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Introduction

Les parasites gastro-intestinaux et pulmonaires chez le chat sont rarement a |'origine de
signes cliniques, mais ils entrent toujours dans le diagnostic différentiel des vétérinaires praticiens
lorsque les chats présentent des troubles digestifs ou de la toux. Sur le terrain, les parasitoses sont
souvent diagnostiquées suite a une réussite thérapeutique objectivée par la régression des signes
cliniques apres I'administration d’un traitement antiparasitaire. Néanmoins, les outils diagnostics
sont nombreux, souvent peu colteux et faciles a mettre en ceuvre. De plus, il existe peu de données
sur la prévalence parasitaire en France alors que les enquétes épidémiologiques se multiplient
partout dans le monde.

La premiere partie de cette étude rappelle les principales caractéristiques des parasites
gastro-intestinaux et pulmonaires les plus fréquents chez le chat en France, les méthodes
diagnostiques existantes et les résultats des nombreuses enquétes réalisées dans le monde.

La seconde partie correspond a une étude expérimentale comprenant I'analyse
coproscopique et la recherche de larves pulmonaires dans les selles de 498 chats, I'analyse des
contenus digestifs de 50 chats autopsiés, et la recherche d’anticorps dirigés contre Toxoplasma

gondii dans des prélévements sanguins issus de 139 chats.
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Premiere partie : Etude bibliographique

1. Les principaux endoparasites du chat

Les parasites du tube digestif chez le chat sont nombreux et appartiennent a deux regnes, celui
des Animaux avec en particulier I'embranchement des plathelminthes et des némathelminthes, et
celui des Protozoaires. Leurs descriptions morphologiques et leurs cycles de vie sont bien connus

(Euzeby, 1987; Bussiéras et Charmette, 1988; Beugnet et al. 2004b, 2004a; Beugnet et Halos, 2015).

1.1 Les plathelminthes

1.1.1 Dipylidium caninum

a) Description et cycle de vie

Dipylidium caninum est un long ver blanc plat, chymivore, mesurant de 15 a 70 cm de long
pour 2-3 mm de large. Les adultes possedent un scolex a quatre ventouses avec rostre rétractable qui
comporte quatre rangées de crochets permettant la fixation a I'intestin de I’"hGte. Le scolex est
prolongé par un cou court et gréle et par un strobile composé de I’'ensemble des proglottis.

Le cycle de vie de Dipylidium caninum est dihétéroxene. L’h6te intermédiaire principal est la
puce (Ctenocephalides felis, Ctenocephalides canis) et plus rarement les poux mallophages
(Trichodectes canis, Felicola subrostratus). Les larves de puce sont détritivores, elles ingérent parfois
des ceufs libérés apres la destruction d’'un segment ovigere de Dipylidium caninum. Ces ceufs sont
sphériques, de petite taille (30-50 um) a paroi mince et lisse. lls contiennent un embryon hexacanthe
et peuvent rester vivants dans des segments déshydratés. Le développement de la larve de
Dipylidium caninum se poursuit dans la larve de puce mais les larves cysticercoides ne deviennent
infestantes qu’une fois la puce adulte. La puce adulte est ingérée par le chat au cours de la toilette,
permettant a la larve de cestode de poursuivre son développement dans l'intestin gréle et
d’atteindre le stade adulte en quatre a six semaines.

Dipylidium caninum est un agent de zoonose, la dipylidiose, lors d’ingestion accidentelle par

I’'Homme de puces contaminées. De rares cas sont recensés chaque année (Garcia-Agudo et al. 2014).

b) Epidémiologie
L’élément infestant est une puce, ou plus rarement un pou. La résistance environnementale

du parasite est limitée. Elle est de deux a quatre mois pour les ceufs dans I'environnement et de la
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méme durée de vie que les pupes de puces pour les larves cysticercoides. Les taux d’infestations des
puces par D. caninum varient de 3 a 100% ce qui justifie les fréquentes réinfestations (Beugnet,
Labuschagne et al., 2014).

Les puces ne sont infestantes que trente-six heures aprés leur passage sur I’'hote. Cela
correspond au temps nécessaire a la larve de Dipylidium caninum pour devenir infestante dans cette
méme puce. Ainsi une prise en charge précoce de |'ectoparasitose permet de prévenir une

infestation par Dipylidium caninum (Fourie et al. 2013).

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Cette parasitose fréquente est en général sans conséquence pour I’'héte. La présence de
symptomes systémiques et locaux dépend du degré de parasitisme de I'animal et de sa sensibilité.
Ainsi une perte de poids, liée a la spoliation mais aussi a une dysorexie, est possible chez des
animaux sous-nourris, extrémement parasités ou jeunes. Des selles molles a diarrhéiques sont
fréguemment observées et sont liées a I'élimination de segments ovigéres mobiles visibles
macroscopiquement (6-10 x 4-6 mm) au niveau des marges anales ou au sein des feces. Une fois
déshydratés, ces segments acquierent une apparence caractéristique de « grain de riz ». Ces signes
cliniques peuvent s’accompagner d’un prurit anal, d’'un engorgement des glandes anales et d’un
prurit cutané généralisé (lié a une hypersensibilité ou a la présence des puces). Enfin, des signes
nerveux de type crise épileptiforme sont également rapportés et sont probablement liés a une
irritation marquée du plexus nerveux du systeme sympathique ou a un déficit en glucose.

Le traitement repose sur I'administration de praziquantel. Les formulations disponibles dans

le commerce l'associent souvent a un nématicide. La prophylaxie nécessite une prévention

antiparasitaire externe rigoureuse et des vermifugations réguliéres.
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Tableau 1. Principales caractéristiques de Dipylidium caninum

Dipylidium caninum

ADULTE CEUF

200 pm

Image de Dipylidium caninum adulte (Centers for
Disease Control and Prevention date unknown)

Capsule ovigére contenant des ceufs (Service de

Image de proglottis mettant en évidence les pores Parasitologie de 'ENVT)

génitaux latéraux (Centers for Disease Control and
Prevention date unknown)

- Caractéristiques morphologiques : Long | . pescription : Euf sphérique de petite taille, 30-
ver blanc plat segmenté. Les segments 50 um, & paroi mince et lisse contenant un
ovigéres ont en séchant un aspect embryon hexacanthe. Les ceufs complets
caractéristique en « grain de riz ». (présence des 3 enveloppes) sont regroupés par

- Localisation : Intestin gréle. vingtaine d’éléments contenus dans une capsule

- Taille : 15-70 cm x 2-3mm. ovigére mesurant 200 x 400 pum.

CYCLE

- Elément infestant : Larve cysticercoide.
- Source d’infestation: Ingestion de puce ou de pou contaminé.

Adultes
Intestin gréle
CarNIvORE (HD)

Segment

SoL z

Cuf

Ingestion
d’une puce

Puce (HI)

HoMME Cysticercoide

Cycle de vie de Dipylidium caninum (adapté d'aprés Beugnet et Halos, 2015)
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1.1.2 Jjoyeuxiella pasqualei
Joyeuxiella pasqualei présente une forte ressemblance morphologique et épidémiologique

avec Dipylidium caninum. Son rostre est rétractable et muni de couronnes de crochets en forme
d'épine recourbés et de quatre ventouses en forme de coupe. Au contraire de Dipylidium caninum, la
capsule ovigere de Joyeuxiella pasqualei ne contient qu’un seul ceuf.

L'excrétion des segments ovigeres dans les selles est intermittente. Le cycle de Joyeuxiella
pasqualei est méconnu. Il comporte deux hotes intermédiaires : le premier n’est pas identifié, le
second serait un reptile (lézard, gecko...). Le chat, h6éte définitif, s’infeste en ingérant le deuxiéme
hote intermédiaire. L'infestation est le plus souvent asymptomatique. Joyeuxiella pasqualei

appartient au spectre de la plupart des antiparasitaires internes usuels.

1.1.3 Taenia taeniaeformis

a) Cycle de vie

Taenia taeniaeformis est un long ver plat, blanchatre, segmenté, mesurant de 15 a 60 cm de
long. Il est chymivore et possede un scolex a quatre ventouses avec un rostre non rétractile
volumineux muni de deux rangées de crochets. Les segments ovigéres sont rectangulaires, blancs et
mesurent 10-15 x 6-8 mm. lls présentent un utérus allongé, ramifié latéralement, contenant des
centaines d’ceufs. Les ceufs sont sphériques voire ovoides, avec une paroi épaisse striée radialement
protégeant un embryon hexacanthe. lls mesurent entre 30 et 45 um. Les segments ovigéres sont
émis dans les selles ou transitent a travers I’anus.

L'héte intermédiaire est un muridé. Aprés ingestion d’un ceuf, celui-ci éclot et libére une
larve cysticerque (Cysticercus fasciolaris). Cette larve entreprend alors une migration dans I'espace
péritonéal ou le foie. Son développement dure une quinzaine de jours puis le cysticerque se
transforme en strobilocerque. Le chat se contamine en ingérant les viscéres d’un hote intermédiaire

contaminé.

b) Epidémiologie
Le cycle de Taenia taeniaeformis est essentiellement rural et nécessite I'ingestion par le chat
des visceres ou de la cavité péritonéale d’un rongeur infecté. Ainsi les chats ayant acces a I'extérieur

et un comportement chasseur sont plus exposés.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie
L'infestation est généralement bien tolérée chez le chat. Des signes gastro-intestinaux
modérés peuvent étre observés (colique, diarrhée), I'appétit est souvent augmenté, un prurit anal

est possible. Le diagnostic est basé sur l'observation de proglottis dans les selles. L’analyse
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coproscopique est généralement négative, en particulier si aucun segment ne s’est rompu dans
I'intestin. Taenia taeniaformis est inclus dans le spectre des vermifuges usuels. La prophylaxie repose

sur la vermifugation réguliere des chats.

Tableau 2. Principales caractéristiques de Taenia taeniaeformis

Taenia taeniaeformis

ADULTE CEUF

PERVIGE PARASITOLOCIE ENVLE
a

Taenia taeniaeformis adulte (Service de Parasitologie

de VENVL)
"
Bt %

" ‘ CEuf de Taenia taeniaeformis (Beugnet et Halos,

. 2015
Proglottis desséchés de Taenia taeniaeformis )

(Wikipédia)
- Description: (Euf sub-sphérique de petite

- Caractéristiques morphologiques : Long ver i . PR MR PR
taille 31-36 um, a paroi épaisse a striation

blanc plat segmenté. )
- Localisation : Intestin gréle. radiale  (embryophore)  contenant  un
- Taille : 15-60 cm embryon hexacanthe.

N.B. : Cet ceuf est indiscernable de celui du
genre Echinococcus.

CYCLE

- Elément infestant : Larve strobilocerque.
- Source d’infestation : Ingestion de viscéres de rongeurs contaminés.

