PFGE was found to be more discriminatory than MLST
as previously described for bacteria such as Salmonella isolated
in Californian coastal waters (Walters et al., 2013). For example,
seven strains belonging to ST10 (seven different serotypes) were
further discriminated into seven distinct PTs (S, AG, AH, AW, X,
G, and Y). The identification of numerous PTs and STs highlights
the potential presence of different strains in a same sample and
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the presence of genetic diversity between strains belonging to the
same serotype (e.g., E. coli O26:H11 ST21 and ST29 in the same
mussel batch).

The non-detection of E. coli from the O157:H7 serotype in the
shellfish, water and surface sediment samples investigated (from
February 2013 to February 2014 (n = 282, Balière et al., 2015) is
in agreement with the low detection or absence of E. coliO157 in
shellfish and environmental water previously observed (Miyagi
et al., 2001; Manna et al., 2008).

Several EPEC strains belonging to the highly pathogenic
serogroups (i.e., O26, O103, and O145) were also isolated from
some of the shellfish batches or freshwater samples that were
analyzed. The STEC O26:H11 ST21 found in a mussel batch was
shown to be implicated in STEC infections and has been detected
in cattle in Europe (Zweifel et al., 2013).

The EPEC O26:H11 ST29 isolated in this study can be strains
with no previous contact with stx-bacteriophages or bacteria that
have lost the stx-bacteriophage either during their passage from
their original source to water or shellfish or during their isolation
steps. The presence of these bacteria in coastal environments
could present a risk to human health as these EPEC could be
lysogenized by stx1- or stx2-converting bacteriophages, which
are present in the same environment and could become STEC
of the highly pathogenic serotypes. In fact, Bielaszewska et al.
(2007) demonstrated that STEC O26 strains can lose their stx-
bacteriophages and become EPEC O26, and conversely EPEC
O26 can be lysogenized by stx1- or stx2-bacteriophages and
become STEC O26. Even if the conversion of strains was found
to occur in the digestive tract of different animals (Toth et al.,
2003) and in various food matrices (Imamovic et al., 2009), the
environment could also provide the conditions for conversion
of strains. However, the potential conversion of E. coli strains
in the environment still needs to be evaluated in more details
(Dumke et al., 2006). Interestingly, Solheim et al. (2013) have
demonstrated the conversion of an E. coli strain (serotype
O103:H25) by bacteriophages in a biofilm at 37◦C, but also
at 20◦C.

In addition, another STEC strain isolated in a freshwater
sample could present a potential human risk. Indeed, an O91:H21
E. coli was found to belong to ST442, a sequence type that
had previously been isolated from adult patients in Germany
with symptoms that ranged from diarrhea to hemolytic uremic
syndrome (Mellmann et al., 2009).

The majority of strains isolated in this study would present
low virulence as most of the isolated strains (87.2%) possessed
only one of the five virulence genes (stx1, stx2, eae, ehxA, or
saa); i.e., 70.1% of the strains carried the eae gene, 7.7% stx1 and
11.1% stx2). The STEC O26:H11 was the only STEC isolate to
carry the eae gene. These results are in agreement with previous
studies describing STEC strains isolated from the environment
(García-Aljaro et al., 2005) with the exception of the analysis
of water samples from a Californian central coast agricultural
region where Cooley et al. (2014) showed that the majority of
STEC strains isolated contained stx1, stx2, and eae genes. The
low level of isolation of STEC strains carrying the saa gene
encoding another adherence factor, the STEC autoagglutinating
adhesion, or the gene ehxA encoding enterohemolysin A was in

agreement with the results obtained from water samples in Spain
by García-Aljaro et al. (2005).

Most of the STEC strains in this study were classified into
the A, B1, and D phylogroups. Phylogroups A and B1 were also
the main phylogroups of environmental STEC strains isolated
by García-Aljaro et al. (2005) in Spain. In the Yeongsan river
basin of South Korea, STEC strains isolated belonged mainly to
phylogroup D and to a lesser extent to phylogroups A, B1, and B2
(Jang et al., 2014). In Brittany and Normandy, overall, the EPEC
strains belonged mainly to phylogroups B1 and B2 and to a lesser
extent to A and D. EPEC strains isolated from water samples
in South Korea belonged mainly to the B2 phylogroups (Jang
et al., 2014). The frequent isolation of E. coli from B1 phylogroup
in the present study is in agreement with recent data showing
that environmentally persistent E. coli belong mainly to the B1
phylogroup (Berthe et al., 2013).

Phenotypic differences in the ability to form biofilms among
tested strains underline the genetic diversity of STEC or EPEC
strains. Our study demonstrates that more than half of the tested
strains (17/22) were able to form biofilms on polystyrene at 18
or 30◦C, and most of these strains were able to form strong
biofilm at 18◦C, a temperature close to marine environment
condition. A similar result had been observed previously when
E. coli K12 biofilm was grown at low temperature (White-
Ziegler et al., 2008). It has been shown that low temperatures
(<30◦C) promote the expression of genes associated with biofilm
development, including genes involved in curli (csgA and mlrA)
or cellulose (yaiC) production (Olsen et al., 1989; Arnqvist et al.,
1992;White-Ziegler et al., 2008). Interestingly, although O26:H11
strains formed weaker biofilms than other strains, they formed
significantly stronger biofilms at 18◦C than at 30◦C. Also, all but
one O26:H11 strains were negative for pgaA, a gene coding for
the export of poly-N-acetyl-D-glucosamine (PGA) that promotes
biofilm formation (Itoh et al., 2008; data not shown). In addition,
pgaA sequence is also absent in the sequenced genomes of STEC
O26 strains available in GenBank. In conclusion, the ability of
strains to form a biofilm might contribute to their persistence in
coastal environments.

This study highlights the presence of a specific geographic
distribution of some of the STEC and EPEC serotypes and a
persistence of some of these serotypes in the coastal environments
from Brittany and Normandy investigated in this study. The
isolation of the serotype O100:HNM positive for stx2 (PT D and
ST993), at different dates (over a period of 1 year), in shellfish,
waters and surface sediments from both sites in Normandy (sites
2 and 3), but its absence in Brittany (site 1), highlights potential
specific contamination sources in these region and the higher
persistence of some of these specific strains. This had previously
been shown in water samples from California for O157 strains
isolated up to 19 months apart by Cooley et al. (2014). The
various livestock breeding in the three watersheds, i.e., mainly
swine, poultry and bovine in Brittany and sheep, bovine and
swine in Normandy, could explain differences in strain detection
at specific sites. A potential explanation of the frequent isolation
of the STECO100:HNM is the high carriage of this E. coli strain in
the animals in the upstream watersheds. Bibbal et al. (2015) have
identified farms harboring STEC bovine carriers, highlighting the
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fact that STEC of a given serotype could be carried by several
animals belonging to the same farm. A probable prediction of
the presence of these STEC strains in the coastal environment is
their re-introduction to the water and consequently to shellfish
from animal reservoirs, which enables persistence at high titer for
months (Cooley et al., 2014). Another explanation could be that
they are present in surface sediments in which a better persistence
could occur and then they are re-introduced to the water and
then filtered and accumulated by shellfish. The evaluation of
the persistence of STEC and EPEC (especially those isolated
several times in this study, i.e., E. coli O100 and E. coli O26) in
freshwaters and seawaters and in shellfish needs to be studied
to better understand their frequent detection in such shellfish-
harvesting areas. Several studies have been carried out to evaluate
the persistence of STEC in water or superficial sediments and
these have shown that some E. coli strains are able to persist
in the environment for periods of a few days to several months
(Fremaux et al., 2010) and that the persistence could be variable
according to the serotypes (Ma et al., 2014).

This study critically evaluated the nature of STEC and EPEC
strains present in coastal environments. Knowledge of strains
circulating in the environment is crucial to the investigation of
potential new STEC serotypes and their human health risk. These
results confirm that the environment is a reservoir for these
strains. The presence of both EPEC strains and stx-converting
bacteriophages in the same samples could lead to new pathogenic
E. coli.

The risk of a human infection by STEC caused by shellfish
consumption seems to be limited for two reasons. First, a
depuration step or relaying step has to be performed before

shellfish from category B and C areas, respectively, reach market.
Secondly, STEC were present in only a few samples and the
majority of STEC strains lacked genes associated with high
human virulence, such as eae, and few of the STEC isolated in
this study have previously been shown to be involved in human
infections.
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Figure 1S: Map of the three studied shellfish-harvesting sites on the French coast of within the Eastern English 

Channel. Localization of the Brittany site (site 1) and the two Normandy sites (site 2 and site 3). 
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FW 1 Jul-14 eae O145:H34 B2 AV 526
SFm 1 Nov-13 eae O113:H6 B2 AC 121
FW 3 Sep-14 eae ONT:H6 B2 AT 28
FW 1 Aug-14 eae ONT:H6 B2 AT 28
SFc 1 Nov-13 eae O113:H6 B2 AD 1583
FW 1 Nov-13 eae O103:H2 A M 1146
FW 1 Aug-14 eae O85:HNM B2 AQ 803
FW 1 Oct-14 eae O85:H31 B2 AQ 803
SFm 3 May-13 stx2 O100:HNM A D 993
SFc 2 May-13 stx2 O100:HNM A D 993
SFo 3 May-13 stx2 O100:HNM A D 993
SFm 3 Jun-13 stx2 O100:HNM A D 993

S 3 Jun-13 stx2 O100:HNM A D 993
SFm 2 Mar-14 stx2 O100:HNM A D 993
SFo 3 Jun-14 stx2 O100:HNM A D 993
SFc 1 Jul-14 eae O91:H10 B2 BS 641
SFm 2 May-13 stx2 O100:HNM A D 993
FW 3 May-13 stx2 O100:HNM A D 993
FW 1 Nov-13 eae O125:H6 B2 J 583
FW 2 Nov-13 eae O63:H6 B2 V 122
FW 2 Sep-14 eae O125:H6 B2 BF 583
FW 1 Aug-14 eae ONT:H8 B1 BQ 327
FW 2 Dec-13 eae O2:H45 B2 P 1907
FW 1 May-13 stx1-stx2-saa ONT:H11 B1 B 295
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SFc 1 Mar-14 stx1 O28:H1 D AO 132
SW 1 Apr-14 eae O20:HNT A BR 3747
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FW 3 Jul-14 stx2 O8:H19 B1 AY 162
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Figure 2S: Dendograms of XbaI PFGE patterns (PT), characteristics and Sequence Type (ST) of STEC and 
EPEC strains isolated from freshwater (FW), shellfish (SF) [oyster (o), mussel (m) or cockle (c)] and 
superficial sediment (S), from the Brittany site (1) and the two Normandy sites (2 and 3). The similarity of 
PFGE profiles was compared and dendogram was created with the Bionumerics software 7.5 (Applied 
Maths, Belgium), using the band-based Dice unweighted-pair group method, using average linkages 
(UPGMA), based on 1% position tolerance. NT: non-typable, NM: non-motile, nd : not determined. 
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FW 3 Oct-14 eae O63:HNM B2 AU 122
FW 1 Jan-14 eae O63:H6 B2 BW 122
FW 2 Apr-13 stx1-stx2-ehxA-saa O185:H28 B2 AM 658
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Chapitre 4 : PROFIL DE VIRULENCE DES E. COLI PRODUCTEURS 

DE SHIGA-TOXINES ET DES E. COLI ENTEROPATHOGENES 

ISOLES EN ZONES CONCHYLICOLES FRANCAISES 

A. Contexte de la troisième partie de l’étude 

Le chapitre précédent a montré que des souches STEC et EPEC étaient présentes dans 

l’environnement littoral et qu’elles possédaient des gènes de virulence codant pour les Shiga-toxines, 

pour l’intimine, l’entérohémolysine A et l’alpha-hémolysine. Toutefois, dans des études récentes, 

d’autres facteurs de virulence impliqués dans l’adhésion, la production d’autres toxines et dans la 

virulence ont été mis en évidence dans des souches de E.coli pathogènes (Coombes et al., 2008, 

Bugarel et al., 2010, Delannoy et al., 2013, Chui et al., 2015). Aussi, pour avoir une meilleure 

évaluation de la virulence de ces souches environnementales, il nous est apparu important 

d’approfondir la recherche des gènes de virulence présents dans ces souches. 

Au regard des progrès actuels, nous avons voulu poursuivre la caractérisation des souches STEC et 

EPEC isolées à partir des échantillons environnementaux présentés dans le chapitre N°3 (Publication 

N°2) en axant ce 4ème chapitre sur le potentiel de virulence des souches issues du littoral et des eaux en 

amont par une approche moléculaire. 

Dans un premier temps, nous avons sélectionné dans la littérature des gènes codant pour des facteurs 

de virulence et des facteurs impliqués dans la formation de biofilms présents chez des souches de E. 

coli STEC et EPEC. 

Ce travail a été réalisé en collaboration avec le laboratoire de sécurité alimentaire de l’ANSES, 

Plateforme IdentyPath, de l’Université Paris-Est, Maisons-Alfort, où ont été réalisées ensuite les PCR 

haut débit sur les souches environnementales. 

Le choix des gènes codant des facteurs impliqués dans la formation de biofilms a été réalisé en 

collaboration avec le Groupe de Recherche sur les Maladies Infectieuses du Porc, Département de 

Pathologie et Microbiologie, Faculté de Médecine Vétérinaire, Centre de Recherche d’Infectiologie 

Porcine et Avicole, Université de Montréal, Saint-Hyacinthe, QC, Canada. 

Soixante-quinze gènes cibles ont été sélectionnés en association avec leur rôle dans la virulence chez 

E. coli, leur implication dans des pathologies graves chez l’Homme et les animaux et leur capacité à 

être des marqueurs de différenciation des souches EHEC, des STEC et des EPEC. Dix gènes en 

association avec la capacité à former des biofilms ont également été sélectionnés. Ces gènes ont été 

recherchés par PCR haut débit au moyen de la technologie Fluidigm Puce 96.96 marqueur EvaGreen. 
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De plus, les variants des gènes stx et eae ont été caractérisés au laboratoire Ifremer de Plouzané et à 

l’Université de Caen par PCR et par séquençage pour les variants non identifiés par les systèmes PCR. 

Le manuscrit présenté ci-après expose les résultats obtenus à partir d’une sélection de 28 souches 

STEC et de 75 souches EPEC jugées différentes après l’acquisition de l’ensemble des paramètres de 

caractérisation présentés dans le chapitre N°3 (Publication N°2) et d’une étude précédente concernant 

la détection et l’isolement de STEC dans d’autres coquillages du littoral français (n=4) (Gourmelon et 

al., 2006). 

Ce travail a permis de mettre en évidence par exemple : 

Pour les STEC : 

• La présence de 17 profils de virulence différents, avec de 2 à 47 gènes détectés par souche en 

plus des gènes eae et/ou stx1 et/ou stx2 

• La souche EHEC O26 :H11 stx1+ eae+, isolée dans un lot de moules par la méthode ISO-TS-

13136 (Publication N°1), dispose de 45 gènes de virulence supplémentaires 

• La souche STEC de sérotype O100 :HNM stx2+, la plus fréquemment isolée dans les 

échantillons environnementaux, ne possède que 2 gènes de virulence supplémentaires 

• Peu de gènes associés aux OI-122, OI-43-48, OI-57 et OI-71 sont détectés dans les souches 

STEC, hormis le O26 :H11 stx1+ eae+, soit entre 1 et 2 gènes sur les 20 gènes recherchés 

• La détection de plusieurs gènes codant des protéines d’adhésion pour les souches STEC LEE-

négatives 

Pour les EPEC : 

• La présence de 56 profils de virulence différents, avec de 11 à 50 gènes détectés par souche en 

plus du gène eae 

• Les souches appartenant aux sérotypes O26 :H11, O157 :H7, O103 :H2, O145 :H28 et 

O103 :H25 possèdent entre 33 et 49 gènes de virulence supplémentaires 

• Entre 1 et 19 gènes de virulence associés aux OI-122, OI-43-48, OI-57 et OI-71 (sur un total 

de 20 gènes) sont détectés chez 67 souches EPEC (dont les sérotypes O26 :H11, O157 :H7, 

O103 :H2, O145 :H28 et O103 :H25 avec entre 13 et 19 gènes) 

En conclusion, cette étude est, à notre connaissance, la première qui évalue la virulence de souches 

STEC et EPEC isolées d’échantillons de l’environnement littoral par une approche moléculaire par 

PCR haut débit. Au regard des 75 gènes de virulence sélectionnés dans cette étude et de la 

caractérisation des variants des gènes stx et eae, plusieurs souches EPEC et quelques souches STEC 

ont montré des combinaisons de gènes caractéristiques de souches associées à des pathologies 

humaines et animales. A ce jour, à notre connaissance, aucune toxi-infection alimentaire liée à la 

consommation de coquillages contaminés par des STEC ou des EPEC n’a été recensée dans le monde. 
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La règlementation sanitaire appliquée aux zones de production conchylicole (purification des 

coquillages en catégorie B avant commercialisation, par exemple) est surement un acteur important 

pour expliquer cette dernière observation. L’acquisition de ces données sur la virulence des souches 

STEC et EPEC circulant en zone littorale permet d’enrichir les connaissances sur la prévalence de ce 

type de E. coli pathogènes dans cet environnement. 
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ABSTRACT  

Shiga toxin-producing Escherichia coli (STEC) and enteropathogenic E. coli (EPEC) strains 

may be responsible for foodborne infections in humans. Twenty-eight STEC and 75 EPEC 

previously isolated from French shellfish-harvesting areas and their watersheds and belonging 

to 68 distinguishable serotypes were characterized in this study. High-throughput real-time 

PCR was used to search for the presence of 75 E. coli virulence-associated gene targets and 

genes encoding Shiga-toxin (stx) and intimin (eae) were subtyped using PCR tests and DNA 

sequencing, respectively. Results showed a high diversity between strains with 17 unique 

virulence gene profiles for STEC and 56 for EPEC. Six STEC and 15 EPEC strains were 

found to display a large number or a particular combination of virulence genetic markers and 

the presence of stx and/or eae variants suggesting their potential pathogenicity for humans. 

From them, a O26:H11 stx1a eaeβ1 strain was associated with a large number of virulence-

associated genes (i.e. 47) including genes carried on the locus of enterocyte effacement (LEE) 

or other pathogenicity islands such as OI-122, OI-71, OI-43/48, OI-50, OI-57, and HPI. One 

O91:H21 STEC containing 4 stx variants (stx1a, 2a, 2c, and 2d) was found to possess genes 

associated with pathogenicity islands OI-122, OI-43/48, and OI-15. From EPEC strains 

harboring a large number of virulence genes (between 34 and 50), eight belonged to the 

serotypes O26:H11, O103:H2, 0103:H25, O145:H28, O157:H7, and O153:H2. This study 

clearly highlights that if the majority of strains isolated from coastal environment are 

potentially weakly pathogenic, then some of these are likely to be more pathogenic.  
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INTRODUCTION 

Escherichia coli is a commensal aerobic bacterium of the warm-blooded animal intestinal microbiota 

and is used as a fecal indicator in the environment to classify shellfish-harvesting and bathing areas 

(1). However, E. coli can become pathogenic through the acquisition of mobile genetic elements such 

as bacteriophages, pathogenicity islands, and plasmids. Among pathogenic E. coli, are the Shiga toxin-

producing Escherichia coli (STEC) and enteropathogenic E. coli (EPEC). 

STEC can cause infections ranging from uncomplicated diarrheas to hemorrhagic colitis (HC) and 

hemolytic uremic syndrome (HUS). Several STEC serotypes have been involved in numerous food-

borne outbreaks worldwide (2, 3), and these strains have been identified as enterohemorrhagic E. coli 

(EHEC). Although E. coli O157:H7 has been the main serotype implicated in HC and HUS since the 

early 1980s, recent studies have shown that non-O157 serotypes are also responsible for numerous 

human STEC infections. The most commonly implicated serogroups associated with human STEC 

infections in the US are O26, O45, O103, O111, O121, O145, and O157 (4) whereas in Europe five 

major EHEC serogroups (Top 5; O157, O26, O103, O111, O145) dominate (5). 

The primary virulence factor of STEC is the Shiga-toxin, encoded by a lambdoid bacteriophage, which 

inhibits host cell protein synthesis (6). Within the two major types of Shiga-toxin, namely Stx1 and 

Stx2, three subtypes of stx1 gene (stx1a, stx1c, and stx1d) and seven subtypes of stx2 gene (stx2a, 2b, 

2c, 2d, 2e, 2f, and 2g) have been identified (7). Specific stx subtypes are involved in human infections 

(e.g. stx2a and stx2c are more often isolated from patients with HUS) (8) whereas others are related to 

non-human animal infections (e.g. stx2e causing edema disease in pigs; 9). Certain stx-subtypes 

present within the strain may indicate its source: stx2c is more prevalent in cattle (10) whereas stx2f is 

mainly associated with pigeon sources (11). 

The STEC strains implicated in the major cases of human infection (also referred to as ‘typical 

EHEC’) possess the locus of enterocyte effacement (LEE) pathogenicity island, which is involved in 

attaching and effacing lesions on intestinal epithelial cells (12). Eighteen types and nine subtypes of 

the eae gene, namely α, α2, β1 to -3, γ1, γ2, δ, ε, ε2 to -4, ζ, η, η2, θ, ι, ι2, κ, λ, μ, ν, ξ, ο, π, ρ and σ 
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have been deposited in the Genbank database (13). The eae subtypes are responsible for some host 

tissue cell tropisms (14) and are related to human infections; eae subtypes β, γ, ε and θ are those most 

frequently associated with human infections (15, 16). 

However, the emergence of human infections linked to LEE-negative STEC indicates that this 

pathogenicity island is not the only factor responsible for the adherence of bacteria and suggests the 

presence of other virulence factors carried by other pathogenicity islands or plasmids (17). Additional 

proteins associated with attachment were proposed as adhesive factors. For example, Paa is involved 

in intimate attachment of the bacteria to enterocytes and induced typical A/E (Attaching and Effacing) 

lesions in the pig ileal (18). EhaA, an enterohemorrhagic E. coli autotransporter, is involved in 

attachment to biotic and abiotic surfaces (19). Saa encodes an autoagglutinating adhesion unique to 

LEE-negative STEC (20). Lpf, long polar fimbriae facilitates attachment of the bacteria to murine 

Peyer’s patches (21). 

In addition to genes located on the LEE, a large number of non-LEE effector genes located on other 

pathogenicity islands were identified in strains responsible for human infections (i.e. nleA, nleB, nleC, 

nleD, nleE, nleG, etc.). These genes are involved in various functions, such as inhibiting phagocytosis, 

disruption of host innate immune responses, blockage of cell division, etc. (22).  

Besides Shiga-toxins, other hemolysins or toxins have been identified in the pathogenesis of STEC 

strains. These include, for example, the enterohemolysin, encoded by the ehxA gene, linked to 

cytotoxic effects on endothelial cells (23), the enteroaggregative E. coli (EAEC) heat-stable 

enterotoxin encoded by the astA gene (24) or the alpha hemolysin encoded by the hlyA gene (25).  

Among the virulence factors, the presence of various combinations of type III effector genes, toxin-

producing genes or adhesin-producing genes present in pathogenicity islands (OI-122, OI-43/48, OI-

57, OI-71, and HPI), plasmids or chromosome were used to discriminate EHEC from STEC strains 

and to perform a molecular risk assessment based on the presence of several virulence genes in STEC 

strains (26-30). 
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Among pathogenic E. coli, there are also EPECs. These are involved in the majority of infantile 

watery diarrheas in low-income countries but rarely in adult diarrhea (31). EPEC strains are 

characterized by the presence of the LEE, containing the eae gene, as described above. They are 

classified into typical EPEC and atypical EPEC, based on the presence of the EPEC adherence factor 

(EAF) plasmid. The plasmid harbors the bfp operon encoding the Bundle-Forming Pilus, involved in 

the initial adherence of strains to intestinal epithelial cells (31). Twelve serogroups have been 

recognized as EPEC by the Word Health Organization: O26, O55, O86, O111, O114, O119, O125, 

O126, O127, O128, O142, and O158 (32). 

EPEC could possess the majority of the virulence genes described above other than stx genes. 

Furthermore, EPEC strains could be lysogenized by stx-converting bacteriophages and consequently 

could become EHEC. Conversely, STEC strains possessing the eae gene could lose the stx-converting 

bacteriophage and become EPEC or EHEC-like strains (33).  

The main reservoir of STEC is cattle (10). However, other animals, such as sheep, goats, swine, birds, 

wild animals, and humans, can also harbor STEC strains in their digestive tract (34-36). For typical 

EPEC, the only reservoir is humans whereas for atypical EPEC, both humans and other animals can be 

reservoirs (36). Contamination of the environment by STEC and EPEC may occur through the 

spreading of livestock manure, animal wastes on pastures, via wastewaters from slaughterhouses or 

from treatment plant effluents, and by wildlife (37, 38). Only a few studies have focused on the 

prevalence and description of STEC and EPEC strains in the environment and particularly on the 

virulence gene profiles of such strains (39-42). Thus, the authors were prompted to characterize STEC 

and EPEC strains isolated from French shellfish-harvesting areas. 

 

 In the present study, high-throughput microfluidic real-time PCR methods, which had been previously 

developed and used to investigate the pathogenic potential of E. coli strains isolated mainly from 

animals feces (9), from carcasses of cattle (43), and from food and animals (44, 45), were used. During 

a two-year study, STEC and EPEC strains were isolated from three French shellfish-harvesting areas 
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(from shellfish, sediment, and seawater samples) and their watersheds (from river water samples), 

(46). In addition to the stx and eae genes already investigated, 75 E. coli virulence-associated gene 

targets were examined in these strains using high throughput microfluidic PCR.  

 

MATERIALS AND METHODS 

Bacterial strains and DNA extraction. Most of the strains used in this study were isolated between 

February 2013 and January 2015 from three French shellfish-harvesting areas and their watersheds 

located on the English Channel coast (46), except three strains, which were isolated from other French 

shellfish-harvesting areas during 2006 (47). A total of 28 STEC and 75 EPEC strains belonging to 68 

distinguishable serotypes isolated from three types of shellfish (oysters, mussels, and cockles), from 

freshwater, seawater and surface sediment samples were investigated. The determination of their 

serotype, phylogroups and MLST sequence type has been previously described (46, 47). After 

cultivation of bacteria on Trypton-Bile-X-glucuronide agar (TBX) (AES chemunex, Bruz, France) at 

37°C for 24 hours, DNA was extracted with the InstaGene™ Matrix kit (Bio-Rad, Nanterre, France) 

according to the manufacturer’s instructions. 

Characterization of the stx subtypes. STEC strains (n=28) were previously identified by Baliere et 

al. (46) by PCR using the stx primers and probes described by Perelle et al. (48) and the stx-subtyping 

was performed here using the PCR tests described by Scheutz et al. (7) for targeting the stx1a, stx1c 

and stx1d subtypes and stx2a, stx2b, stx2c, stx2d, stx2e, stx2f and stx2g subtypes. 

Characterization of the eae subtypes. E. coli eae-positive strains (n=76) were previously identified 

by Baliere et al. (46) with the eae primers and probe described by Nielsen and Andersen (49). The 

eae-subtypes were determined here by sequencing 311 to 722bp amplicons of the 3’ variable region of 

the eae gene. Amplicons were obtained with the universal EAE-F and EAE-RB primers, which target 

the 3’ variable region of the eae-α1, -α2, -β1, -β2, -γ2, -θ, -δ, -κ, -ζ and -ι subtypes or with primers 

targeting the 3’ variable region of the eae-ε, -η, -ξ, -μ and -ν subtypes (Table 1). The amplicons 

obtained following the PCR program described by Blanco et al. (50) were then subjected to gel 
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electrophoresis before being sequenced in both directions with the corresponding primers and using 

the fluorescent dye terminator Sanger method ABI3730 (Applied Biosystem) by Eurofins Genomics 

(Ebersberg, Germany). DNA sequences were edited using the BioEdit program (52) and were 

compared with the GenBank database. The first valid published sequence with 100% similarity was 

chosen to identify the eae-variant. 

Nine E. coli strains, which were PCR-negative for these primer combinations, were chosen for 

sequencing the entire eae gene. Two overlapping DNA fragments of the eae gene were PCR amplified 

using primers eae-F1 and escD-R1 on the one hand and cesT-F3 and eae-R3 on the other hand (Table 

1). The PCR program included a 10 min initial denaturing step at 94°C, followed by 35 cycles of 

amplification (94°C for 20 s, 56°C for 20 s, and 72°C for 90 s) and a final extension step at 72°C for 5 

min. The PCR amplicons were then subjected to gel electrophoresis and purified using the Nucleospin 

Extract II Kit (Macherey-Nagel, Dünen, Germany) before being sequenced as described above. 

 

High-throughput real-time PCR system. The BioMark real-time PCR system (Fluidigm, San 

Francisco, CA) was used for high-throughput microfluidic real-time PCR amplification using the 

96.96 dynamic arrays (Fluidigm). Amplifications were performed in accordance with the 

recommendations of the manufacturer, using the EvaGreen DNA binding dye (Biotium Inc., Hayward, 

CA) followed by a melting curve analysis. The BioMark real-time PCR system was used with the 

following thermal profile: 95°C for 10 min (enzyme activation) followed by 35 cycles of 95°C for 15 s 

and 60°C for 1 min (annealing of primers and amplification step). 

Seventy-five E. coli virulence-associated gene targets were selected according to their role in 

pathogenesis, their ability to be associated with human and non-human animal illness and because 

they had previously been shown to be useful for the characterization of STEC and EPEC strains, 

isolated mainly from finishing swine (9), human patients and animals feces, food and animals (44, 45), 

carcasses of cattle originating from different farms and food (43) and adult and children’s feces (27, 

29, 30, 53). 
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Virulence gene targets were classified in five groups according to their function; adhesion group 

[eibG, iha, saa, toxB, orfA, orfB, paa, stcE, sab, efa1/LifA, bfpA, espP, F6/F987P (fasA), F18/F107 

(fedA), F41 (fim41a), lpfAO157, lpfAO26, lpfAO113, ehaA, epeA; n=20], the type III secretion system 

group (espB, espD, espA, tir, espZ, escC, espG, escD, escN, escV, escJ, nleB, nleE, nleF, nleG, nleH1-

2, nleA, espM1, nleC, nleD, nleH1-1, nleG2, nleG5-1, nleG5-2, nleG6-2, espV, espK, espN, espJ, 

espM2; n= 30), toxin group (subA, ent, ehxA, cdt-I, cdt-III, cdt-V, STa, LT, hlyA, cnf1, cnf2, astA; 

n=12) and other function group (katP, ecf1, pagC, terE, ureD, aggR, pic, irp2, fyuA, Z2098, ecs1763, 

ecs1822, etpD;n=13). The wecA gene was used as an E. coli reference genetic marker. 

 

RESULTS 

STEC and EHEC virulence gene profiles. A collection of E. coli strains, comprising 27 STEC (stx-

positive, eae-negative) and one EHEC (stx-positive, eae-positive) collected from French coastal areas, 

was investigated. Eleven STEC strains were positive for the stx1 gene only, 13 were positive for the 

stx2 gene only, while four strains harbored a combination of the stx1 and stx2 gene. The most 

commonly identified stx1 subtype was stx1d (23% of detected stx genes), followed by stx1a (17%) 

(Figure 1, Table 2). The most common stx2 subtype was stx2a (17%) (Figure 1). Five strains were 

identified with several stx subtypes; three possessed stx1a and stx2a and belonged to the serotypes 

O185:H28, ONT:H11 and O130:H11; one possessed stx2a and stx2d and one possessed stx1a, stx2a, 

stx2c and stx2d corresponding to the serotypes O8:H19 and O91:H21, respectively (Table 2). Three 

strains harbored either the stx1c, stx2e or the stx2g variant. 