Adultes

CHaT (HD)

Intestin gréle

Ingestion
d’unrongeur

Segment

SoL j

(Euf contenant
des proglottis,

RONGEUR (HI)
Foie, cavité
péritonéale,

Strobilocerque

Cycle de vie de Taenia taeniaeformis (adapté d'aprés Beugnet et Halos, 2015)
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1.1.4 Echinococcus multilocularis

a) Cycle de vie

Echinococcus multilocularis est un cestode chymivore mesurant 1,5 a 6 cm de long et
constitué de trois a quatre segments. Le dernier segment renferme un utérus sacculiforme contenant
des ceufs de type Taenia qui ne peuvent étre distingués de ceux des autres especes. Les ceufs sont
trés résistants au froid dans le milieu extérieur, jusqu’a huit mois a -18°C.

L'h6te intermédiaire est le plus souvent un rongeur Microtiné (essentiellement Arvicola
terretris, campagnol terrestre, en Europe). Il ingére un ceuf embryonné qui libére une oncosphére.
Celle-ci traverse la paroi intestinale et migre via le flux sanguin ou lymphatique vers différents
organes, en particulier le foie et les poumons, ou elle se développe en kyste en un a trois mois.

L'hote définitif est normalement le renard mais peut, dans une moindre mesure, étre un
canidé ou un félidé. Il se contamine en ingérant les visceres infestés d’'un hoéte intermédiaire.
L'ingestion permet la libération des protoscolex contenus dans les kystes viscéraux de I’hbte
intermédiaire. Les protoscolex se développent dans la muqueuse intestinale jusqu’au stade adulte en
32 a 80 jours. L'adulte peut survivre jusqu’a quatre mois dans cet hote. L'infestation est
généralement massive avec plusieurs centaines de cestodes.

Echinococcus multilocularis est agent d’une zoonose mortelle, I'échinococcose alvéolaire.
L'Homme intervient dans le cycle en temps qu’hdéte intermédiaire. La larve échinocoque se
développe dans le foie sous forme de pseudo-tumeur |'envahissant progressivement dans son
intégralité. La contamination de 'Homme passe par I'ingestion d’aliments souillés par des féces de
renard, de chien ou de chat. Cette cestodose étant asymptomatique, tout carnivore domestique, en
particulier en zone endémique, doit étre considéré comme en étant potentiellement porteur

(Umhang et al., 2012).

b) Epidémiologie

Il s’agit d’'une parasitose a cycle sylvestre impliquant des animaux sauvages ainsi que le chien
et le chat. La contamination des hotes intermédiaires se fait par I'ingestion de plantes ou de fruits
souillés par des feces d’un hote définitif et celle des hoétes définitifs par ingestion des hotes
intermédiaires. Ainsi les animaux vivant en milieu rural et présentant un comportement de prédation

sont plus exposés.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'infestation est le plus souvent asymptomatique mais peut donner lieu, dans de rares cas, a
des épisodes de diarrhée. Le diagnostic clinique est impossible et I'analyse coproscopique s’avere
négative si aucun segment ne s’est rompu dans l'intestin (Umhang et al., 2015). Certains laboratoires

spécialisés réalisent la recherche de segments dans les feces mais cela nécessite d’'importantes
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précautions dues au potentiel zoonotique de cette parasitose. Des nouvelles techniques de
diagnostic sont a I’étude en particulier la recherche d’antigénes parasitaires dans les selles (kit ELISA)
ainsi que celle d’ADN parasitaire (PCR) (Maksimov et al., 2017).

Le seul traitement efficace est le praziquantel a une dose minimale de 5 mg/kg.

Tableau 3. Principales caractéristiques d’Echinococcus multilocularis

Echinococcus multilocularis

ADULTE CEUF

Echinococcus multilocularis adulte (Beugnet et Halos,
2015)

- Caractéristiques morphologiques : Ver plat

blanchédtre composé de 3 segments dont le
dernier représente la moitié de sa taille. CEuf d’ Echinococcus multilocularis (Beugnet et Halos,

- Localisation : Intestin gréle. 2015)

- Taille : 3-6 mm. - Description : (Euf sub-sphérique de petite
taille 31-36 um, a paroi épaisse a striation
radiale  (embryophore)  contenant un
embryon hexacanthe.
N.B. : Cet ceuf est indiscernable de celui de
Taenia taeniaformis.

CYCLE

Elément infestant : Echinocoque.
Source d’infestation : Ingestion de viscéres de rongeurs contaminés.

Adultes

CHAT, CHIEN OU
ReENARD(HD)

intestin gréle

Segment

SoL f

(Euf contenant
des proglottis,

CampagnoL (HI)
Foie

Echinocoque

Cycle de vie de Echinococcus multilocularis (adapté d'aprés Beugnet et Halos, 2015).
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1.1.5 Echinococcus granulosus s. 1.
Le ver adulte mesure 2 a 7 mm de long et est localisé dans l'intestin gréle de son hote

définitif, habituellement le chien et le renard. L’h6te intermédiaire est un mouton le plus souvent,
mais peut aussi étre un cheval, un porc, un camélidé et méme parfois I’humain.

L’échinococcose kystique est exceptionnelle chez le chat. Dans les rares cas décrits, des
kystes hydatiques ont été trouvés dans la cavité abdominale ou attachés aux couches péritonéales et

mésentériques (Beugnet et Halos, 2015). Chez le chien et le chat, le traitement est chirurgical.

1.1.6 Mesocestoides spp.

a) Cycle de vie

Mesocestoides lineatus et Mesocestoides litteratus sont des cestodes chymivores de taille
variable allant de 20 a 250 cm. Tous deux possédent un scolex a quatre ventouses. Ce sont des vers
blanchatres segmentés dont les segments de forme ovalaire présentent un organe parutérin plus ou
moins visible.

Le cycle de Mesocestoides spp. nécessite deux hotes intermédiaires, contrairement a tous les
autres Cyclophillidea. Le premier hote intermédiaire est un arthropode (oribatide pour M. lineatus,
coléoptere coprophage pour M. litteratus) qui ingere les oeufs embryonnés émis dans
I’environnement et dans lequel se développe une larve cysticercoide. Le second est un vertébré
insectivore dans lequel se développent les larves tétrathiridiums. Aprés ingestion de |’héte
intermédiaire par le carnivore, le développement du ver dure environ quatre a six semaines. Les
carnivores émettent alors des segments ovigeres contenant les ceufs. Les ceufs sont globuleux avec
une paroi mince et lisse enfermant un embryon hexacanthe lui-méme entouré d’'une enveloppe

sphérique.

b) Epidémiologie
Les Mesocestoides spp. sont des parasites relativement rares, rencontrés de fagon
sporadique chez les carnivores domestiques chasseurs. Il s’agit d’une parasitose peu commune,

observée en milieu rural.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Le taeniasis est en regle générale trés bien toléré. Des modifications de I'appétit peuvent étre
observées allant de I'anorexie a la boulimie. Cependant, des cestodoses larvaires par migration dans
la cavité abdominale ont été rapportées. Elles peuvent étre asymptomatiques ou engendrer une

ascite parasitaire et une péritonite.
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Le diagnostic coproscopique a une tres faible sensibilité (Széll et al. 2015). Le traitement de
choix est I'administration de praziquantel a 5 mg/kg. La seule prophylaxie possible serait d’empécher

les comportements de prédations envers les hotes intermédiaires potentiels.

Tableau 4. Principales caractéristiques de Mesocestoides spp.

Mesocestoides spp.

ADULTE CEUF

. 2.7"" 72 N ]

Segment Mesocestoides (Beugnet et Halos, 2015) CEuf de Mesocestids (Beugnet et Halos, 2015)
- Caractéristiques  morphologiques:  Ver | - Description: &Eufs globuleux mesurant
blanchdtre a segments rectangulaires a 40x50 um a paroi mince et lisse et contenant
bords arrondis avec un organe parutérin bien un embryon hexacanthe.

visible pour M. lineatus.

- Localisation : Intestin gréle.

- Taille : 30 a 250 cm pour M. lineatus, 3 a 15
cm pour M. litteratus.

CYCLE

- Elément infestant : Tétrathiridiums.
- Source d’infestation : Ingestion d’un vertébré insectivore.

Adultes
Carnivore (HD)
Intestin gréle

Segment

SoL J

CEuf

PETIT VERTEBRE
(HI12)

Tétrathiridium

ARTHROPODE
(HI12)

Cysticercoide

Cycle de vie de Mesocestoides spp. (adapté d'apres Beugnet et Halos, 2015)
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1.1.7 Diphyllobothrium latum

a) Cycle de vie

Diphyllobothrium latum est un cestode blanchatre chymivore pouvant mesurer plus d’une
dizaine de meétres. Le scolex posséde deux bothries longitudinales (dépression des fibres musculaires
situées dans le scolex). Les proglottis sont plus larges que longs (10-20 x 2-3mm) et comportent un
orifice de ponte (aussi appelé tocostome) médio-ventral. En microscopie optique, |'utérus apparait
sous la forme caractéristique d’une rosette de couleur brun foncé. Les ceufs sont émis dans les selles
de I'hote. IlIs sont de forme ovale, bruns, operculés, ils présentent une fine paroi protectrice et
mesurent 70 x 45 pum (Scholz et al. 2009).

IIs sont localisés dans I'intestin gréle de I’h6te définitif ou ils se forment environ six semaines
apres ingestion d’un poisson contaminé. Des ceufs sont émis en grande quantité et peuvent étre
retrouvés dans les feces. Si ces ceufs tombent dans I'eau, ils éclosent et libérent une larve sphérique
mobile et ciliée : le coracidium ou miracidium. Ce dernier est ensuite ingéré par un copépode dans
lequel il se développe en larve procercoide. L'ensemble copépode/larve est ingéré par un poisson,
hote intermédiaire secondaire, dans lequel se développe la larve plercocercoide. La larve
plercocercoide ressemble a I'adulte et se localise dans les muscles ou la cavité abdominale. Les hotes

définitifs sont des mammiferes piscivores.

b) Epidémiologie
La plupart des infestations par Diphyllobothrium ont lieu dans des régions lacustres.

L'infestation de I’'Homme est liée a la consommation de chair de poisson insuffisamment cuite.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Diphyllobothrium latum est trés pathogene. Il induit des troubles gastro-intestinaux mais
aussi un déficit en vitamine B12 par inhibition de son absorption. Les animaux ou humains atteints
présentent classiquement une anémie « pernicieuse » qui ne rétrocede qu’une fois le parasite
éliminé. Le diagnostic est essentiellement coproscopique (Beugnet and Halos 2015).

Diphyllobothrium latum est uniquement sensible au praziquantel a huit fois la dose

conventionnelle, c’est-a-dire 40 mg/kg.
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Tableau 5.

Principales caractéristiques de Diphyllobothrium latum

Diphyllobothrium latum

ADULTE

CEUF

Diphyllobothrium latum adulte (Scholz et al. 2009)

Caractéristiques morphologiques : Long ver
blanchédtre a segments trapézoidaux de 2-
3x10-20 mm et pore génital médio-ventral
macroscopiquement visible.