Among the STEC strains investigated, 17 unique virulence gene profiles were identified, based on 

virulence gene detection (Table 2). The EHEC O26:H11 strain harbored the profile with the highest 

number of E. coli virulence-associated gene targets, with 47 genes detected (profile N°1). In addition 

to the genes carried on the LEE and linked to the type III secretion system and to the eae gene (and 

precisely the eaeβ1 subtype; Table 2), this strain harbors the genes associated with pathogenicity 

islands such as OI-122 (nleB, nleE, and ent), OI-71 (espM1), OI-43/48 (ureD and terE), OI-50 (espK 
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and espN), OI-57 (Z2098) and HPI (irp2 and fuyA). One strain of serotype O91:H21 (profile N°2) was 

isolated and found to possess genes associated with some pathogenicity islands, such as OI-122 

(pagC), OI-43/48 (iha), OI-15 (ehaA) and with plasmids (pO113: sab and epeA and pO157: espP and 

ehxA). For the other STEC strains, between two and 12 genes were detected, corresponding to 15 

additional virulence gene profiles. These strains did not possess genes from the LEE, nor genes 

associated with the pathogenicity islands OI-122, OI-71, OI-50, and HPI. The serotype O100:HNM, 

which was the most commonly represented serotype in isolated STECs (n=9), was only associated 

with two additional virulence genes. 

In those STEC strains without the LEE pathogenicity island, other genes involved in adhesion were 

detected. Of these, the paa gene, which encodes the porcine A/E associated gene, was the most 

frequently detected (57% of STEC strains) (Figure 2). This was followed by the ehaA gene, which was 

detected in 54% of strains. The other genes involved in adhesion detected were mainly those encoding 

long polar fimbriae (lpfAO113 (39%) and lpfAO26 (18%)), genes encoding extracellular serine 

protease (espP) (32%), IrgA homologue adhesion iha (21%), autoagglutinating adhesion (saa) (18%), 

and autotransporter (sab) (18%).  

In addition to the stx genes, genes that could lead to the production of other toxins or hemolysins were 

present in 11 different STEC strains (corresponding to 11 different virulence profiles). The most 

frequent toxin-associated gene detected was ehxA (25% of strains) (Figure 2). The subA, cdt-V and 

astA genes encoding the subtilase cytotoxin, a cytolethal distending toxin, and an EAEC heat-stable 

enterotoxin, respectively were each detected in 11% of the strains. The STa gene, encoding a heat-

stable toxin and the hlyA gene, which encodes the alpha hemolysin, were both detected in 7% of 

strains.  

EPEC virulence gene profiles. Seventy-five EPEC (i.e. eae-positive and stx-negative strains) from 

the French coastal areas were also investigated. The isolated EPEC strains were mainly atypical EPEC 

strains (93%) as the typical EPEC marker bfpA was detected only in 7% of EPEC strains (Table 2). 
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The most commonly identified eae subtype was eaeθ (26% of strains), followed by eaeβ1 (17%), 

eaeβ2 (16%) and eaeα2 (11%) (Figure 1). All four O26:H11 EPEC isolated from shellfish and 

freshwater harbored the eaeβ1 (Table 2). All the strains of serotypes O63:H6/HNM (n=5) and 

O125:H6 (n=2) harbored eaeα2, even though they belonged to four different profiles (N° 30, 32, 37 

and 43). The same observation was made for the strains from serotypes O33:H6 (n=2), and O113:H6 

(n=4), which belonged to six different profiles but which all harbored the eaeβ2 subtype and with 

strains from serotypes O23:H8 (n=2) and ONT:H8 (n=2), which belonged to four different profiles but 

which all harbored the eaeθ subtype. The 21 other strains harbored one of the following eae subtypes: 

ε, γ1, κ/δ, ι, ζ or η (Table 2). 

Among the 75 EPEC strains, 56 unique virulence gene profiles were identified, based on the virulence 

genes detected, suggesting a high diversity of virulence genes in the EPEC isolated from the 

environment (Table 2). The number of virulence genes detected fluctuated between 11 and 50. Most of 

the profiles were represented by one serotype, except for seven EPEC profiles (n° 3, 13, 37, 42, 45, 52 

and 53), which were represented by two to four different serotypes. The EPEC profile number 37, 

corresponding to the serotypes O63:H6/HNM and ONT:H6 with 17 virulence genes, was the most 

represented in EPEC (n=5). The profiles with the highest numbers of E. coli virulence-associated 

genes were represented by 10 strains for which the serotypes belonged to the Top 5 EHEC serotypes 

(i.e., O26:H11, O103:H2, 0103:H25, O145:H28, and O157:H7) and to the serotype O153:H2, 

harboring between 34 and 50 virulence genes. These strains possess genes carried by some 

pathogenicity islands such as OI-122, OI-71, OI-43/48 and at least one of the following genes: espM1, 

espK, espV, espN, ureD and Z2098 that are highly associated with typical EHEC. These latter genes 

were also detected in 13 additional EPEC strains corresponding to serotypes O125:H6, O128:H2, 

O159:H7, O167:H3, O23:H8, O28:HNM, O29:H19, O40:HNM, O71:HNM, O86:H31, O88:H8 and 

O98:H8.  

Among EPECs, in addition to eae, seven genes (i.e. espB, espD, escC, espG, escD, escV, and escJ) 

were detected in 100% of strains, all of which carried by the LEE. The other most frequently detected 

genes (i.e. espM2, escN, nleC, nleH1-2, espJ, and nleH1-1) were observed in more than 60% of strains 
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and are also genes associated with the type III secretion system (Figure 2). Among the 20 genes of the 

adhesion function group investigated, paa was the most frequently detected gene (60% of strains) 

followed by ehaA, lpfAO113 and lpfAO26 genes, with 39%, 33% and 29% of strains, respectively, and 

by the efa1/LifA gene encoding EHEC factor for adherence (20%) (Figure 2). A number of genes that 

encode toxins and hemolysins were present in EPEC strains. For example, 33% of strains carried the 

astA gene, which encodes the EAEC heat-stable toxin. The ent gene, which encodes a Ankyrin repeat 

was also detected in 33% of the EPEC strains. The ehxA gene, which encodes an entero-haemolysin 

and the cdt-I, which encodes a cytolethal distending toxin, were detected in 11% and 7% of strains, 

respectively. Finally, the hlyA gene, which encodes for the alpha-haemolysin was present in 5% of 

EPECs. 

Genes not detected in STEC and EPEC. Nine virulence genes were never detected in STEC and 

EPEC strains, four of which are linked to the adhesion function [eibG, F6/987P (fasA), F18,F107 

(fedA), F41 (fimF41a)], four to the toxin production function [cdt-III, LT (elt), cnf1 and cnf2] and one, 

(aggR), to the entero-aggregative function. No obvious difference was observed between the virulence 

profiles and the type of sample from which the strains were isolated (shellfish, waters or sediments).  

 

DISCUSSION 

This study presents a molecular risk assessment of STEC and EPEC strains isolated in France from 

shellfish, seawater and sediment samples, collected from shellfish-harvesting areas and from 

freshwater samples in their upstream watersheds. These strains derived from a larger collection of E. 

coli strains (12,016 isolates) isolated during a recent study (46). The molecular risk assessment of 28 

STEC and 75 EPEC strains was conducted by testing a large panel of virulence genetic markers (i.e. a 

total of 75 markers) associated with human and animal infections using a high-throughput real-time 

PCR approach and by identifying stx and eae subtypes. 
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Some STEC and EPEC strains characterized in this study were found to display a large number or a 

particular combination of virulence genetic markers and the presence of stx and/or eae variants, 

suggesting their potential pathogenicity for humans.  

Among the stx-positive strains, only the EHEC O26:H11 stx1a eaeβ1 was associated with a large 

number of virulence-associated gene targets (60% of genes). Furthermore, this strain, isolated from 

shellfish, was the only one to harbor the two EHEC gene markers stx and eae. The combined presence 

of stx, eae and the 45 supplementary virulence genes has been associated with enhanced virulence. 

Similar O26:H11 stx1a eaeβ1 strains (sequence type 21; phylogroup B1) have previously been 

isolated from human patients with HUS or diarrhea in Europe (54, 55) 

Although lacking the eae gene, most of the STEC strains isolated here have the genetic potential to 

adhere to host cells through other structures. For example, 18% of eae-negative STEC strains 

displayed the saa gene, encoding the STEC auto-agglutinating adhesion factor. This gene was only 

observed in LEE-negative STEC, in agreement with previous findings from strains of human and 

bovine origin (56). Other genes encoding proteins associated with attachment were detected in some 

strains. These include paa, detected here in 15 eae-negative STEC as well as ehaA, lpfAO113, 

lpfAO26, espP, iha, and sab. Many of these genes have previously been detected in eae-negative 

strains isolated from other studies and could play a role in adhesion to the host cells and consequently 

in the virulence potential of the isolated strains (18-21, 57). 

Among the strains that were negative for the eae gene, STEC strain O91:H21, isolated from 

freshwater, could potentially be pathogenic for humans as a result of: 1) the presence of seven 

alternative adhesion factors (saa, ehaA, lpfAO113, lpfAO26, espP, iha, and sab), some of which are 

included in pathogenicity islands such as OI-15 or OI-43/48; 2) the presence of three stx2 variants, 

including stx2d. This latter stx2 variant has been found to be associated with the ability to cause severe 

diseases, including bloody diarrhea and hemolytic uremic syndrome, in atypical EHEC (58). 

Furthermore, this strain also possesses the cdt-V gene, which has been found in STEC strains involved 

in serious diseases (59). Finally, this strain presented the sequence type ST442, which has been found 
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to be the unique ST associated with hemolytic uremic syndrome among the 10 ST identified in 100 

STEC O91 isolated from different patients (60).  

In addition to the O91:H21 strain, four other STEC strains (i.e. O8:H19, O185:H28, ONT:H11 and 

O130:H11) were found to combine several distinct stx1 and/or stx2 subtypes. The presence of a 

combination of stx genes has previously been observed among strains of similar serotypes isolated 

from humans (17). Furthermore, in the study of Bertin et al. (61), strains harboring two or three stx 

subtypes were found to be more frequently highly cytotoxic toward Vero cells than the other strains. 

We can hypothesize that strains with a combination of stx1 and/or stx2 subtypes are more virulent. 

Furthermore, strains of serotypes O8:H19 and O130:H11 were previously isolated from human 

patients (62). The latter strain, like the O91:H21 strain described above, harbor the iha, lpfAO113, 

ehxA, and cdt-V genes, suggesting a potential virulence trait for humans. Indeed, these genetic markers 

have already been identified in human LEE-negative STEC strains associated with diseases (17, 63). 

The subtypes stx1a and stx2a were each found in 17% of the STEC strains (essentially from 

freshwater samples) and have been associated with only six to eight supplementary virulence genes. 

These subtypes have frequently been identified in STEC strains from human, animal, environmental 

and food samples (64-67). STEC strains with stx2a have been found to be associated with several 

clinical symptoms, such as HUS and HC, whereas STEC with stx1a have been mainly associated with 

diarrhea without HUS (8).  

On the other hand, the simultaneous detection of the subtype stx2e, and of the paa, orfA, hlyA and 

ecs1763 genes in the strain of O2:H32 serotype (from seawater sample) suggests that this strain could 

potentially be associated with swine edema disease (9) or from a pig source (66). In the same way, 

strain O15:H16 (from shellfish sample) associated with the stx2g subtype and four supplementary 

virulence genes (two toxins and two adhesion factors), could potentially be linked with cattle sources 

as it has been previously shown for similar strains (40, 68). We can hypothesize that this strain is 

associated with a low human risk. Similarly, the O38:H26 STEC strain isolated from shellfish was 

associated with a low human risk; indeed it was associated with the stx1c subtype and only one other 
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toxin gene (subA) and one adhesion gene (espP) and may potentially derive from a sheep source as 

previously shown (66, 69). Finally, the stx1d subtype dominates in STEC strains isolated (23% of 

detected stx genes) in our study (from shellfish and freshwater samples). This subtype does not appear 

to be common in STEC (64-66). However, a proportion of stx1d-variants similar to those observed 

here has been observed in STEC strains from ruminant stools in India (18.7%) (70). Little is known 

about the clinical significance of this subtype, but it seems to be associated with a low risk (71). In 

agreement with this suspected low virulence, STECs with stx1d were found to be associated with only 

one to four additional virulence genes from the panel of 75 genes investigated. 

Among the EPEC strains isolated in this study, some appear potentially pathogenic for humans due to 

the high number and the selection of virulence genes they possess. First, the E. coli O157:H7 isolated 

from shellfish possessed the highest number of virulence genes (50 genes) and especially the 

following genes (ehxA, astA, lpfA, katP,etpD,espP, terE,and ureD) identified by using whole genome 

sequencing analyses in STEC O157:H7 and the EPEC O157:H7 isolated from patients with 

gastrointestinal complaints in the Netherlands (72). These EPEC strains were mostly related to the 

STEC group and might be referred to as EHEC strains that have lost the Shiga-toxin (EHEC-LST; 72). 

Another category of such strains could be “EHEC –like”, as previously proposed for strains of the 

O26:H11 serotype (73). In addition, non-O157 serotypes, such as O145:H28, O103:H25, O103:H2, 

O26:H11 isolated in this study, were also found to possess a high number of genes (from 27 to 39 

virulence genes) and could also be regarded as EHEC strains that have lost the Shiga-toxin. The large 

number of virulence genes in these strains is in agreement with the fact that members of the Top 5 

serotypes are the strains most frequently associated with human diseases (5). Among the strains with 

the highest number of virulence genes (> 25 virulence genes), there are also strains of serotypes 

O153:H2 and O23:H8. STEC of the O153:H2 serotype has already been isolated from human patients 

(62) whereas EPEC strains of serotype O23:H8 and with similarities to those of the present study 

(same ST: ST327, with genes encoding the same adhesins [lpfAO26, lpfAO113, and paa] and genes of 

the OI-122) were previously associated with non-bloody diarrhea (74). 
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In addition to the high number of virulence genes, several strains could be potentially pathogenic as 

specific virulence gene associations were found. For example, the detection of the four genetic 

markers, espK, espV, ureD and Z2098, in strains belonging to the O103:H2 and O103:H25 serotypes 

suggests that these strains, isolated from freshwater samples, could be highly virulent for humans, as 

previously proposed by studies into the detection of EHEC and their stx-negative derivative strains 

(29) and on prediction of virulence of strains (28).  

Furthermore, ten strains displayed more than 60% of the genetic markers related to the pathogenicity 

islands OI-122 (efa1, pagC, nleB, nleE and ent), OI-57 (nleG2, nleG5-1, nleG5-2, nleG6-2, Z2098 and 

ecs1763), OI-71 (espM1, nleA, nleF, nleG, and nleH1-2) and OI-43-48 (iha, terE and ureD) and to the 

High Pathogenic Island (HPI) (irp2 and fuyA), used to identify strains that are able to cause severe 

disease outbreaks (21, 42). These strains were isolated from shellfish and freshwater samples and 

belonged to the serotypes O23:H8, O26:H11, O103:H25, O103:H2, O145:H28 and O157:H7. They 

are among the strains described above as having the largest number of virulence genes and represent a 

group of strains with a high virulence potential for humans. This is also corroborated by their serotype, 

which is associated with the classical EHEC serotype. 

The presence of nle (non-LEE effector) genes and the number of genes carried by an E. coli strain is 

an important criterion for estimating its virulence potential (26, 75). Eight strains carried at least 10 of 

the 13 nle genes analyzed. These strains belong to the O26:H11, O23:H8, O157:H7 serotypes 

described above and two strains of serotypes O157:H16, O39:HNM, isolated from shellfish and 

freshwater samples.  

The majority of the EPEC strains isolated in this study was found to possess the four main intimin 

subtypes, which could be highly related to pathogenic serotypes (eae subtypes β, γ, ε, and θ; 72% of 

the EPEC strains; 16). The eaeγ1 subtype was found in the strain from serotype O157:H7 and the two 

O145:H28, while eaeβ1 was found in the four strains from the O26:H11 serotype (isolated from 

shellfish and freshwater samples). These correlations are consistent with results previously shown for 

strains belonging to the Top 5 EHEC serotypes isolated from slaughtered adult cattle (10) and from 
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strains linked to human diseases (50). These data are also consistent with publications that showed that 

the eaeβ and eaeγ subtypes were the two most frequently detected subtypes in clinical isolates 

associated with human infections (14, 50, 76). Moreover, these serotypes were associated with the 

highest number of genes studied for virulence, with 26 to 49 supplementary virulence genes and the E. 

coli strains isolated here could be EHEC strains that have lost the stx gene as suggested above.  

Some correlations were found between the eae subtype and specific virulence genes or phylogroups. 

Among EPECs, all strains with the eaeγ1 subtype, and only these, harbored the espA and espZ genes. 

Although from different serotypes, the three eaeγ1-containing phylogrouped strains were from 

phylogroup D and harbored the tir gene that was also detected in seven of the nine eaeα2 variants. 

Similarly, all eae-β2 strains (n = 12) were from phylogroup B2 and contained the fyuA and irp2 genes 

(HPI), while only 18% of other EPEC variant strains harbored these genes. This resulted in a greater 

proportion of strains carrying these fyuA and irp2 genes among members from phylogroup B2. 

However, strains from phylogroup B1 preferentially carried the ehaA (89.2%), lpfAO113 (83.8%), 

lpfAO26 (70.3%), nleE (62.2%), nleB (59.5%) and ent (59.5%) genes compared with those of 

phylogroups A, B1 and D (less than 15%). 

 

In conclusion, this is the first molecular risk assessment study on STEC and EPEC strains isolated 

from the coastal environment in which genetic markers associated with human or non-human animal 

diseases were used to evaluate the potential risk for shellfish consumers. Six STEC (corresponding to 

profiles number 1-4, 7 and 9) and 15 EPEC strains (corresponding to profiles number 1-9, 36), which 

could be ‘EHEC-like’ displayed a large number or particular combination of virulence genetic 

markers, suggesting their association with human or non-human animal infections. This study clearly 

highlights the ubiquitous presence of potentially pathogenic STEC and EPEC strains in coastal 

environment (shellfish, waters and sediment samples) even if these strains may be less prevalent in 

such environment than in upstream watersheds as a result of the distance from the source and the 

negative impact of a saline environment. To date, no shellfish outbreak involving STEC or EPEC 
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strains has been described. The sanitary classification of shellfish-harvesting areas in Europe is 

probably an important feature that helps to prevent shellfish-foodborne outbreaks caused by these 

bacteria. However, the absence of a case description could also be linked to an underestimation of the 

potential hazard associated with potentially pathogenic STEC and EPEC. Therefore, acquisition of 

data on circulating strains in the environment is crucial to prevent the risk of human infection and to 

improve our understanding of STEC and EPEC. 
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Table 1: PCR primers used in this study for stx and eae subtyping 

 

Table 2: Distribution of STEC and EPEC strains by serotype and virulence gene 
profilesa, b 

a Serotype, Phylogroup and ST (MLST-Sequence Type) as previously determined by Balière 
et al. (46) and Gourmelon et al. (47).  

b Virulence gene targets eibG, F6/987P (fasA), F18,F107 (fedA), F41 (fimF41a), cdt-III, LT 
(elt), cnf1, cnf2 and aggR that were detected in any of the strains are not listed in this table. 

c nd: not done 

 

Figure 1: Shiga toxin  and intimin encoding genes subtyping.  

A: distribution of stx gene subtypes found in STEC strains. B: distribution of eae gene 
subtypes found in E.coli strains.  

 

Figure 2: Prevalence of virulence gene targets among STEC and EPEC strains. 

Results are expressed as a percentage of the strains bearing the corresponding gene. 

 

 

 



Table 1: PCR primers used in this study for stx and eae subtyping. 

 

Gene Primers Sequence of primer (5’-3’) Fragment size (bp) Reference 

stx2 F4 
R1 

GGCACTGTCTGAAACTGCTCCTGT 
ATTAAACTGCACTTCAGCAAATCC 

627 
 

7 

stx2 F4-f 
R1-e/f 
 

CGCTGTCTGAGGCATCTCCGCT 
TAAACTTCACCTGGGCAAAGCC 

625 7 

eaea EAE-F 
EAE-RB 

ATTACTGAGATTAAGGCTGAT 
ATTTATTTGCAGCCCCCCAT 

682 50 

eae-ε EAE-F 
LP5 

ATTACTGAGATTAAGGCTGAT 
AGCTCACTCGTAGATGACGGCAAGCG 

722 50 

eae-η EAE-F 
LP8 

ATTACTGAGATTAAGGCTGAT 
TAGATGACGGTAAGCGAC 

712 50 

eae -ξ EAE-F 
B49R 

ATTACTGAGATTAAGGCTGAT 
ACCACCTTTAGCAGTCAATTTG 

468 50 

eae -μ FV373F 
FV373R 

CAACGGTAAGTCTCAGACAC 
CATAATAAGCTTTTTGGCCTACC 

443 50 

eae -ν IH1229aF 
IH1229aR 

CACAGCTTACAATTGATAACA 
CTCACTATAAGTCATACGACT 

311 50 

eaeb eae-F1 
escD-R1 

ACTCCGATTCCTCTGGTGAC 
GTATCAACATCTCCCGCCCA 

~1800–2100 depending 
on the allele 

51 

eaeb cesT-F3 
eae-R3 

CAGGAGCACAATCGCTGTTG 
CAGACGATACGATCCAGACC 

1727 This study  

a universal primers targeting the 3’ variable region of the eae-α1, -α2, -β1, -β2, -γ2, -θ, -δ, -κ, -ζ and -ι 
subtypes 
b primers targeting overlapping DNA fragments of the eae gene 
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1 47 O26:H11 (1) 1 STEC 1a - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 21

2 15 O91:H21 (1) 1 STEC 1a 2a-2c-2d - 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 442
3 12 O130:H11 (1) 1 STEC 1a 2a - 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 nd
4 11 ONT:H11 (1) 1 STEC 1a 2a - 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 295
5 10 O63:H6 (1) 1 STEC - 2a - 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 2105
6 9 ONT:H10 (1) 1 STEC 1a - - 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 1258
7 8 O185:H28 (1) 1 STEC 1a 2a - 1 1 1 1 1 1 B2 658
8 6 O2:H32 (1) 1 STEC - 2e - 1 1 1 1 1 A 10
9 5 O8:H19 (1) 1 STEC - 2a-2d -  1 1 1 B1 162

10 5 O154:H31 (1) 1 STEC 1d - - 1 1 1 1 D 1892
11 5 O15:H16 (1) 1 STEC - 2g - 1 1 1 1 A 325
12 5 O76:H19 (1) 1 STEC 1d - - 1 1 1 1 B1 675
13 4 O100:H2 (1) 1 STEC 1d - - 1 1 1 nd nd
14 4 O154:H31/HNM (2) 1 1 STEC 1d - - 2 2 2 D 1892
15 3 O100:HNM (9) 7 1 1 STEC - + - 9 9 A 993
16 3 O38:H26 (1) 1 STEC 1c - - 1 1 nd nd
17 2 O149:H1/HNM (2); O28:H1 (1) 1 2 STEC 1d - - 3 D 132
1 50 O157:H7 (1) 1 EPEC - - γ1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 ndc ndc

2 39 O145:H28 (2) 2 EPEC - - γ1 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 D nd
3 35 O103:H25 (1); O103:H2 (1) 2 EPEC - - θ 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 B1 343
4 34 O153:H2 (2) 2 EPEC - - ε 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 B1 27
5 34 O26:H11 (3) 2 1 EPEC - - β1 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 B1 29
6 33 O23:H8 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 327
7 32 O23:H8 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 327
8 27 O26:H11 (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 29
9 25 O39:HNM (1) 1 EPEC - - ι 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 39

10 24 ONT:H31 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 40
11 23 O15:H2 (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 20
12 23 O28:HNM (1) 1 EPEC - - γ1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 D 137
13 22 O108:H21 (3); O153:H21 (1) 2 2 EPEC - - θ 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 B1 337 (3) 40 (1)
14 22 O146:H21 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 442
15 22 O40:HNM (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 A 10
16 21 ONT:H8 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 327
17 21 O98:H8 (1) 1 EPEC - - ι 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 590
18 21 O91:H10 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 641
19 21 O88:H25 (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 328
20 20 ONT:H8 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 327
21 20 O71:HNM (1) 1 EPEC - - η 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 A 517
22 20 O88:H8 (1) 1 EPEC - - ι 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 590
23 20 O146:H6 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 442
24 20 O167:H3 (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 D 2558
25 19 O128:H2 (1) 1 EPEC - - β1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 20
26 19 O113:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 121
27 19 ONT:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
28 19 O5:H40 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 A 10
29 19 O86:H31 (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 D 2569
30 19 O125:H6 (1) 1 EPEC - - α2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 583
31 18 ONT:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
32 18 O125:H6 (1) 1 EPEC - - α2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 583
33 18 O113:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 121
34 18 ONT:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
35 18 O159:H7 (1) 1 EPEC - - ε 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 nd
36 18 O157:H16 (1) 1 EPEC - - ε 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 A 10
37 17 O63:H6/HNM (4); ONT:H6 (1) 5 EPEC - - α2 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 5 B2 122
38 17 O51:HNM (1) 1 EPEC - - α1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 589
39 17 O113:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 121
40 17 O2:H45 (1) 1 EPEC - - κ/δ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 1907
41 17 O179:H31 (1) 1 EPEC - - ζ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 1092
42 17 O25:H2 (1); ONT:H2 (1) 2 EPEC - - β1 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 B1 20/20
43 17 O63:H6 (1) 1 EPEC - - α2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 583
44 16 O29:H19 (1) 1 EPEC - - ε 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B1 517
45 16 O116:H20 (1); O28:H16 (1) 1 1 EPEC - - β1 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 2 A 10/10
46 16 O113:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 1583
47 16 O137:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 2678
48 16 ONT:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
49 15 O33:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
50 13 O85:H31 (1) 1 EPEC - - ζ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 803
51 13 O33:H6 (1) 1 EPEC - - β2 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 28
52 12 O20:HNT (1); O98:H56/HNM/HNT (3) 2 2 EPEC - - θ 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 4 A 3747 (4) nd  (1)
53 12 O71:H49 (2); O8:H14 (1) 2 1 EPEC - - κ/δ 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 3 B2 2813 (2) 4178 (1)
54 12 O85:HNM (1) 1 EPEC - - ζ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 803
55 11 O98:HNM (1) 1 EPEC - - θ 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 A 3747
56 11 O145:H34 (1) 1 EPEC - - ι 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 B2 526

6 5 1 1 0 16 0 5 1 0 9 3 5 11 15 2 1 1 1 0 0 1 1 1 0 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 0 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 3 1 7 0 3 2 2 3 2 1 1 11 1 1 1 1 1 2 1 0
3 0 2 0 1 45 1 0 15 5 3 4 22 25 29 0 75 75 4 11 4 75 75 75 58 75 75 26 27 38 9 53 16 9 56 24 49 41 5 5 18 12 11 5 54 68 0 25 8 5 0 0 4 25 1 8 9 21 8 0 23 23 3 15 9 7
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Figure 1: Shiga toxin and intimin encoding genes subtyping.
A: distribution of stx gene subtypes found in STEC strains. B: distribution of eae
gene subtypes found in E.coli strains.
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Figure 2: Prevalence of virulence gene targets among STEC and EPEC strains.
Results are expressed as a percentage of the strains bearing the corresponding
gene.
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Chapitre 5 : EVALUATION DE LA CINETIQUE DE CONTAMINATION 

ET DE DECONTAMINATION DE COQUILLAGES AU CONTACT DE 

SOUCHES STEC 
L’objectif de ce chapitre était d’évaluer la cinétique de contamination et de décontanimation d’huîtres 

en balnéation dans de l’eau de mer naturelle au contact de souches STEC isolées au cours de cette 

étude, parallèlement à celle d’huîtres contaminées par des souches de E coli non STEC. 

A. Contexte de la quatrième partie de l’étude 

E. coli est utilisé comme indicateur de contamination fécale pour classer les eaux de baignade et les 

zones conchylicoles (Anonyme 2004, 2006). Les zones conchylicoles sont classées en trois principales 

catégories : A, B et C selon les concentrations en E. coli retrouvées dans les coquillages. Les 

coquillages en catégorie B sont placés dans des bassins de purification pendant un temps suffisant 

pour permettre la diminution des concentrations en E. coli des coquillages et obtenir des 

concentrations < 230 E. coli / 100 g de CLI (correspondant à des coquillages en catégorie A).  

Plusieurs études ont été réalisées pour évaluer la cinétique de contamination et de décontamination de 

coquillages au contact de souches de E. coli ou d’autres bactéries entériques (de Abreu Corrêaa et al., 

2007, Love et al., 2010, Chinnadurai et al., 2014, Ottaviani et al., 2015). La phase de contamination 

des coquillages par les E. coli est le plus souvent très rapide de l’ordre d’une heure, jusqu’à une 

contamination maximale appelée « l’équilibre cinétique ». Les E. coli sont éliminés rapidement du 

coquillage entre deux et six heures (Marino et al., 2005). Un rapport entre la concentration en E. coli 

initiale présente dans l’eau de mer et la concentration mesurée dans les coquillages à l’équilibre 

cinétique permet de définir le facteur de bioaccumulation de chaque type de coquillage dans des 

conditions environnementales particulières. Ce facteur est extrêmement dépendant de l’état 

physiologique du coquillage, de sa taille, de l’espèce étudiée mais également des conditions 

environnementales (température, salinité, pH…) (Love et al., 2010). 

Les E. coli, en plus d’être des bactéries commensales et des indicateurs de contamination fécale, 

peuvent aussi être des bactéries pathogènes telles que des STEC. A notre connaissance, une seule 

étude s’est intéressée à la cinétique de contamination et de décontamination  de coquillages au contact 

d’une souche appartenant au sérotype O157 :H7 mais stx négatif (Ottaviani et al., 2015).  

L’objectif de notre étude était donc d’évaluer la cinétique de contamination et de décontamination de 

souches STEC isolées de l’environnement dans des lots d’huîtres en balnéation et de la comparer à 

celle de bactéries E. coli non STEC issues également de l’environnement. 
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B. Matériels et méthodes 

Souches bactériennes, huîtres et eau de mer 

Deux souches de E. coli STEC ont été sélectionnées parmi la collection de souches environnementales 

obtenue à partir de l’analyse précédente d’échantillons de coquillages, d’eaux et de sédiments 

(Publication N°2). La première souche STEC est une souche O100 :HNM stx2+ (code : E. coli stx2) et 

la seconde une souche O154 :H31 stx1+ (code : E. coli stx1), isolées à partir de lot de coquillages. 

Deux souches de E. coli non STEC (codes : E. coli 1 et E. coli 2) ont été sélectionnées parmi la 

collection de souches environnementales obtenue dans le cadre plus global du projet Riskmanche 

isolées à partir des mêmes lots de coquillages que les souches STEC sélectionnées pour cette étude. 