Localisation : Intestin gréle.

Taille : 2 a 15 métres.

CEuf de Diphyllobothrium latum (Beugnet et Halos,
2015)

Description des ceufs : (Euf ovale, operculé,
légérement brun mesurant 70x40um. Une
des extrémités est plus arrondie que I'autre.
L'eeuf n'est pas embryonné quand il passe
dans les féces.

N.B. : Forte ressemblance avec les ceufs de
trématodes.

CYCLE

Elément infestant : Larve plercocercoide.
Source d’infestation : Ingestion d’un poisson d’ea

Adulte

CarNIVORE (HD)

Intestin gréle

u douce contenant la larve infestante.

S

Euf

Poisson

/ (H12)

Plérocercoide

(H12)

CoPEPODE

Procercoide

Cycle de vie de Diphyllobothrium latum (adapté d'aprés Beugnet et Halos, 2015)
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1.2 Les némathelminthes

1.2.1 Toxocara cati

a) Cycle de vie

Toxocara cati est un nématode chymivore mesurant 5 a 8 cm de long et 2-3 mm de diametre.
Les adultes sont des vers blanchatres, a section ronde, facilement reconnaissables a leurs larges ailes
céphaliques. Les ceufs sont communément visibles a I'examen coproscopique du fait de la prolificité
des femelles (plus de 200 000 ceufs pondus par jour). lls sont de grande taille (75 a 85 um de
diametre), sphériques a subsphériques. lls contiennent une cellule unique brune ne remplissant pas
tout a fait I'intégralité de I'ceuf, entourée d’'une épaisse paroi d’aspect crénelé (Overgaauw et Van
Knapen, 2013).

Trois a quatre semaines sont nécessaires pour que les ceufs présents dans I’environnement
deviennent infestants. L'incubation de I’ceuf n’est possible que dans des conditions d’hygrométrie et
de température suffisantes. Ils sont trés résistants et restent contaminants pendant plusieurs
années. Une fois I'ceuf larvé ingéré, il libére une larve dans I'intestin qui migre a travers la paroi puis
a travers différents organes pour rejoindre les poumons. Elle remonte la trachée avant d’étre
déglutie puis rejoint I'intestin ou elle se développe en adulte. Chez les hotes paraténiques, les larves
effectuent une migration somatique. Elles rejoignent la circulation sanguine pour diffuser vers les
organes ou elles s’enkystent. Elles restent infestantes et peuvent donner lieu a une contamination
par prédation. Chez la chatte, les larves peuvent s’enkyster dans les tissus et se réactiver a la faveur
d’un stress. Elles reprennent alors un cycle de développement normal. Les larves peuvent étre
enkystées dans les mamelles et contaminer les chatons lors de la lactation, cependant il n’y a pas de
transmission transplacentaire. Les adultes sont éliminés naturellement en quatre a six mois, sauf

chez les jeunes chats ou ils peuvent survivre jusqu’a un an.

b) Epidémiologie

La source principale de parasites est I'environnement dont la contamination peut étre
importante du fait de la prolificité des Toxocara cati femelles. Cela étant, la réactivation des larves
enkystées dans les tissus des chattes ne doit pas étre négligée. Les femelles et les chatons sont
particulierement susceptibles de contracter une toxocarose. Les chats adultes peuvent aussi étre
infestés mais avec une prévalence moindre du fait de l'installation d’une immunité partielle qui limite
les niveaux d’infestation et la prolificité des vers, sans pour autant protéger de I'infestation. Les chats

males agés de plus d’'un an semblent moins exposés (Overgaauw et Van Knapen, 2013).
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c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Les signes cliniques sont variés et incluent fréquemment un mauvais état général (retard de
croissance, appétit irrégulier, poil piqué) lié a la spoliation, de la toux liée au passage trachéal, des
vomissements de vers entiers liés au tropisme de celui-ci pour la partie proximale de I'intestin gréle,
mais aussi des troubles gastro-intestinaux (phases de diarrhée alternées avec de la constipation,
distension abdominale, élimination de vers dans les selles..). La toxocarose provoque une
immunodépression et favorise d’autres atteintes gastro-intestinales comme les coccidioses par
exemple. En cas de parasitisme important, la toxocarose peut étre fatale chez le tres jeune animal
(obstructions intestinales, prolifération bactérienne anormale, rupture intestinale associée a une
péritonite). La lyse brutale de nombreux parasites provoque le relargage d’une grande quantité
d’antigenes pouvant entrainer des phénomenes d’hypersensibilité allant jusqu’au choc allergique.
Pour cette raison, il est parfois préconisé de commencer par un traitement a demi-dose avant de
réitérer le traitement au dosage classique une semaine plus tard ou bien d’utiliser un ascarifuge
comme la pipérazine plutot qu’un ascaricide.

Toxocara cati est inclus dans le spectre de la plupart des vermifuges disponibles sur le
marché. En termes de prophylaxie, le traitement des femelles reproductrices est essentiel afin
d’éviter un parasitisme massif chez les jeunes. Il est conseillé de réaliser une vermifugation lors des
chaleurs, cela permet la destruction des vers adultes ainsi qu’une destruction partielle des larves
somatiques qui risqueraient de se réactiver. Un nématicide peut étre utilisé pour tuer les vers
adultes. Pour atteindre les larves en migration et les larves somatiques, un antiparasitaire a diffusion
tissulaire doit étre privilégié (benzimidazole, avermectine, milbémycine oxime).

Concernant les chatons, il est conseillé de réaliser deux traitements a quinze jours
d’intervalle, puis une fois par mois jusqu’a I’dge de six mois. Dans le cas d’un chaton vivant dans un
environnement sans aucun historique de parasitisme et provenant d’un élevage sain, la fréquence de
vermifugation peut étre diminuée avec deux administrations a huit et a douze semaines d’age (en
méme temps que les injections de primovaccination). Chez [I'adulte, une vermifugation
scrupuleusement réalisée tous les trois mois a montré une réduction significative du risque de

parasitisme (Overgaauw et Van Knapen, 2013).

La toxocarose est une des zoonoses helminthiques les plus fréquentes (Magnaval et al., 2001).
L’'Homme s’infeste en ingérant des ceufs embryonnés provenant du sol par faute d’hygiéne (végétaux
souillés). L'infestation par un ceuf donne lieu a la migration d’une larve avant sa mort, il s’agit donc
d’une zoonose incompléte. Cependant, celle-ci peut avoir des conséquences sérieuses, en particulier
en cas de migration dans les yeux ou dans le cerveau. Les enfants sont tout particulierement exposés

du fait de leur environnement (jardins publics et bacs a sable contaminés) (Ferre et Dorchies, 2000).
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Tableau 6.

Principales caractéristiques de Toxocara cati

Toxocara cati

ADULTE

Toxocara cati adulte contenus dans l'intestin gréle d’un

chat (Beugnet et Halos, 2015)

Téte de Toxocara cati avec ailes céphaliques bien
développées (Beugnet et Halos, 2015)

Caractéristiques morphologiques : Ver blanc, a
section circulaire, présentant des ailes
céphaliques développées.

Localisation : Partie proximale de [’intestin
gréle.

Taille : 5-8 cm.

L

‘Q’ o

N

CEufde Toxocara cati (Service de Parasitologie de
FENVT)

- Description des ceufs: Euf sphérique
mesurant 75 a 85 um de diamétre et
contenant une cellule unique brune ne
remplissant pas totalement I'ceuf. La paroi
est épaisse et irréguliére, d’aspect crénelé.

CYCLE

Elément infestant : (Euf larvé ou larve

Source d’infestation : Environnement, transmission galactogéne, héte paraténique

RonNGEUR (HP)

CHaT (HD)

(Eufs non
infestant

Intestin gréle

Ingestion

contenant une larve L2

SoL

3-4 semaines

(Eufs infestant

Cycle de vie de Toxocara cati (adapté d'apres Beugnet et Halos, 2015)
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1.2.2 Toxascaris leonina

a) Cycle de vie

Toxascaris leonina est un long ver blanchatre, a section circulaire, pouvant mesurer jusqu’a
10 cm de long et muni d’ailes céphaliques effilées. Les adultes chymivores vivent dans l'intestin gréle.
Les ceufs mesurent 85 x 75 um. lls contiennent une cellule de couleur moins soutenue que celle de
Toxocara cati, ne remplissant que 50% de I'ceuf. Le cycle est similaire a celui de T. cati mais la
contamination par ingestion est la seule possible. Les ceufs émis dans I'environnement deviennent
infestants en trois a six jours. Le carnivore domestique ingere soit I'ceuf larvé, soit un hote
paraténique contaminé. La larve est libérée dans I'intestin gréle ol elle pénétre la muqueuse. Apres
plusieurs mues les formes pré-adultes rejoignent la lumiere de I'intestin (Epe, 2009a). Contrairement a
Toxocara cati, Toxascaris leonina ne nécessite pas de passage pulmonaire et réalise son cycle de

développement entierement dans le systéme digestif : cycle entéro-digestif.

b) Epidémiologie
Le principal mode de contamination est I'ingestion d’un hote paraténique (a tel point que le
cycle de Toxascaris est parfois considéré comme dixéne). Il s’agit d’une parasitose cosmopolite, peu

fréquente, plutdt rurale. L’age ne semble pas étre un critere épidémiologique.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie
L'infestation par Toxascaris semble moins pathogéne et reste généralement

asymptomatique. Le traitement est le méme que pour Toxocara cati. On note |'absence de risque

zoonotique.
Tableau 7. Principales caractéristiques de Toxascaris leonina
Toxascaris leonina
ADULTE CEUF
- 5y .' )
Ui A
- X ¢ - r‘.
X . N )‘
Téte de Toxascaris leonina avec ailes céphaliques ! = =
effilées (Beugnet et Halos, 2015) . ~ .
] 50 pm
., , i"“““\ at
. (\:amCte_”suq‘_les morp ho’?glques' ver b/a'nc’ CEuf de Toxascaris leonina (Service de Parasitologie
a section circulaire, présentant des ailes ,
. , de 'ENVT)
céphaliques effilées. o
- Localisation : Partie proximale de Iintestin | - Description des ceufs: (Euf mesurant 85 x
gréle 75 um, contenant une cellule a paroi fine et
- Taille : 7-10 cm. lisse qui remplit I'ceuf a 50%.
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1.2.3 Uncinaria stenocephala

a) Cycle de vie

Uncinaria stenocephala est un Ancylostomatidae chymivore et partiellement hématophage,
vivant dans l'intestin gréle des canidés et parfois des chats. Ce sont de petits et fins vers blanchatres,
a section circulaire, mesurant 0,5 a 1,2 cm de long. La capsule buccale comporte une paire de lames
tranchantes sur le bord antérieur et deux dents subventrales. Les femelles pondent des ceufs trés
caractéristiques, ovoides a ellipsoides, mesurant 30-40 x 55-75 um, a paroi fine et lisse contenant
une morula composée de huit a seize cellules.