Les huîtres (Crassostrea gigas) de calibre 3-4 provenaient d’une exploitation conchylicole 

finistérienne (COIC ; Pointe du Château) située en Rade de Brest. Les tests ont été réalisés en Octobre 

2014 sur des huîtres maigres en fin de période de ponte. 

L’eau de mer utilisée pour les expérimentations a été prèlevée directement à la mer. Les paramètres 

turbidité, concentrations en ammonium, nitrate, phosphate et chlorophylle A de cette eau de mer ont 

été mesurés avant son utilisation dans les microcosmes (données non présentées). Pendant 

l’expérience, les paramètres physico-chimiques de l’eau de mer : le taux d’oxygène, la température, la 

salinité ont été mesurés à l’aide d’une sonde PT100 et d’un analyseur multiparamètrique (Eutech 

Instrument PD650 ; ThermoScientific). 

Préparation des souches bactériennes et dénombrement des E. coli 

Chaque souche a été mise en culture dans un bouillon d’eau peptonée tamponnée, à 37°C pendant 24 

heures. Les suspensions bactériennes ont été titrées à l’aide de la méthode de dénombrement E. coli 

par étalement sur le milieu solide Tryptone-Bile-X-glucuronidase agar (TBX ; AES cheminex, Bruz, 

France), selon la norme ISO NF-EN-8199. Les suspensions bactériennes ont été préparées à une 

concentration d’environ 6 log10 UFC/100 mL (10 mL de suspension bactérienne) pour avoir une 

contamination de l’eau mer d’environ 4 log10 UFC/100 mL une fois la suspension bactérienne versée 

dans le bac. 

La numération des E. coli dans l’eau de mer a été réalisée par filtration de 1, 10, 100 ou 500 mL d’eau 

sur membrane 0,45 µm (Pall Gelman GN-6 Metrocel : Pall Corporation, St Germin-en-Laye, France) 

et le dépot du filtre sur le milieu TBX, incubé 24h à 44°C ; inspiré des normes ISO NF-EN-8199 et 

ISO TS-16649-3:2005. La concentration en E. coli réelle dans les bacs de contamination à T0 a été 

mesurée après quelques minutes d’homogénéisation de l’eau de mer avec la suspension bactérienne 

titrée versée. La numération des E. coli dans les huîtres a été réalisée par impédancemétrie selon la 

norme NF V 08-106. 
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Infrastructures et organisation 

L’étude de la cinétique de contamination et de décontamination a été réalisée en collaboration avec 

l’autre partie de l’équipe du laboratoire LSEM (Brest) localisé sur le site Ifremer de Nantes. L’équipe 

de Nantes disposait des infrastructures adaptées à ce genre d’expérimentation. Les cultures 

bactériennes ont été préparées au laboratoire Ifremer de Plouzané et les suspensions à Nantes. Cette 

répartition des tâches a nécessité l’élaboration d’un planning prenant en considération la préparation 

des souches bactériennes, le temps d’acheminement des coquillages, leur acclimatation en eau de mer 

(minimum 24 heures) et la mise en place des expérimentations de contamination/décontamination pour 

les deux types de souches STEC et non STEC sélectionnées. Les souches ont été testées par couple 

soit les souches E. coli stx1 et E. coli 1 ou E. coli stx2 et E. coli 2, en parallèle. 

De plus, des essais préalables de suivi de croissance en cultures successives des souches sélectionnées 

dans les conditions d’expérimentations (préparation, expédition, conservation) ont permis de montrer 

que l’organisation générale de l’expérience n’avait pas d’impact sur la cinétique de croissance des E. 

coli (données non présentées). Les tests préliminaires sur la réponse des souches sélectionnées à 

l’analyse par impédancemétrie ont également montré une bonne sensibilité de la méthode pour la 

détection des souches (données non présentées). 

Expérience de biaccumulation 

L’étude de la cinétique de contamination et de décontamination des huîtres a été réalisée pendant 24 

heures. 

Lors de la phase de contamination, les essais ont été réalisés en triplicat dans des bacs de 30 litres 

d’eau de mer (Bac A, B et C) avec un nombre de 30 huîtres par bac. Des dispositifs d’oxygénation 

d’aquarium ont été placés dans chaque bac pour l’oxygénation de l’eau et le maintien d’un courant 

d’eau continu dans les bacs. 

La mesure de la concentration en E. coli réelle à T0 a montré que les bacs d’eau de mer ont été 

contaminés à hauteur de : 

• souche E. coli stx1 : 4,1 log10 UFC/100 mL d’eau de mer (A), 4,2 log10 UFC/100 mL (B) et 6,1 

log10 UFC/100 mL (C) 

• souche E. coli stx2 : 4,1 log10 UFC/100 mL pour les 3 bacs (A, B et C) 

• souche E. coli 1 : 7 log10 UFC/100 mL (A), 3,9 log10 UFC/100 mL (B) et 5,7 log10 UCF/100 

mL (C) 

• souche E. coli 2 : 4,2 log10 UFC/mL (A), 4,2 log10 UFC/mL (B) et 4 log10 UFC/mL (C) 

Un prélèvement de six huîtres a été effectué à T0 (avant contamination) à partir du lot entier dans le 

bac d’acclimatation, puis à T2h et à T5h dans chaque bac de contamination (triplicat A, B et C) pour 

étudier la phase de contamination. 
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Pour la phase de décontamination, après le T5h, les huîtres ont été rincées rapidement à l’eau douce 

(eau du robinet) avant d’être ré-immergées dans deux bacs de 300 litres d’une nouvelle eau de mer : 

un bac pour les huîtres contaminées avec une souche STEC et un bac pour les huîtres contaminées 

avec une souche non STEC. Pour des raisons pratiques, toutes les huîtres contaminées par une souche 

STEC issues des triplicats A, B et C de contamination ont été rassemblées dans un même bac mais en 

ne modifiant pas la répartition des huîtres dans les paniers A, B et C (triplicat de contamination) de 

même pour les huîtres contaminées avec une souche non STEC (Figure 24). 

Un prélèvement de six huîtres a été effectué à T10h et à T24h pour étudier la phase de 

décontamination. 

Les temps de prélèvement ont été choisis en fonction des trois répétitions de test réalisés 

préalablement (données non présentées). Les résultats préliminaires ont mis en évidence que les temps 

T0, T2h, T5h, T10h et T24h suffisaient pour avoir un bon aperçu de la cinétique de contamination et 

de décontamination des huîtres. De plus, il était difficile d’augmenter le nombre de prélèvement pour 

des raisons pratiques (nombre d’échantillons analysables en 24h limité ; capacité d’analyses par 

impédancemétrie). 

 
Figure 24 : Organisation du suivi de la cinétique de contamination et de décontamination d’huîtres au contact 

d’une souche de E. coli (E. coli stx1 ou E. coli stx2 ou E. coli 1 ou E. coli 2) 
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C. Résultats 

La salinité mesurée dans l’eau de mer était de 32,5 ‰, le taux d’oxygènation était 82,8 % et la 

température de l’eau de mer était de 17 ±0,8°C. 

Les variations observées entre les triplicats pour les concentrations en E. coli dans l’eau de mer à T0 

étaient probablement dues à une mauvaise homogénéisation dans le bac. 

Pour toutes les expériences, la concentration en E. coli mesurée dans les huîtres avant contamination 

était en dessous du seuil de détection établi de la méthode par impédancemétrie qui est de 1,83 log10 

UFC/ 100 g de CLI (Figure 25). 

Le suivi des concentrations en E. coli dans l’eau de mer est présenté dans la Figure 26 et celui des 

concentrations en E. coli dans les huîtres est présenté en Figure 25 pour les quatre souches testées. 

Pendant la phase de contamination entre T0 et T5h, les concentrations en E. coli dans l’eau de mer ont 

évoluées : 

• de 4,8 ±1,1 log10 UFC/100 mL à 4,6 ±0,5 log10 UFC/100 mL pour la souche E. coli stx1 

• de 5,5 ±1,6 log10 UFC/100 mL à 4,5 ±0,9 log10 UFC/100 mL pour la souche E. coli 1 

• de 4,1 ±0 log10 UFC/100 mL à 4,6 ±0,6 log10 UFC/100 mL pour la souche E. coli stx2 

• de 4,1 ±0,1 log10 UFC/100 mL et 4 ±0,1 log10 UFC/100 mL pour la souche E. coli 2 

Pendant la phase de contamination, entre T0 et T2h, la concentration en E. coli dans les huîtres est 

passée de < 1,8 log10 E. coli/100 g CLI (seuil de détection) à : 

• 3,9 ±0,3 log10 E. coli/100 g CLI pour la souche E. coli stx1 

• 4,5 ±0,8 log10 E. coli/100 g CLI pour la souche E. coli 1 

• 3,7 ±0,7 log10 E. coli/100 g CLI pour la souche E. coli stx2 

• 4,5 ±0,3 log10 E. coli/100 g CLI pour la souche E. coli 2. 

Les facteurs de bioaccumulation calculés sont donc de : 

• 0,9 ±0,1 pour les huîtres contaminées avec la souche E. coli stx1 

• 1 ±0,1 pour les huîtres contaminées avec la souche E. coli 1 

• 0,9 ±0,1 pour les huîtres contaminées avec la souche E. coli stx2 

• 1,1 ±0,1 pour les huîtres contaminées avec la souche E. coli 2 

Les concentrations en E. coli ont très peu varié dans les huîtres pour les quatre souches testées entre 

T2h et T5h avec une moyenne de 4,3 ±0,3 log10 E. coli/100 g CLI. 
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Pendant la phase de décontamination, de T10h à T24h, les concentrations en E. coli pour les quatre 

souches testées ont varié en moyenne, dans l’eau de mer, de 1,5 ±0,5 log10 UFC/100 mL à 1,6 ±0,5 

log10 UFC/100 mL. 

Pendant la phase de décontamination, de T5h à T10h, les concentrations en E. coli pour les quatre 

souches testées ont chuté en moyenne, dans les huîtres, de 4,4 ±0,3 log10 E. coli/100 g CLI à 3,3 ±0,7 

log10 E. coli /100 g CLI. De T10h à T24h, les concentrations en E. coli dans les huîtres ont encore 

chuté en moyenne d’1 log avec une concentration moyenne en fin d’expérience de 2,5 ±0,3 log10 E. 

coli /100 g CLI. 

 

  

Figure 25 : Niveaux moyens des concentrations en E. coli stx1, E. coli 1, E. coli stx2 et E. coli 2 mesurés dans 
les huîtres au cours des phases de contamination (T0 à T5h) et de décontamination (T5h à T24h). Représentation 

du seuil de détection de la méthode de numération par impédancemétrie (ligne). 

T0 T2 T5 T10 T24

E. coli stx1 1,8 3,9 4,0 2,3 2,7
E. coli 1 1,8 4,5 4,4 3,5 2,8
E. coli stx2 1,8 3,7 4,5 3,5 2,4

E. coli 2 1,8 4,5 4,7 4,0 2,3
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Figure 26 : Niveaux moyens des concentrations en E. coli stx1, E. coli 1, E. coli stx2 et E. coli 2 mesurés dans 
l’eau de mer au cours des phases de contamination (T0 à T5h) et de décontamination (T5h à T24h) 

D. Discussion 

Cette étude est, à notre connaissance, la première évaluation du comportement des E. coli producteurs 

de Shiga-toxines pendant des phases de contamination et de décontamination chez l’huître Crassostrea 

gigas. 

Les niveaux de contamination de l’eau de mer utilisée dans cette expérience, de 4,1 à 5,5 log10 

UFC/100 mL, sont des niveaux de concentration en E. coli élevés, observés également dans 

l’environnement (Publication N°1 : concentrations mesurées dans les eaux douces de 1,6 à 5,3 log10 

UFC/100 mL) et utilisées dans d’autres études sur la bioaccumulation des E. coli dans les coquillages 

(Marino et al., 2005, Love et al., 2010, Ottaviani et al., 2015). 

Cette étude montre une contamination très rapide et maximale des huîtres par les E. coli, avec des 

concentrations en E. coli évoluant de < 1,8 log10 E. coli /100 g CLI mesurées à T0 avant 

contamination, vers une moyenne maximale de 4,2 ±0,4 log10 E. coli /100 g CLI mesurée après deux 

heures de balnéation. Ces résultats sont en accord avec les résultats obtenus dans l’étude de Jozic et 

al., en 2012, qui avaient contaminé des huîtres dans une eau de mer avec une concentration en E. coli 

d’environ 5 log10 /100 mL. La concentration maximale en E. coli a été observée dans les huîtres dès la 

première heure de balnéation avant d’atteindre un plateau (l’équilibre cinétique). La rapidité de la 

contamination des coquillages par E. coli a également été mise en évidence dans des moules en 

balnéation dans une eau de mer contaminée à hauteur de 7 log10 / 100 mL. La concentration maximale 

en E. coli mesurée dans les coquillages a été observée dès 3 heures de balnéation (Marino et al., 2005). 

T0 T2 T5 T10 T24

E. coli stx1 4,8 4,3 4,6 1,1 1,3
E. coli 1 5,5 4,5 4,5 2,5 2,4
E. coli stx2 4,1 4,4 4,6 1,1 1,3
E. coli 2 4,1 4,1 4,0 1,3 1,4
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Le facteur de bioaccumulation moyen calculé dans cette étude est de 1 ±0,1. Ce facteur est en accord 

avec ceux retrouvés dans la littérature en conditions expérimentales, de >0,6, 1 et 1,1 pour des huîtres 

au contact de fèces de porc, d’effluents ou de fèces de bovin, respectivement, pour des concentrations 

initiales en E. coli mesurées dans l’eau de mer de 7,1, 5,8 et 4,3 log10 UFC/100 mL (Mauffret et al., 

2013). Toutefois, ces facteurs peuvent être variables car très dépendants des conditions 

environnementales (température et salinité) qui vont influencer la physiologie du coquillage ou de 

l’espèce de coquillage étudiée (Jozic et al., 2012, Derolez et al., 2013). Le facteur de bioaccumulation 

de l’indicateur E. coli peut varier entre 0,3 et 7,7 chez les moules et entre 0,9 et 10,3 chez les huîtres 

en balnéation (Campos et al., 2013). Les variations peuvent être encore plus importantes in situ avec 

des variations observées entre 0,1 et 406 chez les huîtres dans l’environnement (Derolez et al., 2013). 

Aucune différence de cinétique n’a été mise en évidence entre des souches de E. coli STEC (souches 

E. coli stx1 ou E. coli stx2) et les souches de E. coli non STEC (souches E. coli 1 ou E. coli 2) dans les 

conditions de l’expérience, suggérant ainsi que la présence des gènes stx n’a pas incidence sur le 

comportement des E. coli dans les huîtres. Il semble également que le sérotype ne soit pas un facteur 

intervenant dans la cinétique de contamination et de décontamination car les souches de sérotype 

O100 :HNM (souche E. coli stx2) et O154 :H31 (souche E. coli stx1) ont le même comportement face 

aux huîtres. Il serait intéressant de comparer d’autres souches de sérotypes différents pour confirmer 

cette observation. 