Les ceufs éclosent dans I’environnement et donnent naissance a une larve L1 (rhabditide).
Deux mues supplémentaires sont nécessaires pour obtenir la larve L3 infestante (filaire). Le
développement nécessite un sol humide et chaud (une température minimale de 16°C est requise,
avec un optimum a 22°C). Les larves peuvent y survivre plusieurs semaines. Le chat ingere une larve
qui rejoint les glandes gastriques de la région du pylore ou les glandes de la muqueuse duodénale.
Ensuite les larves retournent dans I'intestin ou elles poursuivent leur maturation jusqu’a atteindre le
stade adulte. D’autres modes de transmission sont possibles mais plus rares: ingestion d’ho6te

paraténique et voie transcutanée (Epe, 2009a).

b) Epidémiologie

Uncinaria stenocephala est un parasite des climats tempérés mais les larves peuvent résister
aux basses températures (plusieurs jours a 0°C). Son hote de prédilection est le renard, ce qui
provoque une possibilité de contamination du milieu extérieur. Comme dans la majorité des
parasitoses, les jeunes chats sont plus sensibles. Des facteurs aggravants comme la malnutrition

augmentent la sensibilité.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'infestation est généralement bien tolérée. Le traitement repose sur I'administration d’un
anthelminthique classique (benzimidazoles [fenbendazole, fébantel, flubendazole...], pyrimidines
[pyrantel] ou lactones macrocycliques [ivermectine, sélamectine, milbémycine oxime,

moxidectine...]).
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Tableau 8. Principales caractéristiques d’Uncinaria stenocephala

Uncinaria stenocephala

ADULTE CEUF

Téte de Ancylostoma (Beugnet et Halos, 2015)

CEuf d’Ancylostoma (Service de Parasitologie de
Caractéristiques morphologiques : Ver court FENVT)

fin blanchdtre, a section ronde, capsule
buccale avec deux paires de dents.
Localisation : Intestin gréle.

Taille : 7-12 mm.

- Description des ceufs : (Euf ovoide mesurant
70-80 x 40-50 um a paroi fine et lisse
contenant une morula de 8 a 16 cellules.

CYCLE

Elément infestant : Larve L3
Source d’infestation : Environnement, héte paraténique

Adultes

2 a4 semaines

CHaT, CHIEN (HD) Eufsnon
Ingestion ou infestant

Passage
transcutané
T SoL

Larve L3

Cycle de vie des Ankylostomes (adapté d'aprés Beugnet et Halos, 2015)
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1.2.4 Ancylostoma tubaeformae

a) Cycle de vie

Ancylostoma tubaeformae est un ver rougeatre fortement hématophage vivant dans
I'intestin gréle proximal. Il mesure un a deux centimetres et possede une capsule buccale a trois
paires de crochets et une paire de dents triangulaires ventrales. Les femelles sont prolifiques et
pondent des ceufs ovoides a extrémités arrondies, mesurant 65 x 40 um, a paroi lisse et mince, qui
contiennent une morula de huit a seize cellules remplissant presque totalement I'ceuf. Le cycle est
tres similaire a celui d’Uncinaria stenocephala. Ancylostoma tubaeformae est un parasite spécifique

des félins dont le mode d’infestation majeur est la voie transcutanée.

b) Epidémiologie

Les chats infestés émettant des ceufs jouent le réle de réservoir de parasite. Les larves ayant
un tropisme pour les zones chaudes, humides et obscures, le biotope préférentiel du parasite
correspond aux zones de sous-bois. La répartition d’Ancylostoma tubaeformae se limite a quelques

foyers endémiques tres localisés en Europe.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'ankylostomose est généralement bien tolérée, cependant le parasite peut provoquer une
anémie marquée. La pénétration transcutanée des larves engendre parfois I'apparition de papules
prurigineuses pouvant se surinfecter et s’accompagner d’une adénopathie superficielle (en
particulier poplitée). Des signes respiratoires et systémiques (toux associée a une hyperthermie) ou
intestinaux (entérite congestive et ulcérative associée a une diarrhée hématochézique) sont
également possibles. Une infestation chronique peut mener a des symptomes généraux allant de la
simple perte de poids jusqu’a la cachexie (Saravanan et al., 2016).

Chez 'Homme, le passage percutané de la larve peut étre a I'origine d’'une dermite rampante
ankylostomienne (larva migrans) ou d’un syndrome asthmatiforme chez I’enfant.

Le traitement est le méme que celui d’Uncinaria stenocephala auquel s’ajoute un nouveau
spot-on a base de sélamectine et sarolaner (Geurden et al., 2017). La prophylaxie passe par la

vermifugation réguliére des chats ayant acces a I'extérieur.

1.2.5 Strongyloides spp.

a) Cycle de vie
Les strongyloides sont des parasites gastro-intestinaux rares chez le chat. Chez le chat, les

infestations a Strongyloides tumefaciens sont les plus communes, ce nématode étant plus spécifique
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aux félidés. Strongyloides stercoralis est plutét un parasite de I'Homme et du chien, bien qu’il soit
retrouvé chez le chat de maniére exceptionnelle (Thamsborg et al. 2017).

Les strongyloides sont de petits vers filiformes hématophages mesurant 2 a 9 mm de long et
localisés dans l'intestin gréle. Les ceufs émis dans les féces sont ovoides et clairs. lls mesurent
environ 30 x 50 um et contiennent une larve L1 de 300 um caractérisée par un ocesophage
rhabditiforme. Leur éclosion a lieu dans lintestin gréle, les larves L1 sont émises dans
I’environnement avec les selles. Il existe alors deux types évolutifs possibles. Le premier est un cycle
direct ou homogonique, la larve L1 évolue en larve L2 puis en larve L3 directement infestante. Le
second est un cycle indirect ou hétérogonique. La larve L1 passe successivement par les stades L2, L3
et L4 avant de devenir un adulte (male ou femelle) libre dans I’environnement. Apres reproduction
sexuée, les femelles pondent des ceufs qui aprés deux mues donnent une nouvelle génération de
larves L3 infestantes. Le déterminisme du type évolutif est majoritairement génétique, néanmoins
des conditions environnementales défavorables tendent a favoriser un cycle homogonique. De
méme |'état immunitaire de I'hote peut avoir un effet (Euzeby, 2008). La pénétration des larves L3
infestantes se fait majoritairement par voie trans-cutanée et plus rarement par ingestion. Elles
rejoignent la circulation sanguine afin d’atteindre les poumons via le cceur droit. Elles remontent la
trachée avant d’étre dégluties par I’'animal et deviennent des adultes matures dans l'intestin gréle ou
a lieu une phase de multiplication par parthénogénése. Le cycle de vie classique dure quatre a six
semaines. Les larves L3 peuvent migrer dans les artérioles pulmonaires ou se disséminer et
s’enkyster dans les tissus de I’'hote. Une nouvelle vague de migration peut avoir lieu suite a un stress

comme par exemple la lactation. Les chatons peuvent ainsi étre infestés par voie galactogéne.

b) Epidémiologie

L’anguillulose (nom commun de la strongyloidose) est observée toute I'année dans les pays
chauds et majoritairement en été dans les pays tempérés. Elle concerne principalement les jeunes
carnivores et les animaux immunodéprimés. Les larves L3 sont sensibles a la dessiccation dans
I’environnement et peuvent mourir dans I'estomac de leur hote. L'Homme joue le réle de réservoir, il

se contamine par voie percutanée.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Lors d’infestation transcutanée, les premiers symptomes sont des papules (le plus souvent
ventrales) ainsi qu’une polyadénomégalie réactionnelle. Le passage larvaire via la trachée peut
entrainer de la toux. La présence des parasites dans les intestins est associée a des signes

digestifs (entérite aigle, diarrhée profuse), a de 'anémie et a un syndrome fébrile. Le diagnostic est
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obtenu par I'observation d’ceufs a la coproscopie ou de larves L3 par la méthode de Baermann. Le
traitement repose sur I'administration répétée de benzimidazoles, par exemple du fenbendazole a 50

mg/kg/jour pendant sept jours.

Tableau 9. Principales caractéristiques de Strongyloides stercoralis

Strongyloides stercoralis

ADULTE CEUF

Larve de Strongyloides stercoralis (Service de

parasitologie de FENVT) CEuf de Strongyloides (Beugnet et Halos, 2015)

- Caractéristiques morphologiques : L’adulte
est un ver filiforme, élancé. La larve L3 est
rhabditiforme a queue conique.

- Localisation : Intestin gréle.

- Taille:2 a9 mm.

- Description de [Ilceuf: Euf ellipsoide
mesurant 50-60 x 30-35 um, a paroi fine et
lisse, contenant une larve mobile.

CYCLE

- Elément infestant : L3 infestante.
- Source d’infestation : Environnement, voie galactogéne.
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Cycle de vie de Strongyloides stercoralis et S. tumefaciens (adapté d'apres Beugnet et Halos, 2015)
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1.2.6 Trichures

a) Cycle de vie

Les Trichures sont des nématodes faiblement hématophages localisés dans le caecum et le
cOlon. lls mesurent 3 a 5 cm de long. Leur corps est divisé en deux parties : une partie antérieure fine
et longue qui représente deux tiers du parasite et permet la fixation a la muqueuse intestinale et une
partie postérieure plus fine et plus courte. lls présentent une spécificité d’hote, Trichuris campanula
infeste ainsi le chat en Europe, Trichuris vulpis infeste normalement les canidés et
exceptionnellement le chat.

Apres ingestion d’ceufs par I’'hote définitif, des larves sont libérées dans le tractus digestif.
Leur développement dure dix a douze semaines sans migration systémique. Les larves ne quittent
jamais les parois de I'intestin. Les femelles adultes sont relativement prolifiques et pondent des ceufs
classiquement décrits comme « en forme de citron », mesurant 60-70 x 25-40 yum, jaune-marron, a
paroi fine et lisse et présentant deux bouchons polaires. Ces ceufs sont particulierement résistants
dans le milieu extérieur. Lorsqu’ils sont émis, ils ne contiennent qu’une cellule unique, une larve s’y

développe en quelques semaines a quelques mois selon les conditions extérieures.

- -

Figure 1: (Euf de Trichure (Beugnet et Halos, 2015).

b) Epidémiologie
Trichuris vulpis est un parasite des milieux chauds et humides. Cette parasitose est fréquente

chez le chien et le renard mais rare chez le chat.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie
L'infestation est généralement bien tolérée, seules les infestations massives donnent lieu a
des diarrhées intermittentes. Le diagnostic est réalisé par observation des ceufs a la coproscopie, une

attention toute particuliére sera portée afin de ne pas les confondre avec des ceufs de capillaire.
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Le traitement repose sur I'administration répétée d’un anthelminthique. Dans certains cas, il
peut étre conseillé en paralléle d’assainir I'environnement en particulier en retirant les excréments

contenant potentiellement des ceufs et ce, de facon quotidienne (Deplazes et al., 2015).

1.2.7 Spirura rytipleurites

a) Cycle de vie

Les Spirures sont des nématodes localisés dans les parois de I'cesophage et de I'estomac des
carnivores domestiques. Ils mesurent 20 a 30 mm de long pour un diamétre de 0,6 a 0,8 mm. Les
femelles pondent des ceufs qui sont émis dans I’environnement avec les feces. Ces ceufs sont ovoides
et entourés d’une fine paroi lisse, ils contiennent une larve L1. Les ceufs sont ingérés par I'hbte
intermédiaire (insecte coprophage). La larve L1 évolue en larve L2 puis L3 infestante en 21 a 30 jours.
L'h6te intermédiaire est ingéré par un hote paraténique (reptile, amphibien, rongeur...) chez qui la
larve L3 s’enkyste. Le chat se contamine en ingérant I’h6te paraténique (Bowman et al., 2002).

; /—\\\

Figure 2 :  Euf de Spirure (Beugnet et Halos, 2015).

b) Epidémiologie
Les spirures sont des parasites rares dans les pays tempérés, mais endémiques dans les pays
chauds. La nécessité d’ingérer un héte paraténique justifie que les spirures soient surtout observées

dans un milieu sauvage ou rural.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'infestation par Spirura rytipleurites est généralement asymptomatique. La recherche
spécifique de Spirures est a envisager dans un contexte endémique lorsqu’une gastrite chronique
associée a un amaigrissement est observée. Le diagnostic peut étre confirmé a I'endoscopie par
observation des nodules parasitaires pathognomoniques. La ponte étant irréguliere, I’examen
coproscopique a une sensibilité faible. Il n’existe pas de données sur le traitement de la spirurose du

chat, par homologie avec le chien, la moxidectine et la milbémycine oxime pourraient étre efficace.
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1.2.8 Ollulanus tricuspis

a) Cycle de vie

Ollulanus tricuspis est un trichostrongle mesurant environ 1 mm, trés fin, dont la partie
antérieure est spiralée (« enroulée en ressort de montre »). Il se situe dans I'estomac des chats
sauvages et des renards, mais peut exceptionnellement étre observé chez le chat domestique. La
femelle vivipare d’Ollulanus tricuspis libére des larves L3 infestantes dans la lumiére de I'estomac. Les
larves poursuivent leur développement en larves L4 immatures, puis en stade adulte dans I'estomac
du chat, ce qui offre la possibilité d’un cycle endogéne. Les larves L3, et parfois les larves L4, peuvent
étre émises dans les vomissements et survivre dans I’'environnement jusqu’a douze heures. Le chat
se contamine en ingérant les vomissements d’un congénére (une contamination par ingestion d’un

hote paraténique est aussi possible) (Beugnet et Halos, 2015 ; Cecchi et al., 2006).

b) Epidémiologie
Cette parasitose est trés rare, des cas ont été recencés en Allemagne, en ltalie et au

Royaume-Uni. Elle concerne les chats vivant en communauté et les chats errants.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'infestation par Ollulanus tricuspis est le plus souvent asymptomatique mais des épisodes de
vomissements peuvent survenir. Chez les animaux infestés massivement, il est possible d’observer
une gastrite, un appétit irrégulier, de I'"hypersalivation et des douleurs abdominales. Le diagnostic
coproscopique est impossible puisque le parasite n’est pas émis dans les selles, seule sa mise en
évidence au niveau de la muqueuse gastrique par endoscopie ou par lavage gastrique permet de
confirmer la suspicion.

Les benzimidazoles et I’association milbémycine-avermectine en administration répétée

durant plusieurs jours sont efficaces contre Ollulanus tricuspis.
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1.3 Les protozoaires

Les protozoaires sont des parasites peu fréquents chez le chat (Euzeby, 1987), Toxoplasma
gondii étant le plus connu du grand public de par son potentiel zoonotique (Bowman et Lucio-Forster,

2010).

1.3.1 Giardia spp.

a) Description

Giardia duodenalis est un complexe d’espéces de protozoaires morphologiquement
indiscernables. L'analyse phylogénétique et I'électrophorese des protéines permettent de distinguer
huit génotypes nommés de A a H, dont certains sont zoonotiques.

Giardia spp. existe sous deux formes : la forme trophozoite et le kyste. La forme trophozoite
est active, mobile et se trouve dans le jéjunum et I'iléon des chats. Cette forme peut se retrouver
dans les selles mais n’est pas infestante. Les kystes, émis dans |’environnement et tres résistants,
sont responsables de linfestation suite a leur ingestion. lls sont fréguemment observés en
copromicroscopie, ils mesurent 8-10 um de diamétre, sont ovales a paroi réfringente et contiennent
des débris de flagelles et quatre noyaux. lls peuvent étre mis en évidence plus facilement par une

coloration au lugol (Payne et Artzer, 2009).

Figure 3 :  Kyste de Giardia spp. (Service de Parasitologie de 'ENVT).

b) Epidémiologie
Giardia spp. a une répartition mondiale. Les animaux jeunes, immunodéficients ou vivant en

groupe semblent plus touchés et plus susceptibles de déclarer une giardiose clinique.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie
La dose infestante est inconnue mais on la suppose faible chez le chat. La période prépatente

est de cing a seize jours. Une fois I'’émission de kystes débutée, celle-ci est intermittente et les
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guantités émises peuvent varier (jusqu’a un million de kystes par gramme de feces). La durée entre
deux pics d’excrétion varie généralement entre deux et sept jours.

Le portage asymptomatique est fréquent mais Giardia spp. peut étre responsable d’un
syndrome de malabsorption, caractérisé par une diarrhée aiglie ou chronique, généralement
mucoide. Les co-infestations avec Cryptosporidium spp, Trichomonas foetus et Cystoisospora spp.
sont fréquentes lors de giardiose clinique (Payne et Artzer, 2009).

L'émission des kystes étant intermittente, il est recommandé de réaliser I'analyse

coproscopique des selles prélevées durant au moins trois jours.

A I’heure actuelle, aucun médicament n’est approuvé pour le traitement de la giardiose chez
le chat. L'impossibilité de provoquer de la diarrhée chez des chats sains suite a I'inoculation de
Giardia spp. fait que I'on dispose de peu d’informations sur les traitements possibles (Tangtrongsup et
Scorza, 2010). Le métronidazole présente I'intérét d’arréter I’émission de kystes.

Le fenbendazole est approuvé pour le traitement de la giardiose du chien en Europe, c’est la
molécule de choix en cas de co-infestation avec d’autres vers ronds ou plats. La posologie
recommandée est de 50 mg/kg une fois par jour, pendant trois a cing jours consécutifs. Cependant,
les études ne montrent pas un arrét total de I'émission de kystes suite a I'administration du

médicament.

Tableau 10. Principes actifs et posologies utilisables dans le
traitement de la giardiose clinique chez le chat (Beugnet et Halos,
2015).
Principe actif Posologie
Métronidazole 25 mg/kg, per os, 2 fois par jour pendant 7 jours
Fenbendazole 50 mg/kg/jour, per os, pendant 5 jours
Pyrantel, praziquantel, fébantel 56,5 mg/kg/jour de fébantel, per os, pendant 5 jours
Quinacrine 11 mg/kg/jour, per os, pendant 12 jours
Nitazoxanide 25 mg/kg, per os, 2 fois par jour pendant 7 jours
Tinidazole 30 mg/kg/jour, per os, pendant 6 jours
Furazolidone 4 mg/kg, per os, 2 fois par jour pendant 7 a 10 jours

Il est communément admis qu’aucun médicament n’a une efficacité compléte sur la
giardiose. En effet, les échecs thérapeutiques sont classiques tant en médecine humaine qu’en
médecine animale. Il n’y a pas d'immunité permanente induite par la giardiose, par conséquent le
chat peut se réinfester quelques jours aprés un traitement qui aurait été efficace. En cas
d’infestations récurrentes, il est recommandé de diminuer la contamination ambiante par un
nettoyage a base d’ammoniums quaternaires et de prévenir une nouvelle contamination par

I'isolement des animaux diarrhéiques.
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1.3.2 Cystoisospora spp.
Le genre Cystoisospora est trés proche du genre Isospora, cependant ce nom est désormais

réservé aux parasites des oiseaux alors que ceux des mammiferes seront référés en tant que
Cystoisospora (Barta et al., 2005).

Le genre Cystoisospora est la coccidiose la plus fréquente des carnivores domestiques. Les
especes infectant les chats ne sont pas contagieuses pour les chiens et les humains. Cystoisospora
felis et Cystoisospora rivolta ont un cycle hétéroxene facultatif. La contamination est possible soit
directement de chat a chat via les kystes émis dans I’environnement, soit en faisant intervenir un
hote paraténique. Le chat infesté émet dans I’environnement des kystes non sporulés contenant
chacun deux sporocystes qui, aprés sporulation, contiennent quatre sporozoites chacun. Ces kystes
sont facilement discernables de ceux des autres coccidies par leur taille : Cystoisospora felis mesure
38-51 x 27-29 um, Cystoisospora rivolta est plus petit (20-21 x 18-23 um). Les kystes sont tres
résistants et peuvent persister plusieurs mois dans I’environnement. Le chat se contamine par
ingestion d’un kyste (Iéchage des sols, gamelle souillée...) ou par ingestion de kystes monozoiques
dans les tissus d’un hote paraténique (rongeurs, ruminants...). Le parasite se situe dans les cellules de
I'intestin gréle distal. Apres plusieurs schizogonies (phase pathogene) puis gamétogonies, des
ookystes sont émis dans les féces. La phase pathogene précede I'émission d’ookystes, I'analyse
coproscopique peut donc s’avérer négative lors de I'expression clinique de la maladie (Beugnet et
Halos, 2015).

Les infestations par Cystoisospora spp. touchent majoritairement les tres jeunes individus,
I'infestation par ingestion d’un hote paraténique est donc probablement mineure et la plupart des

animaux s’infestent par ingestion d’ookystes sporulés dans I’environnement.

Figure 4 : Deux kystes de Cystoisospora felis (un kyste sporulé a gauche, un kyste non
sporulé en bas a droite) et un ceuf de Toxocara cati (en haut a droite) (Service de
Parasitologie de 'ENVT).
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1.3.3 Toxoplasma gondii

a) Cycle de vie

Toxoplasma gondii est une coccidie existant sous plusieurs formes. Chez le chat (hote
définitif), on retrouve les schizontes, les gamontes et les ookystes. Le cycle du parasite ne peut étre
complet sans l'intervention du chat car la phase de reproduction sexuée ne peut avoir lieu que dans
ses intestins. Les ookystes sont subsphériques, mesurent 10 x 12 um, possedent une paroi fine et
sont émis sous forme non sporulée. lls sont indiscernables de ceux du genre Hammondia. Les
sporozoites se développent dans les ookystes aprés un a cing jours si les conditions sont favorables
et peuvent résister dans I'environnement extérieur jusqu’a 18 mois. Les ookystes sont ensuite
ingérés par un chat ou un hote intermédiaire.