Au final, cette expérience expose les premiers éléments de réponse concernant l’influence de la 

présence des gènes stx chez E. coli sur la cinétique de contamination et de décontamination d’huîtres 

au contact de STEC. E. coli étant utilisé comme indicateur de contamination fécale pour la 

classification sanitaire des zones conchylicoles, il était important de savoir si le fait d’acquérir des 

gènes de virulence, était un critère à prendre en compte dans l’élaboration des protocoles de 

décontamination des coquillages mis en place par la réglementation CE/854/2004. Les premiers tests 

suggèrent donc l’absence de l’influence des gènes stx sur la persistance des STEC dans les 

coquillages. Néanmoins, il serait important d’appliquer ce protocole d’évaluation à un panel plus 

grand de souches STEC isolées de l’environnement pour mieux démontrer que la présence des gènes 

stx n’a aucune influence sur la cinétique de contamination et de décontamination de coquillages. Il 

serait intéressant de tester deux souches d’un sérotype donné possédant un gène stx pour l’une et 

dépourvu de gène stx pour l’autre. Il serait également nécessaire de tester ces souches sur d’autres 

espèces de coquillages (coques, moules, palourdes) et dans des conditions environnementales 

différentes. 
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DISCUSSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

L’objectif principal de ce travail de thèse était d’évaluer la présence des E. coli producteurs de Shiga-

toxines (STEC) et des E. coli entéropathogènes (EPEC) dans l’environnement littoral. Cette étude 

constitue, à notre connaissance, la première recherchant et caractérisant simultanément des STEC et 

EPEC dans cet environnement. Elle présente de plus l’avantage de rechercher, à la fois, ces bactéries 

dans les zones conchylicoles au niveau des coquillages, les sédiments superficiels et les eaux côtières 

mais également aux exutoires des bassins versants amont. 

Si de nombreuses études ont eu comme objectifs d’évaluer la présence de ces souches au niveau des 

sources : fèces, effluents ou rivières, des données manquaient au niveau des exutoires de bassins 

versants et des zones littorales (Garcia-Aljaro et al., 2005, Mora et al., 2012, Bibbal et al., 2015). 

Parmi les différents pathovars de E. coli, nous avons sélectionné les STEC et les EPEC du fait des 

pathologies qui leur sont associées, de leurs réservoirs potentiellement présents en amont du littoral et 

des gènes de virulence pouvant être présents à la fois dans ces deux pathovars. Ces agents pathogènes 

gastro-intestinaux continuent de poser une menace pour la santé humaine dans le monde entier. Alors 

que les EPEC restent une cause importante de diarrhées dans les pays à faibles revenus, les STEC et 

tout particulièrement les EHEC sont responsables de colites hémorragiques ou du Syndrome 

Hémolytique et Urémique chez l’enfant. 

La réalisation des trois étapes majeures de ce travail de thèse a permis : 1) d’évaluer la présence de 

STEC et de EPEC dans trois zones conchylicoles françaises et d’investiguer les paramètres pouvant 

influer sur leur présence, 2) de caractériser les souches isolées et d’évaluer la présence de marqueurs 

génétiques potentiellement associés à ces pathovars, 3) et enfin de comparer la cinétique de 

contamination et de décontamination de coquillages par des souches de E. coli STEC et non STEC, 

isolées dans cette étude.  

La première étape pour rechercher les E. coli STEC ou EPEC a reposé sur la détection des gènes 

caractéristiques de ces pathovars, soient les gènes stx1, stx2 et eae, dans les bouillons d’enrichissement 

des échantillons analysés. Ces gènes ont été fréquemment mis en évidence dans ces bouillons 

d’enrichissement avec la détection des gènes stx1 ou stx2 respectivement dans 30,3 % des lots de 

coquillages, 85,9 % des eaux de rivière, 41,7 % des eaux marines et 29,2 % des sédiments superficiels. 

La détection du gène eae a été faite dans 74,8 % des lots de coquillages, 100 % des eaux de rivière, 

100 % des eaux marines et 43,6 % des sédiments superficiels. L’analyse des données acquises sur les 

deux années de suivi montre une fréquence similaire de détection des gènes stx1 et stx2 dans les 

échantillons pour les différentes matrices analysées. Au niveau des coquillages, les gènes stx1 et stx2 

ont été plus fréquemment détectés dans les coques (31,5 % et 31,5 %, respectivement) que dans les 



122 
 

moules (18,7 % et 17,7%, respectivement) ou les huîtres (9,6 % et 9,6 %, respectivement). Ce résultat 

est en accord avec les résultats obtenus lors d’une précédente étude au cours de laquelle les gènes stx 

avaient été également plus fréquemment détectés dans des coques (100 %) que dans des moules 

(43,9%) ou des huîtres (33,3 %) collectées sur des sites des différentes façades maritimes françaises 

(n=72 lots de coquillages analysés) entre 2002 et 2004 (Gourmelon et al., 2006). 

La présence fréquente de ces gènes dans des eaux environnementales (eaux de mer ou effluents) a été 

également observée dans des études précédentes (Bennani et al., 2011, Bibbal et al., 2014). Toutefois, 

au cours de notre étude, des souches STEC ou EPEC n’ont été isolées respectivement que dans 5,1 % 

et 13,7 % des échantillons analysés (n=505). La faible fréquence d’isolement de souches STEC et 

EPEC vs la fréquence élevée de détection des gènes dans les échantillons analysés a également été 

observée dans des études ciblées sur les fèces d’origine bovine, des aliments ou des échantillons de 

l’environnement (Miyagi et al., 2001, Bai et al., 2013, Bibbal et al., 2015). 

La fréquence élevée de détection des gènes stx dans ces bouillons d’enrichissement pourrait être due à 

la présence de bactéries viables non cultivables, de cellules mortes ou de bactériophages porteurs des 

gènes stx, à l’état libre, éventuellement présents dans ces bouillons (Gourmelon et al., 2006, Rozen et 

Belkin, 2001, Martinez-Castillo et al., 2013). Pour évaluer cette dernière possibilité, nous avons 

recherché si des bactériophages porteurs de gènes stx pouvaient être présents dans une partie des 

échantillons analysés (24 eaux de rivière et six eaux de mer prélevées d’Août 2014 à Janvier 2015 et 

34 bouillons d’enrichissements d’eaux ou de coquillages trouvés positifs pour les gènes stx1 ou stx2 au 

cours de la même période sur le site en Bretagne) (collaboration avec le Laboratoire du Département 

de Microbiologie, Faculté de Biologie de l’Université de Barcelone, Espagne). La présence des 

bactériophages stx1 et stx2 a été mise en évidence dans respectivement 25 % des eaux à des 

concentrations variant entre 3,2 log10 Copies de Génome (CG)/100 mL d’eau et 5,6 log10 CG/100 mL 

et dans 83,3 % des eaux entre 3,0 log10 CG/100 mL et 4,8 log10 CG/100 mL. Ces concentrations sont 

en accord avec les concentrations généralement retrouvées dans des effluents ou eaux de rivières dans 

d’autres études (Immamovic et al., 2010a, Yang et al., 2011) et la plus forte fréquence de détection de 

bactériophages stx2 dans des eaux environnementales (Martinez-Castillo et Muniesa 2014). Dans les 

bouillons d’enrichissement analysés, les bactériophages stx2 ont été détectés dans 27,3 % des eaux de 

rivière (n=6/22) et dans une eau de mer (n=1/3) mais ils n’ont pas été mis en évidence dans les 

bouillons d’enrichissement de coquillages. Les bactériophages stx1 ont été détectés dans 9,1 % des 

eaux douces (n=2/22), dans deux eaux de mer et dans un bouillon d’enrichissement correspondant au 

lot de coques prélevé en Août 2014. Ce résultat constitue, à notre connaissance, la première mise en 

évidence de bactériophages stx1 dans des coquillages. La présence de bactériophages dans les 

enrichissements obtenus à partir des eaux filtrées suggère que des bactériophages ont été retenus en 

même temps que les bactéries sur les filtres. Ces résultats confortent notre hypothèse que les 
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bactériophages Stx pourraient être responsables d’une partie de la détection des gènes stx dans les 

échantillons analysés dans ce travail. 

Au cours de cette étude, un total de 27 souches STEC, 1 EHEC, 70 EPEC atypiques et 5 EHEC 

typiques différentes a été isolé, montrant une faible présence de ces bactéries potentiellement 

pathogènes au regard des 12 016 isolats de E. coli analysés.  

Cette étude montre la présence de STEC ou EPEC sur les trois zones conchylicoles étudiées en 

Bretagne et Normandie et dans tous les matrices étudiées : coquillages : 12 souches STEC et 23 

souches EPEC isolées sur la période étudiée ; eaux de rivières, 14 souches STEC et 62 souches EPEC 

isolées ; eaux côtières une souche STEC et quatre souches EPEC isolées ; sédiments : une souche 

STEC isolée et aucune souche EPEC isolée  (Février 2013 à Janvier 2015 ; Figure 27). 

 

Site 1 
A 
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Figure 27 : Répartition des souches de E. coli producteurs de Shiga-toxines (STEC) et E. coli entéropathogènes 
(EPEC) et E. coli entérohémorragique (EHEC) isolées à partir des échantillons environnementaux prélevés 

(coquillage en orange, sédiment en gris, eaux en bleu clair et foncé) entre Février 2013 et Janvier 2015 sur le site 
1 : Baie de la Fresnaye (A), le site 2 : Havre de Regnéville et le site 3 : Havre de la Vanlée (B). huîtres :L et F :, 

moules :G et M et coques :E. eaux de rivière :A, B, C, I, H. sédiments :K et D. 

Ces résultats montrent donc qu’un faible nombre de souches STEC et EPEC a été isolé dans ces 

échantillons environnementaux, et que pour les trois sites, la majorité des souches STEC et EPEC ont 

été isolées dans les eaux de rivières et dans les coquillages et qu’enfin une plus forte proportion de 

souches EPEC que de souches STEC a été observée, en accord avec les résultats d’études précédentes 

(Hamilton et al., 2010,  Chandran et Mazumder 2015).  

Le faible isolement de souches E. coli pathogènes (1 STEC et 0 EPEC) dans les sédiments superficiels 

peut être expliqué par la nature des sédiments des zones conchylicoles étudiées. Ils étaient constitués 

principalement de particules grossières (sable) avec une absence ou une faible présence de vase et 

donc peu propices au maintien d’une population de E. coli dans ce compartiment. Des études 

précédentes avaient montré que les sédiments superficiels pouvaient jouer le rôle de réservoir de 

souches de E. coli  mais dans ce cas les sédiments avaient une teneur élevée en matière organique et 

étaient riches en vase (Luna et al., 2010, Whitman et al., 2014). La recherche des E. coli dans les 

sédiments indépendamment de la recherche de STEC ou de EPEC a permis d’obtenir 21 isolats pour 

39 échantillons de sédiments, soit un nombre beaucoup plus faible que dans les eaux ou les 

coquillages, confirmant la faible présence de ce genre de bactéries dans ces sédiments. 

Une partie des souches isolées appartenait à un des sérotypes majeurs soit une souche STEC (E. coli 

O26 :H11) isolée d’un lot de moules correspondant à une souche EHEC et un total de 14 souches 

EPEC appartenant aux sérotypes O26 :H11, O145 :H28 et O103 :H2. Au cours de cette étude, trois 

protocoles complémentaires avaient été utilisés pour rechercher les souches STEC et EPEC : i) 

B 

Site 2 

Site 3 
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application du protocole ISO/TS-13136 ciblant les sérotypes majeurs, ii) isolement de souches de E. 

coli dans les bouillons d’enrichissement et iii) isolement de souches de E. coli directement dans les 

échantillons, ces deux derniers protocoles étant indépendants des sérotypes. Le protocole ISO/TS-

13136 a été le seul protocole permettant d’isoler une souche STEC de sérotype majeur ou EHEC 

typique, au cours de l’étude et a conduit à une plus forte détection de souches EPEC de sérotypes 

majeurs que les autres protocoles (n=9/14). Cette étude présentait la première application de ce 

protocole ISO/TS-13136 à des coquillages et à des eaux littorales (Publiation N°1). Ces résultats 

suggèrent que ce protocole est à privilégier dans le cas d’une recherche des sérotypes majeurs dans des 

échantillons environnementaux. Les deux autres protocoles ont, quant à eux, permis d’isoler un total 

de 56 souches STEC et 103 souches EPEC n’appartenant pas aux sérotypes majeurs. Lors de cette 

étude, aucune souche de sérotype O157 :H7 n’a été isolée bien que le protocole ISO/TS-13136 ciblant 

les sérotypes majeurs incluant le O157 (protocole appliqué sur 282 échantillons de Février 2013 à 

Février 2014) ait été appliqué. Ce résultat est en accord avec la faible prévalence de ce sérotype dans 

l’environnement au niveau des effluents d’origine agricole (Bibbal et al., 2014), des eaux de rivières 

(Jokinen et al., 2011), des eaux marines (Miyagi et al., 2001) et des coquillages (Manna et al., 2008). 

Cette étude a également permis d’apporter des données sur la présence de souches STEC et EPEC 

dans les échantillons environnementaux en fonction de différents paramètres : sites, périodes 

d’isolement (saisons), matrices, pluviométrie et concentrations en indicateur de contamination fécale 

(E. coli). Pour les sites étudiés, l’analyse de l’ensemble des données acquises sur les deux ans d’étude 

montre un effet saisonnier de la détection des E. coli pathogènes avec la détection de souches STEC 

plus fréquemment en été et des souches EPEC plus fréquente en été et en automne (test khi-deux ; p< 

0,05). 

Cependant, aucune relation n’a été observée entre la prévalence des STEC et des EPEC et la 

pluviométrie ou la température. Concernant les concentrations en E. coli des échantillons analysés, 

l’isolement des souches STEC a été plus fréquent dans les eaux faiblement contaminées (présence 

dans 8 % des eaux avec des concentrations < 500 E. coli / 100 ml) que dans les eaux fortement 

contaminées (présence dans 5 % des eaux avec des concentrations > 1000 E. coli / 100 ml). Tandis que 

dans les coquillages l’isolement des souches a été plus important dans les coquillages fortement 

contaminés (présence dans 2 % des coquillages avec des concentrations > 4 600 E. coli / 100 g de 

CLI) que dans les coquillages faiblement contaminés (concentrations < 230 E. coli / 100 g de CLI). 

Pour les EPEC, l’isolement de souches a été plus fréquent dans les échantillons d’eaux et de 

coquillages fortement contaminés en E. coli avec la présence de souches EPEC dans 25 % des eaux 

avec des concentrations > 1 000 E. coli / 100 ml et dans 23 % des coquillages avec des concentrations 

> 4 600 E. coli / 100 g de CLI. 
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Ce travail de thèse s’insérant dans un projet plus large, il a été également possible de comparer les 

données de présence de STEC et de EPEC dans les échantillons environnementaux à celles acquises 

en utilisant les marqueurs Bacteroidales associés à l’Homme (HF183, Seunrick et al., 2005), aux 

ruminants (bovin et ovin ; Rum2Bac ; Mieszkin et al., 2010) et aux porcs (Pig2Bac ; Mieszkin et al., 

2009) dans les échantillons d’eaux. Si les marqueurs Bacteroidales ont été également recherchés dans 

les coquillages collectés sur les trois sites conchylicoles, il n’a pas été possible d’obtenir des résultats 

par ces marqueurs sur l’origine de la contamination fécale ; des développements méthodologiques sont 

encore nécessaires pour obtenir une sensibilité suffisante. 

 

Les résultats montrent généralement que dans 58 % des échantillons d’eaux où une souche STEC a été 

isolée (7 sur 12 échantillons), une origine de contamination a pu être mise en évidence : soit une 

contamination mixte (humaine et animale ; détection du marqueur HF183 et Rum2Bac) dans 5 

échantillons sur 12, une contamination seulement par les ruminants (bovins ou ovins) dans deux 

échantillons. De même pour les souches EPEC, une origine de contamination a pu être mise en 

évidence dans 69 % des échantillons (31 sur 45 échantillons) : soit une contamination mixte (humaine 

et animale ; détection du marqueur HF183 et Rum2Bac) dans 16 échantillons sur 45 et une 

contamination seulement par les ruminants (bovins ou ovins) dans 15 échantillons. Ces résultats 

suggèrent que la présence de ces souches est souvent associée à une présence de contamination par les 

ruminants. Toutefois, ces résultats sont à prendre avec précaution car il est également à noter que ces 

marqueurs associés à l’Homme et aux ruminants étaient également détectés dans les échantillons dans 

lesquels aucune souche STEC ou EPEC n’a été isolée (présence d’une origine de contamination fécale 

identifiée dans 70 % des échantillons). 