Chez les hotes intermédiaires (Mammiféres et Oiseaux), seules deux formes sont présentes :
les tachyzoites et les bradyzoites. Les tachyzoites se multiplient dans toutes les cellules de I'héte.
Lorsque la réponse immunitaire de I'animal se manifeste, le parasite passe de la forme tachyzoite a la
forme bradyzoite. En effet, les bradyzoites forment des kystes dans les cellules du systeme nerveux
central, des muscles et de la rétine ou ils peuvent persister toute la vie de I'héte.

L'infestation peut avoir lieu par ingestion d’'un hote intermédiaire hébergeant des kystes a
bradyzoites ou a tachyzoites ou par ingestion d’ookyste sporulés. Une transmission transplacentaire
peut avoir lieu lorsque la primo-infestation de la mere a lieu pendant la gestation. De méme, une
transmission galactogene a été rapportée. La plupart des chats n’étant pas coprophage, ils s’infestent

via la forme bradyzoite lors des comportements carnivores (Beugnet et Halos, 2015).

Chat (Héte définitif)

—_—— 5 schizoggnies, gamogonie, ookystes (tube digestif)

\A\Tachyzo'l'tes <> Bradyzoites

Milieu extérieur

«—+——— Ookystes sporulés «<—— Ookystes non sporulés
Tachyzoites Kystes a bradyzoites
—
— = { |

Figure 5: Cycle de vie de Toxoplasma gondii.
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c) Epidémiologie

La toxoplasmose est une protozoose infectieuse commune a tous les Oiseaux et tous les
Mammiferes. Il s’agit d’une zoonose bien connue du grand public car elle peut avoir un impact
néfaste chez le foetus lorsque la primo-infestation de la mere a lieu pendant la grossesse. Elle est tres

présente dans le monde.

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie chez le chat

La présentation clinique de la toxoplasmose dépend de la souche. L'infestation par
Toxoplasma gondii est asymptomatique chez une trés grande majorité des chats. Une diarrhée
passagere liée au premier passage parasitaire est observée chez 10 a 20% des chats. Lors de
contamination par voie transplacentaire ou transmammaire, les chats présentent une toxoplasmose
disséminée (extra intestinale) mortelle. Des troubles neurologiques sont également possibles. Le
traitement doit étre précoce et repose sur 'administration de 12,5 mg/kg de clindamycine par voie
orale ou par injection intramusculaire, deux fois par jour, pendant quatre semaines (European

Scientific Counsel Companion Animal Parasites, 2013).

d) Aspects cliniques, traitement et prophylaxie chez 'Homme

La toxoplasmose est une zoonose majeure. 'Homme peut se contaminer de deux fagons :
soit par ingestion d’ookystes disséminés dans I’environnement (défaut d’hygiéne lors de la
préparation de légumes, manipulation du bac a litiere du chat ou pendant le jardinage), soit par
ingestion de kystes a bradyzoites contenus dans la chair d’un héte intermédiaire (défaut de cuisson
de la viande de mouton, porc, boeuf). L'infestation de I’'Homme est généralement asymptomatique
mais peut parfois s’accompagner d’un syndrome grippal. La prévalence mondiale chez 'Homme est
d’environ 30%. Toxoplasma gondii représente un risque pour les personnes immunodéprimées et
pour les femmes enceintes n’ayant jamais rencontré le parasite auparavant. En effet, la forme
tachyzoite peut alors atteindre le foetus risquant d’entrainer des lésions irréversibles graves
(malformation du crane, lésions oculaires, épilepsie...) (Beugnet et Halos, 2015). Selon de récentes
études, des infestations symptomatiques chez des personnes immunocompétentes ont été
rapportées liées a une contamination par eau de boisson ou consommation de viande d’agneau
infestée. Un réle du parasite dans certaines affections neurologiques ou psychiques telles que la

schizophrénie est également suspecté (Lebis and Guillot 2015).
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1.3.4 Cryptosporidium spp.
Cryptosporidium est un protozoaire de I'intestin gréle. Il en existe plusieurs génotypes parmi

lesquels Cryptosporidium parvum et Cryptosporidium felis qui peuvent infester le chat (Sargent et al.,
1998).Le principal agent de cryptosporidiose féline est C. felis. Ces parasites sont peu spécifiques et
peuvent infester une large variété d’animaux. Cette maladie est particulierement répandue dans les
communautés (chenils, élevages...) mais rare chez I'animal domestique. Le cycle du parasite est
monoxene. Le parasite est localisé sous la bordure ciliaire des entérocytes, il est intracellulaire mais
extracytoplasmique (dans une vacuole parasitophore). Aprés une phase de reproduction asexuée, la
reproduction sexuée aboutit a la formation d’ookystes qui sont émis dans I'environnement,
directement sporulés et infestants. Ces ookystes sont plus petits que ceux des autres coccidies (4-6
um). La période pré-patente peut étre trés courte, de 7 a 10 jours.

L'infestation est souvent asymptomatique. Lors d’infestation clinique, un mauvais état
général est associé a une diarrhée chronique intermittente. Le diagnostic clinique est impossible,
seule la mise en évidence des ookystes dans les selles permet de le confirmer. La coloration de Ziehl-
Neelsen facilite leur visualisation.

Le risque zoonotique lié a Cryptosporidium felis fait débat, si initialement il ne semblait
concerner que les personnes immunodéprimées et les enfants, des études récentes montrent que
des personnes sans prédisposition ont pu contracter la maladie (Lucio-Forster et al. 2010). Les

ruminants sont la principale source d’infestation humaine.

1.3.5 Hammondia hammondi, Besnoitia sp. et Sarcocystis spp.
En tant que carnivores et prédateurs, les chats ayant accés a I'extérieur ont la possibilité

d’ingérer des rongeurs ou autres proies et par conséquent les parasites qu’ils contiennent. Ce mode
de vie permet la transmission de ces trois genres de protozoaires.

Les especes de Hammondia sont considérées comme des parasites rares du chat. Elles ont un
faible impact sur la santé animale, I'infestation étant asymptomatique et sans potentiel zoonotique.
Les études épidémiologiques sont compliquées puisque le chat n’est excréteur que durant une a
guatre semaines dans sa vie.

La place du chat dans le cycle de Besnoitia sp. est méconnue. Les félidés, domestiques ou
sauvages, ont été suspectés comme étant des hétes intermédiaires ou définitifs du parasite (Euzeby,
1987). Les infestations expérimentales réalisées chez le chat n’ont pas abouti a une démonstration
probante. Tout comme Hammondia, Besnoitia sp. présente des ookystes indiscernables de ceux de
Toxoplasma gondii.

Sarcocystis spp. comprend un grand nombre d’especes pour lesquelles la transmission
s’appuie sur les relations de prédation.
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1.4 Les principaux parasites pulmonaires chez le chat

Les parasites pulmonaires sont peu répandus en Europe, mais semblent étre en expansion
(Pennisi et al., 2015). L'infestation est le plus souvent asymptomatique mais ces parasitoses doivent

entrer dans le diagnostic différentiel de la toux et de la dyspnée.

1.4.1 Aelurostrongylus abstrusus

a) Cycle de vie
Aelurostrongylus abstrusus est un nématode pulmonaire hématophage mesurant 5-6 mm de

long pour les males et 9-10 mm pour les femelles.

Les adultes vivent dans des nodules a l'intérieur des bronchioles, conduits alvéolaires et
alvéoles, les femelles pondent des ceufs dans le parenchyme. Les larves L1 remontent vers le pharynx
ou elles sont dégluties, atteignent le tube digestif et sont ensuite émises dans les feces. Les larves L1
peuvent survivre dans I’environnement pendant quinze jours a un mois. Elles sont ingérées par un
hote intermédiaire (limace, escargot), dans lequel elles se développent pour atteindre le stade L3
infestant. Les chats s’infestent en ingérant ces mollusques ou des hotes paraténiques (lézards,
rongeurs, grenouilles, serpents, oiseaux...). Aprés ingestion, les larves migrent vers les poumons (via

les vaisseaux sanguins ou lymphatiques) ou elles évoluent en adulte en quatre a cinq semaines.

Figure 6 : Larve L1 d’Aelurostrongylus abstrusus (Service de parasitologie de 'ENVT).
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Figure 7 :  Cycle de vie d’Aelurostrongylus abstrusus.

b) Epidémiologie

Aelurostrongylus abstrusus peut infester tous les chats mais les études ne font pas consensus
concernant le profil épidémiologique des chats infestés. Au Brésil et en Italie, les études ont montré
que les chats ayant un acceés libre a I'extérieur, les jeunes et les chats errants sont significativement
plus infestés (Grandi et al., 2005). En Australie, la prévalence était supérieure chez les chats agés ce qui
s’expliquerait par une meilleure habilité a chasser ou une durée de vie plus longue et donc une

probabilité d’ingérer des L3 infestantes plus élevée (Palmer et al., 2008).

c) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

L'aelurostrongylose est souvent asymptomatique mais peut entrainer, dans de rares cas, une
pneumonie granulomateuse fatale. Une forte inflammation peut en effet étre causée par la présence
d’adultes dans les poumons, la ponte d’ceufs et les migrations larvaires. Les bronchioles et les
conduits alvéolaires présentent une infiltration cellulaire ayant pour conséquence la diminution de Ia
surface disponible pour les échanges gazeux. La musculeuse des artéres pulmonaires s’hypertrophie.
Les signes cliniques dépendent de la charge parasitaire, de I'dge et de la réponse immunitaire de
I"animal (Hamilton, 1967). Dans la plupart des cas, les chats présentent une atteinte modérée avec des
signes respiratoires de type toux, éternuements, écoulement nasal muco-purulent, dyspnée ou
tachypnée. Des signes plus généraux sont parfois observés : anorexie, perte de poids, apathie...
L'atteinte parasitaire peut donner lieu a un pyothorax ou un pneumothorax lorsque les larves
migrantes transportent des bactéries intestinales. L'infestation par Aelurostrongylus abstrusus

semble associée a une augmentation de la mortalité per-anesthésique (Gerdin et al., 2011). La
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mortalité est probablement liée a la diminution des capacités de compensation pulmonaire lors
d’une diminution de la surface d’échanges gazeux (atélectasie induite par I'anesthésie).

Le diagnostic différentiel de I’aelurostrongylose est a faire avec I'asthme félin et la bronchite
chronique. L’'examen radiographique peut présenter des modifications dés deux a trois semaines
post-infection avec un pattern nodulaire mal défini principalement sur les lobes caudaux. Apres cing
a vingt-et-une semaines d’infestation, un pattern alvéolaire peut étre visible (Dennler et al., 2013 ;
Genchi et al., 2014). Le diagnostic de certitude repose sur I'observation microscopique des larves L1. La
méthode de Baermann est le gold standard avec une sensibilit¢ de 90%. La larve L1
d’Aelurostrongylus abstrusus mesure généralement 360-400 um, son identification s’appuie sur les
caractéristiques de la téte et de la queue. La larve présente une téte ronde avec une ouverture orale

terminale et une queue en S présentant trois projections en forme de poignée de porte.

Figure 8 : Queue caractéristique d’une larve L1 d’Aelurostrongylus abstrusus (Service de
parasitologie de 'ENVT).

Les larves L1 ont une émission intermittente dans les selles chez les chats atteints de fagon
chronique, les faux négatifs sont donc fréquents et des examens répétés sont nécessaires. Les larves
L1 peuvent étre détectées dans d’autres échantillons : écouvillon trachéal, lavage bronchoalvéolaire,
effusion pleurale, matériel d’expectoration... Cependant, ces méthodes sont invasives et des faux
négatifs restent possibles. Une nouvelle méthode PCR reposant sur des marqueurs de I'ADN
ribosomal a montré une spécificité de 100% et une sensibilité de 96,6% sur des écouvillons
pharyngés (Annoscia et al., 2014).

Il existe peu de données sur le traitement de I'aelurostrongylose du chat. Une coproscopie de
contrble est toujours conseillée pour vérifier I'efficacité thérapeutique dix a quinze jours aprés
I’administration du traitement. Une pate orale de fenbendazole (PANACUR "° 18,75% Pate orale)
posseéde I’Autorisation de Mise sur le Marché (AMM) concernant le traitement de I'aelurostrongylose

du chat a raison de 50 mg/kg per os pendant trois jours consécutifs. Cependant, cette posologie est
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insuffisante chez certains chats. Les administrations de spot-on a base de sélamectine et
d’éprinomectine ont montré une efficacité respectivement de 58 a 98% (lannino et al., 2013), et de

90,5 a 100% (Giannelli et al., 2015).

1.4.2 Capillaria aerophila syn. Eucolus aerophilus

a) Cycle de vie

Capillaria aerophila est un parasite pulmonaire des chats, des chiens, des carnivores
sauvages et parfois des humains. Le ver adulte se nourrit de mucus bronchique et mesure 15-40 mm.
Il est fin, blanchatre, filamenteux et vit dans I'arbre respiratoire. Les femelles pondent des ceufs qui,
entrainés par le mucus bronchique, sont expectorés puis déglutis. Ces ceufs deviennent infestants en
trente a quarante cing jours. Le chat s’infeste en ingérant les ceufs larvés dans I’environnement.
L'ceuf éclot dans le tractus intestinal et la larve entreprend une migration vers les poumons via le flux
sanguin ou lymphatique. Une fois dans les poumons, la larve atteint le stade adulte en six semaines
environ (Traversa et al., 2009). Le lombric pourrait servir d’héte paraténique sinon intermédiaire mais

son role n’est actuellement pas élucidé.

b) Epidémiologie
L'épidémiologie de Capillaria aerophila est peu connue, néanmoins il semblerait que le

parasite ait une distribution mondiale en extension. C’'est un parasite rare en France.

c¢) Signes cliniques, traitement et prophylaxie

Les signes cliniques sont variables allant de I'infestation asymptomatique a la pneumonie
fatale. Les adultes endommagent le parenchyme pulmonaire et causent des sifflements respiratoires,
des éternuements et une toux chronique. En cas d’infestation importante, la parasitose peut mener a
une bronchopneumonie avec surinfection allant jusqu’a I’arrét respiratoire et la mort.

Le diagnostic repose sur la mise en évidence d’'ceufs de capillaires dans les selles par
méthode de flottation conventionnelle. Les ceufs de Capillaria aerophila sont munis de deux
bouchons polaires, leur taille est inférieure a celle de Trichirus vulpis, leur surface est striée et nette
(contrairement a T. vulpis qui posséde une surface lisse) (Traversa et al., 2011).

Le traitement peut étre basé sur I'administration de lévamisole sous forme injectable ou par

voie orale (Bowman et al., 2002), ou de moxidectine en spot-on (Traversa et al., 2009).
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Tableau 11.

Principales caractéristiques de Capillaria aerophila

Capillaria aerophila

ADULTE

CEUF

3

Capillaria aerophilla adulte (Lalosevic et al., 2013)

Caractéristiques = morphologiques :  Ver
filamenteux blanchdtre.
Localisation : Lumieére des grosses bronches.

Taille : 15-40 mm.

CEuf de Capillaria aerophila (Traversa et al., 2011)

Description de I'ceuf : L’ceuf a une forme de
tonneau a bords paralléles et présente des
bouchons polaires moins saillants que ceux
de trichures. Il mesure 75x35 um avec une
surface externe d’aspect rugueux et maillé.

CYCLE

Elément infestant : CEuf larvé ou L3.

Source d’infestation : Environnement ou héte paraténique.

~

7> Stade5 r————
i Adultes
L4 proration |
igration R
\ . ' Trachée, ”
~ systémique 1
N, : bronches ’

#

\, ’
L3 .. CARN !vom; e
. (HD) ~
. N, 7 Tube digestif
LoMBRIC (H P) Tube digestif \\ : ’,1 Euf
S !1" 1
L3 dans .
MILIEU EXTERIEUR

'oeuf

(5 SEMAINES)

L1dans
I'oeuf

L2 dans /

I'ceuf

Cycle de vie de Capillaria aerophilla

1.4.3 Autres capillaires

Les capillaires autres que Capillaria aerophila sont rares et ne sont pas tous des parasites du

tissu pulmonaire. La diagnose des ceufs doit étre minutieuse et se base sur leur taille, leur couleur et

leur paroi (Bowman et al., 2002).

Aonchoteca putorii est généralement présent dans la muqueuse de I'estomac, mais peut étre

retrouvé dans l'intestin gréle. Le ver adulte mesure 2
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d’infestation la plus importante pour les chats et les chiens. Ce parasite étant rare, les données
cliniques sont maigres, cependant sa présence pourrait étre a I'origine d’ulcéres gastriques (Bowman

etal., 2002).

1.4.4 Troglostrongylus brevior et Troglostrongylus subcrenatus

a) Cycle de vie

Quatre especes de Troglostrongylus peuvent infester le systéeme respiratoire des félins. Parmi
ces especes, deux ont été retrouvées chez les chats domestiques : Troglostrongylus brevior qui réside
dans les bronches et bronchioles et Troglostrongylus subcrenatus qui réside dans la trachée et les
bronches. Tous ont un cycle de vie indirect avec hote intermédiaire et paraténique. Ce sont des
nématodes fins mesurant 5 a 24 mm (Brianti et al., 2012).

Des larves L1 sont émises dans les feces. Elles sont ingérées par différentes espéces de
mollusques au sein desquelles elles se développent pour atteindre le stade infestant (en huit a
qguarante jours selon la température de I’"hGte intermédiaire). Les chats s’infestent en ingérant les
mollusques. Une transmission directe de la mére aux chatons a été suggérée pour T. brevior, elle

pourrait étre transplacentaire ou galactogéne.

b) Epidémiologie

Bien que les Troglostrongylus soient majoritairement des parasites des chats sauvages, des
cas ont été rapportés chez des chats domestiques. Troglostrongylus brevior a récemment été décrit
chez des chats d’ltalie et d’Espagne alors que pour Troglostrongylus subcrenatus seuls deux cas au
Malawi et en Italie ont été rapportés (Brianti et al., 2012 ; Annoscia et al., 2014). Les informations sur la
tronglostrongylose du chat reposent majoritairement sur des cas épars et ne permettent donc pas
d’avoir des données épidémiologiques fiables. Le chat sauvage Felis silvestris silvestris (chez lequel
Troglostrongylus brevior est communément retrouvé) pourrait servir de source pérenne de parasites

et donc favoriser I'infestation des chats domestiques.

c) Signes cliniques

Peu de données sur la clinique sont disponibles, la taille du parasite et sa localisation
suggerent un fort potentiel pathogénique associé a des signes respiratoires (toux, dyspnée,
écoulement nasal). Des cas mortels sont rapportés chez des chatons. Le diagnostic repose sur la mise

en évidence de la larve L1 dans les feces via la méthode de Baermann.
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2. Méthodes d’analyse et diagnose des éléments parasitaires

2.1 Analyse coproscopique

Plusieurs méthodes d’analyse coproscopique existent, seul le principe des plus fréquentes
sera exposé dans le paragraphe suivant. Le but de ces méthodes est I'observation microscopique
d’éléments parasitaires. La plus commune est lI'observation directe d’un étalement frais. Si
I’étalement frais présente I'avantage d’étre rapide et de nécessiter trés peu de matériel, son principal
désavantage est le peu de matériel fécal examiné et par conséquent sa faible sensibilité. Pour pallier
ce probléme, des méthodes ont été développées afin de concentrer les éléments parasitaires en

partant d’un plus grand volume de féces.

2.1.1 Etalement frais
Il s’agit de la méthode la plus simple d’analyse coproscopique. Aprés avoir homogénéisé

I’échantillon fécal a analyser, il faut en prélever une tres faible quantité (environ % grain de riz) qui
est placée sur une lame porte-objet. Une quantité équivalente d’eau distillée y est ajoutée, puis
I'ensemble est mélangé. La solution homogene est ensuite étalée en un film fin avant d’étre
recouverte d’une lamelle et observée au microscope. Il est possible de laisser sécher le mélange
avant de réaliser une coloration permettant I'identification de protozoaires (Ziehl-Neelsen pour
Cryptosporidium, lugol pour Giardia...). Cette méthode présentant une sensibilité tres faible, seuls les

résultats positifs peuvent donner lieu a interprétation.

2.1.2 Flottation
La flottation (ou flottaison) est la technique d'enrichissement la plus utilisée en médecine

vétérinaire. Le principe repose sur la différence de densité des débris fécaux, des éléments
parasitaires que I’'on souhaite observer et de la solution de flottation utilisée. La densité moyenne
des ceufs de nématode varie entre 1,05 et 1,24. Par conséquent, pour que ces ceufs flottent, la
solution utilisée doit étre de densité supérieure. Les liquides de flottation utilisés pour les ceufs de
nématodes ou cestodes sont généralement des solutions saturées a base de sel ou de saccharose. Il
s'agit d'une technique facile a mettre en ceuvre, peu colteuse, rapide et sensible. Cependant, les
solutions utilisées peuvent provoquer une distorsion osmotique des ceufs ou cristalliser, rendant

difficile leur identification.
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Solution de flottation Densité
Chlorure de sodium (liquide de Willis) 1,2
Sulfate de zinc (liquide de Faust) 1,2-1,35
Saccharose et formaldéhyde 1,2
Chlorure de sodium et chlorure de zinc 1,35
Tableau 12. Solutions de flottation les plus communément utilisées et

densités associées (Beugnet et Halos, 2015).