Ce travail de thèse a permis également d’acquérir des données sur la diversité des souches STEC et 

EPEC dans des échantillons environnementaux. La caractérisation des souches montre une diversité 

très importante des souches environnementales isolées lors de cette étude : 75 sérotypes différents, 46 

ST différents, 79 profils PFGE différents et 75 profils de gènes de virulence ont été ainsi obtenus. Ces 

résultats sont en accord avec la grande diversité de sérotypes précédemment observée dans des 

échantillons d’effluents ou d’eaux environnementales en Espagne ou en Californie (Garcia-Aljaro et 

al., 2005, Cooley et al., 2014). Il est également à noter que des phylogroupes différents ont été 

observés au sein de ces souches STEC et EPEC avec une majorité de souches STEC de phylogroupe A 

et B1 et  une répartition des souches EPEC au sein des quatre phylogroupes A, B1, B2 et D étudiés. 

Cette très grande diversité de souches suggère un apport de multiples souches STEC ou EPEC, 

présentes chacune probablement en faible quantité dans les échantillons analysés. De plus, il est 

probable que d’autres souches STEC ou EPEC étaient également présentes dans les enrichissements 

mais n’ont pas pu être mises en évidence car nous n’avons analysé qu’un faible pourcentage d’isolats 

de E. coli au vu de l’ensemble des E. coli présents. Il est possible aussi que certaines souches STEC ou 
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EPEC ne se soient pas développées dans les enrichissements ou sur les milieux solides du fait de leur 

plus faible présence dans la population de départ ou de leur mauvais état physiologique du au transit 

de la source aux coquillages. Des souches STEC ou EPEC peuvent en effet perdre leur capacité à 

cultiver mais rester viables (bactéries viables non cultivables) du fait des conditions stressantes 

rencontrées par ces bactéries lors de leur transfert jusqu’aux coquillages.  

Un des objectifs de cette étude était également d’évaluer le caractère plus ou moins pathogène des 

souches isolées de l’environnement en déterminant des profils de gènes de virulence reposant sur un 

nombre élevé de gènes (technique de PCR haut débit permettant la recherche de 75 gènes de 

virulence).  

Parmi les souches potentiellement les plus virulentes du fait de la mise en évidence d’un nombre 

important de gènes présents, nous pouvons citer une souche de sérotype O26 :H11 stx1a
+eaeβ1+, 

caractéristique des EHEC du fait de la présence du gène eae et de son appartenance aux sérotypes 

majeurs, isolée à partir d’un lot de moules sur le site 1. La caractérisation de cette souche O26 :H11 a 

permis de l’associer au ST21 qui avait déjà été décrit pour des souches O26 :H11 responsables de 

SHU et de colites hémorragiques chez l’Homme (Bielaszewska et al., 2013, Zweifel et al., 2013). 

Cette étude a mis en évidence la présence de 45 gènes de virulence dans cette souche. Une autre 

souche STEC susceptible d’être associée à des infections humaines est la souche appartenant au 

sérotype O91 :H21 stx1a
+, stx2a

+, stx2c
+ stx2d

+, ST442, soit un ST qui a également été associé à une 

souche de O91 :H11 responsable de SHU (Mellmann et al., 2009). 

Au regard de la caractérisation des souches EPEC isolées de l’environnement, 11 souches appartenant 

aux sérotypes O23 :H8 (n=2), O153 :H2 (n=2), O26 :H11 (n=3), O103 :H25 (n=1), O103 :H2 (n=1) et 

O145 :H28 (n=2) pourraient être potentiellement pathogènes pour l’Homme. Ces souches possèdent 

entre 13 et 19 gènes de virulence sur un total de 20 gènes associés à des marqueurs de virulence 

retrouvés sur les îlots de pathogénicité OI-122, OI-43-48, O-57 et OI-71 typiquement utilisés pour 

identifier les souches EHEC hautement pathogènes pour l’Homme parmi les souches STEC et EPEC 

avec un potentiel de virulence moindre (Coombes et al., 2008, Bugarel et al., 2010, Chui et al., 2013). 

Si d’autres souches isolées au cours de cette étude présentaient également un profil moléculaire de 

virulence, la majorité des souches isolées semble toutefois présenter un risque faible pour la santé 

humaine avec par exemple la présence majoritaire du variant stx1d au sein des souches STEC isolées, 

peu associé à des cas sévères d’infection chez l’Homme et la détection que de un à 13 gènes de 

virulence supplémentaires aux gènes stx. 

Parmi les souches potentiellement peu virulentes, le sérotype O100 :HNM a présenté un intérêt 

particulier pour plusieurs raisons. Ce sérotype O100 :HNM stx2+ a été en effet le sérotype le plus isolé 

à partir des échantillons prélevés sur les sites normands : sites 2 et 3 (9 isolats différents après retrait 
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des éventuels réplicats). Ces clones ont plus particulièrement été isolés dans les coquillages (n=7/9). 

Ils proviennent des différents types de coquillages (huîtres, moules et coques), d’un sédiment et d’une 

eau de rivière, prélevés aux mois de Mai et Juin 2013 et Mars et Juin 2014. La caractérisation de ces 

isolats par PFGE et MLST (ST993) a confirmé la présence d’un même et unique clone au sein de 

l’ensemble de ces échantillons. L’étude de son profil de virulence nous a amené à penser que cette 

souche était peu virulente puisqu’elle ne possédait que les gènes paa, codant une adhésine et terE, 

codant une enzyme impliquée dans la dégradation des tellurites, sur les 75 gènes de virulence ciblés, 

en plus du gène stx2. D’ailleurs, ce variant du gène stx2 reste encore inconnu et devrait être identifié 

rapidement grâce au séquençage total du génome en cours. 

Pour terminer la caractérisation des souches, nous avons recherché si des souches isolées dans cette 

étude possédaient des capacités à former des biofilms, favorables à une meilleure survie dans 

l’environnement. Nous avons donc recherché la présence de gènes en association avec la production 

de biofilm et évalué la capacité de certaines souches environnementales à former des biofilms. Pour 

cela, 10 gènes de virulence associés à la formation de biofilms (crl, ang43K12 (flu), csgA, csgD, pgaA, 

fim1/H, fim9, ehaA, ehaB et ehaD) ainsi que six gènes impliqués dans les mécanismes d’adhésion aux 

cellules: lpfAO157, lpfAO26, lpfAO113, sab, iha et efa1 ont été recherchés par PCR haut débit 

(données non présentées). Brièvement, les résultats ont montré qu’au moins cinq gènes sur 10 (crl, 

csgD, fim1H, fim9 et ehaB) étaient présents chez toutes les souches qu’elles soient capables de former 

ou non des biofilms. L’expression de ces gènes est une notion à prendre en considération dans cette 

analyse et qui serait intéressante à étudier en ciblant les ARN issus de ces gènes par RT-PCR (Biscola 

et al., 2011). En effet, dans une récente étude, Kim et al. (2013) ont observé que la détection des gènes 

fim1/A/I/C/D/F/G/H chez des souches O91 :H21 n’était pas systématiquement associée à leur 

expression. 

Nous avons terminé ce travail par l’étude du comportement des souches STEC par rapport à 

l’indicateur E. coli vis à vis de la cinétique de contamination et de décontamination d’huîtres. Aucune 

différence de cinétique n’a été mise en évidence entre les souches STEC et non STEC sélectionnées 

dans les conditions expérimentales mises en œuvre. Cette expérience a exposé des premiers éléments 

de réponse concernant l’influence de la présence des gènes stx chez E. coli sur la cinétique de 

contamination et de décontamination d’huîtres au contact de STEC. Beaucoup d’études se sont 

intéressées au comportement des E. coli dans les coquillages mais à notre connaissance aucune n’avait 

encore abordé l’influence de la présence de gènes de virulence tels que les gènes stx (Marino et al., 

2005, Love et al., 2010, Chinnadurai et al., 2014, Ottaviani et al., 2015).  

E. coli étant utilisé comme indicateur de contamination fécale pour la classification sanitaire des zones 

conchylicoles, il est important de connaître si le fait d’acquérir des gènes de virulence, est un critère à 



129 
 

prendre en compte dans l’élaboration des protocoles de décontamination des coquillages mis en place 

par la réglementation CE/854/2004. 

 

En conclusion, cette étude sur la prévalence, la distribution et la virulence des souches STEC et EPEC 

présentes dans l’environnement littoral, au niveau des coquillages, des sédiments, de l’eau de mer et 

des exutoires de rivières a permis de constituer une collection de souches intéressantes pour évaluer le 

risque sanitaire lié à la présence de ces pathogènes dans l’environnement littoral. 

Cette étude a permis d’avoir un premier aperçu de la présence de souches de E. coli potentiellement 

pathogènes pour l’Homme. Néanmoins, il serait intéressant par rapport aux résultats obtenus, de 

poursuivre l’évaluation du pouvoir pathogène de certaines souches. Pour cela, l’étude concernant 

l’expression des gènes de virulence s’identifie comme une étape essentielle à l’évaluation du pouvoir 

pathogène des souches, car la présence des gènes dans les souches bactériennes ne signifie pas 

systématiquement que les gènes sont exprimés et une souche est vraiment pathogène sous réserve 

qu’elle exprime les gènes en protéines effectrices. En ce qui concerne l’expression des gènes stx 

plusieurs approches existent, orientées sur l’effet cytotoxique des toxines produites sur des cellules 

Véro en culture (cellule de rein de singe) (Staples et al., 2012) ou bien sur la quantification des toxines 

produites par méthode ELISA (Yamasaki et al., 2015). Plus généralement, d’autres moyens permettent 

de mettre en évidence la toxicité de certaines souches par l’évaluation de l’effet pathogène en 

produisant une infection à STEC sur des modèles vivants. Un des modèles vivants déjà utilisé pour 

l’étude de la toxicité des souches STEC est le modèle lapin (Shringi et al., 2012). Cependant, la mise 

en œuvre de ce type de test étant assez lourde et contraignante (notion d’éthique), le modèle chenille 

(Galleria mellonella) apparait récemment comme un modèle vivant d’invertébré simple et facile à 

mettre en œuvre, de plus en plus utilisé pour étudier la virulence de souches bactériennes (Kalkanci et 

al., 2015).  

L’émergence des méthodes de séquençage de nouvelles générations (NGS) apparaît comme un 

élément indispensable à mettre en œuvre au niveau de ces souches environnementales pour mieux 

connaître et prédire l’émergence de nouvelles souches pathogènes. Dans cet objectif, le projet H2020 

Compare débuté au laboratoire en 2015, a pour objectif d’évaluer le pouvoir pathogène de certaines 

souches de la collection par le séquençage total du génome. 

L’étude plus approfondie de certaines souches comme celles de sérotype O100 :HNM stx2 dont le 

variant du gène reste encore non identifié à l’issu de ce travail, est une perspective très intéressante par 

rapport à l’étude de la diversité des souches isolées. L’identification d’un nouveau variant pourrait être 

une avancée concernant le gène stx à l’origine de la production de la Shiga-toxine de type 2. 
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Comprendre pourquoi certaines souches ont été isolées plus que d’autres est également un point très 

intéressant à développer suite à ce travail. La souche de sérotype O100 :HNM reste encore le parfait 

exemple, avec sa prévalence très marquée au niveau des sites d’étude de Normandie et son isolement 

dans les trois types de coquillages (huîtres, moules et coques) à différentes périodes (Mai et Juin 2013 

et Mars et Juin 2014). Il serait intéressant de voir si certaines souches ont la capacité de persister plus 

longtemps dans l’eau de mer que d’autres en évaluant sa persistance dans des microcosmes d’eau de 

mer sur une longue période. 

Avec une autre approche, il serait intéressant d’identifier les sources potentielles de contamination 

liées à la présence de certaines souches dans les coquillages, le sédiment et les eaux de rivière en allant 

échantillonner plus en amont des exutoires des rivières ainsi qu’au niveau des cheptels présents au 

niveau des bassins versants. 

E. coli est encore de nos jours l’indicateur de contamination fécale utilisé pour évaluer la qualité 

sanitaire de produits destinés à la consommation humaine. Ce travail a permis d’avoir un premier 

aperçu de la présence de E. coli potentiellement pathogènes pour l’Homme avec le cas des STEC et 

des EPEC dans les compartiments soumis à des contaminations d’origine fécale. Suite à ce travail on 

pourrait également se demander ce qu’il en est des autres pathovars de E. coli dans l’environnement 

littoral. Connaître et évaluer la circulation et le pouvoir pathogène des E. coli présents au niveau des 

zones côtières ainsi que leur comportement dans le coquillage sont des enjeux majeurs pour la 

pérennité de certains usages littoraux tels que la conchyliculture, la pêche à pied et la baignade. 
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Annexe I : Sélection de gènes de virulence identifiés chez E. coli 

Gènes (position 

chromosomique EDL933) 

Support génétique Description/Rôle Références 

LEE    

eae (Z5110) LEE Intimine : protéine d’adhésion Garrido et al., 2006 

espB (Z5105) LEE protéine EspB intervenant dans la formation de la seringue moléculaire Garrido et al., 2006 

espD (Z5106) LEE protéine EspD intervenant dans la formation de la seringue moléculaire Garrido et al., 2006 

espA (Z5107) LEE protéine EspA intervenant dans la formation de la seringue moléculaire Garrido et al., 2006 

tir (Z5112) LEE tyrosine phosphorylated protein : récepteur de l’intimine Garrido et al., 2006 

espZ (Z5122) LEE régule la translocation de protéines effectrices codées par le LEE Berger et al., 2012 

escC (Z5126) LEE protéine de structure et de la machinerie du SSTT Garmendia et al., 2005 

escD (Z5109) LEE protéine de structure et de la machinerie du SSTT Garmendia et al., 2005 

escN (Z5119) LEE protéine de structure et de la machinerie du SSTT Garmendia et al., 2005 

escV (Z5120) LEE protéine de structure et de la machinerie du SSTT Garmendia et al., 2005 

escJ (Z5124) LEE protéine de structure et de la machinerie du SSTT Garmendia et al., 2005 

espG LEE EspG déstabilise la formation de microtubules en agissant sur l'appareil de 

Golgi 

Clements et al., 2011 

espJ OI-79 Inhibe l'action des macrophages Marches et al., 2008 

espM2 (Z3918) OI-108 EspM régule la formation du piédestal et agit sur les jonctions serrées des 

cellules épithéliales intestinales 

Simovitch et al., 2010 

espV (Z1387) OI-44 EspV altère la morphologie des cellules eucaryotes Arbeloa et al., 2011 

espM1 (Z2565) OI-71 EspM régule la formation du piédestal et agit sur les jonctions serrées des 

cellules épithéliales intestinales 

Simovitch et al., 2010 

Adhésines fimbriae    

bfpA plamide bundle-forming pilus : Sous-unité structurale majeure pour la formation du Sohel et al., 1993 
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faisceau de pili, entéroadhésion (spécifique aux EPECt) 

F6/987P (fasA)pig plasmide adhésine fimbriale 987P : Adhérence aux cellules de l’intestin grêle du porc 

nouveau-né (spécifique au ETEC responsable de l'œdème chez le porc) 

Kwon et al., 2002 

F18, F107 (fedA)pig plasmide adhésine fimbriale F18 : Adhérence aux cellules du l’intestin grêle du porc 

nouveau-né (spécifique au ETEC responsale de l'œdème chez le porc) 

Kwon et al., 2002 

F41 (fimF41a)pig chromosome adhésine fimbriale F41 : Adhérence aux cellules du l’intestin grêle du porc 

nouveau-né (spécifique au ETEC responsale de l'œdème chez le porc 

Kwon et al., 2002 

lpfAO157 OI-141-154 

(chromosome) 

long polar fimbrial protein : adhésion des EHEC in vitro aux patchs Peyer; 

formation de micro-colonies 

Doughty et al., 2002 

lpfAO26 chromosome long polar fimbrial protein : adhésion des EHEC in vitro aux patchs Peyer; 

formation de micro-colonies 

Doughty et al., 2002 

lpfAO113 OI-154 (chromosome) long polar fimbrial protein: observé chez les STEC LEE-négatifs (non-

O157), produite par les STEC O113:H21 

Doughty et al., 2002 

Adhésines non-fimbriae    

toxB plasmide O157 Proche de la toxine B de Clostridium difficile : potentielle protéine d'adhésion 

et régulateur post-transcriptionnel du SSTT, potentiel effet toxique 

Tatsuno et al., 2001 

efa1/LifA OI-122 (chromosome) EHEC factor for adherence (efa) (EHEC) et lymphocyte inhibitory factor 

(lifA) (EPEC) : rôle dans la colonisation du tube digestif des bovins 

(homologue de ToxB) et inhibe l'action des lymphocytes 

Badea et al., 2003 

iha OI-43-48 (chromosome) IrgA homologue adhesin : Protéine homologue d’IrgA (Iron-regulated gene 

homologue ) de Vibrio cholerae impliquée dans l’adhésion 

Tarr et al., 2000 

eibG plasmide O113 E. coli immunoglobulin-binding : protéine de liaison aux immunoglobulines Lu et al., 2006 

saa plasmide O113 STEC autoagglutinating adhesin : Adhésion par autoagglutination observée 

chez les STEC LEE-négatifs 

Paton et al., 2001 

orfA/orfB Plasmide open reading frames A and B (adhesin involved in diffuse adhesion AIDA): 

adhésion diffuse observée dans les cas d'œdème chez le porc 

Zhao et al., 2009 
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paa plasmide ou 

chromosome 

porcine attaching- and effacing-associated factor : impliqué dans 

l'attachement intime des bactéries aux entérocytes et induits des lésions A/E 

typiques au niveau l'iléon chez le porc 

Vidotto et al., 2013 

stcE plasmide O157 métalloprotéase et mucinase: protéase contribuant à l'adhésion intime des 

EHEC O157: H7 à des cellules hôtes par clivage de glycoprotéine de surface 

Grys et al., 2005 

sab plasmide O113 STEC contributing to biofilm formation : autotransposteur contribuant à la 

formation de biofilm, adhésion observée chez les EHEC LEE-négatifs 

Buvens et Pierard 2012 

espP plasmide O157 E. coli secreted protein : Sérine protéase autotransporteur, responsable de 

l’adhésion aux cellules rectales primaires bovines et de la colonisation des 

intestins de bovins et effet cytoléthale 

Dziva et al., 2007 

epeA plasmide O113 serine protease autotransporter of Enterobacteriaceae (SPATE) : 

autotransporteur observé chez les EHEC LEE-négatifs 

Leyton et al., 2003 

ehaA OI-15 Enterohemorrhagic E coli Autotransporter: favorise l'attachement aux 

surfaces biotiques  type cellule épithéliale primaire et abiotique, associé à un 

système de sécrétion de type V 

Wells et al., 2008 

Toxines    

subA plasmide O113 Cytotoxine subtilase capable d'induire l'arrêt de la synthèse protéique Paton et al., 2004 

ehxA plasmide O157 Enterohemolysin A: cytotoxine capable de lyser les érythrocytes, induit la 

libération de cytokines inflammatoires 

Lorenz et al., 2013 

cdt-I chromosome ou 

plasmide 

cytolethal distending toxin ou cyclomoduline: bloque le cycle cellulaire des 

cellules eucaryotes en phase G2/M 

Nougayrede et al., 2005 

cdt-III chromosome ou 

plasmide 

cytolethal distending toxin ou cyclomoduline: bloque le cycle cellulaire des 

cellules eucaryotes en phase G2/M 

Nougayrede et al., 2005 

cdt-V chromosome ou 

plasmide 

cytolethal distending toxin ou cyclomoduline: bloque le cycle cellulaire des 

cellules eucaryotes en phase G2/M 

Nougayrede et al., 2005 

STa (estla) plasmide Heat-stable toxin a: entérotoxine responsable de l'hyper excrétion de H2O, Nagy 2005 
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Na+ et Cl- favorisant la déshydratation et l'acidose 

LT (elt) plasmide Heat-labile toxin: entérotoxine responsable de l'hyper excrétion de H2O, Na+ 

et Cl- favorisant la déshydratation et l'acidose 

Nagy 2005 

astA plasmide ou 

chromosome 

EAEC heat-stable enterotoxin (EAST1): entérotoxine associée aux EAEC, 

responsable de diarrhées aqueuses 

Silva et al., 2014 

hlyA plasmide alpha-hemolysin : capable de lyser les lymphocytes et les érythrocytes Lorenz et al., 2013 

cnf1 plasmide cytotoxic necrotizing factor : lié aux cdt Oloomi et Bouzari 2008 

cnf2 plasmide cytotoxic necrotizing factor : lié aux cdt Oloomi et Bouzari 2008 

Effecteur non-LEE    

nleB (Z4328) OI-122 interfère avec la réponse immunitaire inflammatoire de l'hôte Gao et al., 2013 

nleE (Z4329) OI-122 inhibe la voie NF-Kappa-B Vossenkaemper et al., 2010 

nleF (Z6020) OI-71 colonisation du tube digestion des porcelets Echtenkamp et al., 2008 

nleG (Z6010) OI-71 activité ubiquitine ligase similaire à des enzymes eucaryotes Wu et al., 2010 

nleH1-2(Z6021) OI-71 protéine NleH kinase sérine-thréonine agit contre la réponse immunitaire 

innée de l'hôte 

Holmes et al., 2012 

nleA(Z6024) OI-71 perturbe la fonction de la barrière intestinale Thanabalasuriar et al., 2010 

nleC (Z0986) OI-36 supprime la réponse immunitaire inflammatoire de l'hôte Sham et al., 2011 

nleD(Z0990) OI-36 perturbe la fonction de la barrière intestinale Long et al., 2014 

nleG2 (Z2149/Z2339) OI-57 activité ubiquitine ligase similaire à des enzymes eucaryotes Wu et al., 2010 

nleG5-1 OI-57 activité ubiquitine ligase similaire à des enzymes eucaryotes Wu et al., 2010 

nleG5-2 (Z2151) OI-57 activité ubiquitine ligase similaire à des enzymes eucaryotes Wu et al., 2010 

nleG6-2 (Z2150) OI-57 activité ubiquitine ligase similaire à des enzymes eucaryotes Wu et al., 2010 

nleH1-1(Z0989) OI-36 kinase sérine-thréonine agit contre la réponse immunitaire innée de l'hôte Holmes et al., 2012 

Résistance/ Persistance    

frrerfkatP chromosome catalase/péroxidase: protège contre les dommages oxydatifs Heimer et al., 2002 
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pagC (Z4321) OI-122 (chromosome) pagC-like membrane protein /phoP-activated gene C (PagC) : permet la 

survie dans les macrophages de Salmonella enterica responsable d'infection 

systémique chez le porc et l'Homme. pagC (Z4321) est la protéine 

homologue retrouvée chez les STEC 

Nishio et al., 2005 

ecf1 plasmide O157 hydrolase présente sur un opéron qui améliore la structure de la membrane 

bactérienne par la biosynthèse de polysaccharide et impliquée dans l'invasion, 

spécifique aux STEC LEE-positifs 

Yoon et al., 2005 

terE (Z1176) OI-43-48 (chromosome) enzyme impliquée dans la dégradation des tellurites Orth et al., 2007 

ureD (Z1142) OI-43-48 (chromosome) uréase impliquée dans la dégradation de l'urée Steyert et Kaper 2012 

espK (Z1829) prophage E. coli secreted protein : intervenant dans la formation du piédestal chez 

O157 

Vlisidou et al., 2006 

espN prophage E. coli secreted protein : impliquée dans la persistance des O157 au niveau 

de l'intestin chez les veaux 

Vlisidou et al., 2006 

aggR plasmide régulateur de la transcription de nombreux gènes de virulence chez les EAEC Morin et al., 2013 

pic chromosome sérine protéase impliquée dans la colonisation chez les EAEC Harrington et al., 2009 

irp2 HPI (hight pathogenicity 

island) 

iron responsible protein 2: code une protéine ayant un rôle dans l'absorption 

du fer chez Yersinia 

Gophna et al., 2001 

fyuA HPI (hight pathogenicity 

island) 

ferric yersiniabactin uptake A: pour une protéine ayant un rôle dans 

l'absorption du fer chez Yersinia 

Gophna et al., 2001 

etpD plasmide O157 effecteur du système de sécrétion de type II en lien avec la sécrétion de StcE Tseng et al., 2014 
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Abstract 
The contamination of coastal areas by potentially pathogenic enteric bacteria is of concern for the 
sustainability of some uses, such as shellfish farming, recreational shellfish harvesting and bathing. 
The contamination of these environments may occur through the land-spreading of livestock wastes, 
animal feces deposited on pastures, wastewaters from slaughterhouses or from municipal wastewater 
treatment plants. The presence of these bacteria in coastal environment may present a potential risk to 
human health. In fact, shellfish-borne outbreaks or human infections may occur by the consumption of 
shellfish from contaminated areas or the ingestion of water during bathing in contaminated waters, 
respectively. To date, few studies focusing on the presence and the diversity of enteric bacteria, such 
as pathogenic Escherichia coli (E. coli) in coastal environments and shellfish have been reported. 
The PhD project aimed to (i) evaluate the presence of pathogenic E. coli, more precisely, Shiga toxin-
producing E. coli (STEC) and enteropathogenic E. coli (EPEC) in shellfish-harvesting areas and their 
upstream catchments, (ii) characterize the diversity of isolated STEC and EPEC, (iii) estimate the 
molecular risk assessment by screening 75 E. coli virulence-associated gene targets and then (iv) 
evaluate the contamination and depuration of oysters in contact with STEC. 
For this purpose, during a 2-year study (February 2013 to January 2015), shellfish batches (n=238), 
freshwater (n=216), seawater (n=12), and surface sediment (n=39) samples from three selected 
shellfish-harvesting areas and their upstream catchments, were monthly analyzed to evaluate the 
presence of STEC and EPEC strains. Five percent of samples were positive for the isolation of at least 
one STEC and 14% for the isolation of at least one EPEC. Twenty-eight STEC and 89 EPEC strains 
were isolated representing 1% of the total E. coli (n=12 016). The isolated STEC and EPEC strains 
belonged to a high diversity with 75 different serotypes, 79 distinguishable PFGE patterns and 46 
distinguishable sequence types. STEC and EPEC strains were distributed into to 15 and 55 virulence 
profiles, respectively. One STEC strain isolated from a mussel batch, belonging to the serotype 
O26:H11 stx1+eae+ displayed 45 additional virulence genes among the 75 investigated genes. Seventy-
five percent of EPEC strains displayed between one and 19 virulence genes associated with 
pathogenicity islands specific to pathogenic E. coli involved in human infections. 
No difference in the kinetics of the contamination and depuration of oysters by STEC and non-STEC 
E. coli was found. 
To our knowledge, this study is the first to focus on the diversity of STEC and EPEC strains isolated 
from coastal environments. This study highlights the weak presence of STECs and EPECs in the 
French shellfish-harvesting areas studied and a potential pathogenicity of some strains. The low 
prevalence of STEC and EPEC strains in shellfish from B- and C-categories (depuration of shellfish 
before commercialization), as well as the decontamination of shellfish by STEC, fast and similar to 
that of non-pathogenic E. coli, is rather in favor of a limited risk of contamination of shellfish by 
STEC in the studied areas. The results obtained during this study are important to better understand 
the health risk associated with STEC and EPEC in coastal areas. 
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Résumé 
La contamination des zones littorales par des bactéries entériques potentiellement pathogènes pour 
l’Homme constitue un problème majeur pour la pérennité de certains usages tels que la 
conchyliculture, la pêche à pied ou la baignade. Ces bactéries provenant de rejets urbains ou agricoles 
peuvent atteindre les zones conchylicoles ou de baignade et être impliquées dans des toxi-infections 
alimentaires collectives (TIAC) lors de la consommation de coquillages contaminés ou dans des 
infections par contact avec l’eau de baignade contaminée. Actuellement, très peu de données sont 
disponibles sur la présence et la diversité des bactéries entériques telles que les Escherichia coli (E. 
coli) pathogènes dans les coquillages en France. 
Ce sujet de thèse a donc eu pour objectifs : i) d’évaluer la présence de E. coli pathogènes de type E. 
coli producteurs de Shiga-toxines (STEC) et de E. coli entéropathogènes (EPEC) en zone littorale et 
plus précisément dans des zones conchylicoles et leurs bassins versants en amont, ii) de caractériser la 
diversité des souches STEC et de EPEC isolées, iii) d’estimer le risque pathogène de ces souches par 
la recherche de gènes de virulence et enfin iv) d’évaluer le comportement des souches STEC dans les 
coquillages par rapport à l’indicateur E. coli, vis-à-vis de la cinétique de contamination de 
décontamination des coquillages. 
La présence des E. coli pathogènes a été recherchée sur une période de deux ans (Février 2013 à 
Janvier 2015) dans les coquillages (n=238) de trois zones conchylicoles situées en Bretagne et en 
Normandie ainsi que dans les eaux aux exutoires des bassins versants (n=216), dans le sédiment 
(n=39) et l’eau de mer (n=12). Cinq pourcents des échantillons ont permis l’isolement d’au moins une 
souche STEC et 14 % l’isolement d’au moins une souche EPEC. Un total de 28 souches STEC et 89 
souches EPEC différentes ont été isolées dans ces échantillons, représentant 1 % de la totalité des 
souches E. coli isolées (n = 12 016). 
Les souches STEC et EPEC isolées présentaient une grande diversité avec 75 sérotypes identifiés, 79 
profils phylogénétiques différents et 46 profils ST (Sequence Type). Les souches STEC et EPEC 
isolées étaient réparties respectivement au sein de 15 et 55 profils de virulence différents. Une souche 
STEC de sérotype O26 :H11 stx1+eae+ présentant 45 gènes de virulence sur les 75 gènes recherchés, a 
été isolée dans un lot de moule. Soixante-quinze pourcents des souches EPEC présentaient entre 1 et 
19 gènes de virulence associés à des îlots de pathogénicités caractéristiques de souches E. coli 
pathogènes responsables d’infection grave chez l’Homme, révélant le potentiel pouvoir pathogène de 
certaines souches. 
Enfin, l’étude de la cinétique de contamination de décontamination d’huîtres au contact de souches 
STEC isolées au cours de cette étude, n’a pas montré de différence de comportement comparé à un E. 
coli non STEC. 
Les travaux réalisés au cours de cette thèse sont à notre connaissance les premiers de ce genre. Ils ont 
permis de mettre en évidence la faible présence de STEC et de EPEC au niveau de zones 
conchylicoles françaises ainsi que le potentiel pouvoir pathogène de certaines souches. La faible 
prévalence de souches STEC et EPEC dans les coquillages issus des sites conchylicoles suivis de 
catégorie B ou C (purification des coquillages avant commercialisation) ainsi que la décontamination 
des coquillages par les STEC, rapide et similaire à celle des E. coli non pathogènes, est plutôt en 
faveur d’un risque faible de contamination par les STEC des coquillages dans les zones étudiées. Les 
résultats acquis au cours de cette thèse sont des éléments importants pour mieux appréhender le risque 
sanitaire lié aux STEC et aux EPEC en zone littorale. 
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