La flottation conventionnelle nécessite le mélange d’une quantité donnée de féces (un a trois
grammes) dans une quantité donnée de solution (une vingtaine de millilitres). Une fois le mélange
homogénéisé, celui-ci peut-étre filtré afin de se débarrasser des plus gros débris alimentaire ou bien
directement versé dans un tube. Le tube doit étre rempli jusqu’a formation d’un ménisque convexe a
sa surface. Ce ménisque est recouvert d’'une lamelle pendant au moins dix minutes. La lamelle est
ensuite déposée sur une lame porte-objet afin d’étre observée sous microscope. Cette méthode est
qualitative, sauf en cas de pesée de |’échantillon fécal au préalable.

Il existe un tres grand nombre de variantes a cette technique ainsi que des kits commerciaux
(contenant la solution de flottation, un récipient adapté..) tels que Fecalyzer"®, Ovassay’,

Ovatector"®...

Pour obtenir un résultat quantitatif, il est possible d’utiliser la méthode de McMaster
modifiée qui est une méthode de flottation dérivée. Le principe est le méme, trois grammes de feces
sont mélangés avec 42 mL de solution de flottation. Une fois ce mélange homogénéisé, celui-ci est
filtré (filtre a grille de 250 um). Le filtrat est prélevé a I'aide d’une pipette et placé dans une lame
spéciale, la cellule de McMaster. Celle-ci se caractérise par la présence de deux chambres contenant
chacune 0,5 mL, dont 0,15 mL placés sous une grille gravée. Les ceufs compris dans les limites des
deux grilles sont comptés et additionnés. Le résultat est multiplié par cinquante pour obtenir le
nombre d’ceufs par grammes. Cette méthode est habituellement employée pour le diagnostic
parasitaire des ruminants ou équidés. L'avantage de cette méthode est sa facilité de réalisation ainsi
qgue l'obtention de résultats quantitatifs. Néanmoins, elle implique une dilution importante de

I’échantillon qui est inadaptée aux faibles charges parasitaires.

2.1.3 Sédimentation
Les méthodes de sédimentation ont pour intérét de permettre d’isoler des ceufs ou kystes de

densité trop importante pour étre facilement isolés avec les méthodes de flottation ou qui subiraient
des modifications morphologiques trop importantes pour étre identifiés. Classiquement, dix
grammes de feces sont mélangés a 100 mL d’eau puis filtrés dans un verre a pied. Le mélange est
laissé a décanter pendant trente minutes a une heure, puis 70% du surnageant est éliminé. De I'eau

47



fraiche est alors ajoutée et le mélange est laissé a reposer pour un second cycle de décantation. Le
surnageant est a nouveau éliminé mais a 90%. Quelques gouttes du produit de sédimentation sont
prélevées et observées au microscope entre lame et lamelle.

La méthode de Telemann-Rivas est une méthode dérivée de la sédimentation
particulierement indiquée pour les échantillons contenant des débris cellulosiques, du mucus ou des
éléments gras. Les feces sont délitées dans de I'acide acétique a 3% avant d’étre filtrées. Un volume
donné de ce filtrat est prélevé puis placé dans un tube avant d’y ajouter un volume équivalent
d’éther. Le mélange est agité vigoureusement puis centrifugé cing minutes a 2000 tours/min. Le
surnageant est éliminé et quelques gouttes du culot sont placées entre lame et lamelle pour étre

observées au microscope.

2.1.4 Mise en évidence de Kystes et d’ookystes de protozoaires
L'identification des protozoaires en microscopie optique peut s’avérer compliquée. En effet,

leur tres petite taille (par exemple 4-5 um pour Cryptosporidium spp., 8-12 x 7-10 um pour Giardia
duodenalis) rend I'architecture interne difficilement discernable et la morphologie de certains
ookystes est trés similaire (par exemple Toxoplasma et Hammondia). Pour contourner ces difficultés,

il est possible d’avoir recours a des colorations.

La coloration au lugol permet de mettre en évidence les kystes de protozoaires flagellés et
donc de Giardia spp. La méthode est extrémement simple, une fois la lame obtenue par une
méthode de coproscopie quelconque, une goutte de lugol est apposée au bord de la lamelle. Le
colorant diffuse rapidement entre la lame et la lamelle, les giardias prennent alors une teinte
orangée.

La coloration de Ziehl-Neelsen modifiée permet de mettre en évidence les cryptosporidies.
Cette coloration n’est pas compatible avec une méthode de flottation ou de sédimentation et
nécessite la réalisation d’'un étalement frais. Celui-ci est ensuite fixé a I'alcool a 95° pendant cinq
minutes puis passé a la flamme. La lame est recouverte de fuchsine pendant cing minutes puis rincée
a I'eau. Il s’agit alors de décolorer la préparation avec un mélange d’acide chlorhydrique a 3% et
d’alcool a 95% une a deux fois avant de rincer a nouveau la lame. Cette étape est cruciale car d’elle
dépend la qualité de lecture. La lame est enfin colorée au vert de malachite pendant une minute puis
rincée et séchée. L'observation microscopique est réalisée a I'objectif x100 avec huile a immersion.

La coloration Giemsa ainsi que celle a I’'hématoxyline-éosine permettent la mise en évidence

des kystes toxoplasmiques (Liu et al., 2015).
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2.2 Analyse nécropsique

Un grand nombre d’enquétes épidémiologiques reposent sur |'observation directe de la
présence ou absence de parasites dans le tractus digestif de chats. Ces études nécessitent soit des
cadavres récupérés dans I'environnement soit la capture et I'euthanasie (dans des conditions en
accord avec les réglementations en vigueur sur le bien-étre animal) de chats errants (campagnes de
contréle des populations autorisées par les autorités), sauvages ou malades et amenés pour
euthanasie. L'analyse est réalisée segment par segment (cesophage, estomac, intestin gréle, gros
intestin, éventuellement coeur, poumons, foie et vessie) avec un recueil des contenus auquel est
parfois associé un raclage de la muqueuse. Les contenus sont ensuite observés sous un appareil
grossissant (loupe binoculaire, microscope...) afin d’y rechercher des parasites. Leur identification
repose sur I'observation de criteres morphologiques et I'utilisation de clefs de diagnose. L'analyse

nécropsique est souvent associée a une analyse coproscopique.

2.3 Recherche de larves par la méthode de Baermann

La méthode de Baermann est une méthode de sédimentation permettant I'isolement de
larves par migration dans I'’eau. Ce procédé est basé sur le fait que les larves de nématodes coulent
dans une grande quantité d'eau dans laquelle il n'existe pas de tensions de surface. Les prélévements
doivent étre tres frais afin que les larves soient vivantes et le résultat interprétable. Cette technique
ne nécessitant pas I'utilisation d’une solution de flottation, les larves récupérées ne subissent pas de

distorsion et sont donc facilement identifiables.

2.4 Recours a I'immunologie

Le recours a I'immunologie permet entre autre de diagnostiquer des atteintes parasitaires
mettant en jeu des protozoaires indiscernables avec certitude en microscopie optique. Ces méthodes

reposent sur la mise en évidence d’antigenes parasitaires dans les selles ou d’anticorps dans le sang.

2.4.1 Détection de copro-antigénes
La détection de copro-antigénes est notamment utilisée pour le diagnostic de giardiose et de

cryptosporidiose. Il existe deux méthodes. La méthode ELISA qui est largement utilisée en routine et
pour laquelle il existe de nombreux kits commerciaux y compris un SNAP test réalisable au chevet du

patient (SNAP Giardia"® IDEXX). La méthode par immunofluorescence directe qui est relativement
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peu utilisée en Europe (Gruffydd-Jones et al., 2013). Des études ont montré que la sensibilité des tests
ELISA est comparable a celle de coproscopies répétées (Decock et al., 2003).

La méthode d’'immunofluorescence directe semble avoir la meilleure sensibilité ce qui en fait
la technique de référence dans les études comparant l'efficacité de différents kits ELISA. La
conclusion de ces études est généralement que les différentes méthodes ont des résultats similaires

(Decock et al., 2003 ; Johnston et al., 2003).

2.4.2 Mise en évidence d’anticorps, cas des méthodes d’analyse spécifiques a
Toxoplasma gondii
Les techniques de mise en évidence d’anticorps sont particulierement utiles dans le

diagnostic de toxoplasmose (Liu et al., 2015). Il en existe un tres grand nombre ainsi nous présentons
uniquement celle que nous avons retenue pour la réalisation de notre étude et qui est la méthode
ELISA. L'antigene toxoplasmique est fixé sur un support solide et incubé avec différentes dilutions de
sérum. L'ensemble est ensuite lavé puis mis en contact avec un conjugué anti-anticorps (IgG-1gM ou
IgA selon le test) couplé a une enzyme spécifique. Une nouvelle phase de lavage est nécessaire puis
le substrat de I'enzyme est ajouté au milieu. Le résultat est mesuré par spectrophotométrie en
fonction de l'intensité de la réaction enzyme-substrat. L’avantage de cette méthode est la lecture

objective des résultats.

2.5 Diagnose des éléments parasitaires

2.5.1 Diagnose des vers adultes
Le principal élément de diagnose est la forme de la section, circulaire ou rectangulaire. Pour

les vers ronds, la présence/absence d’ailes céphaliques développées permet de faire la distinction
entre Toxocara cati (ailes céphaliques développées) et Toxascaris leonina (ailes céphaliques
discretes). Pour les vers a section rectangulaire, le premier critére est la taille, si elle est inférieure a
0,5 cm, il s’agit d’un Echinococcus spp. Pour les parasites de taille supérieure a 0,5 cm, I'observation
des pores génitaux et leur localisation permet la disctinction des espéces : deux pores génitaux pour
Dipylidium caninum, un seul pore médio-ventral pour Mesocestoides et latéral pour Taenia

taeniaformis.

Vers ronds : Ascarides

- Ailes céphaliques développées Toxocara cati

- Ailes céphaliques peu visibles Toxascaris leonina
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Vers plats : Segments de cestodes

- Taille < 0,5cm Echinococcus spp

- Taille > 0,5cm :

- 2 pores génitaux Dipylidium caninum

-1 pore génital :
- Médio-ventral —— >  Mesocestoides
- Latéral ———— > Taenia taeniaformis

Figure 9 :  Clefs de diagnose des principaux vers macroscopiquement visibles chez le chat
(Beugnet et al. 2004b).

2.5.2 Diagnose des ceufs et des kystes
Le premier élément de diagnose a observer est la taille de I’élément parasitaire, s’il est

inférieur a 30 um, il s’agit d’'un kyste. Une observation fine de son contenu permet d’établir la
diagnose. Pour les éléments de taille supérieure a 30 um, la premiere étape consiste a regarder s'il y
a présence d’un opercule. Ensuite, la forme de I'ceuf doit étre observée : sphérique, globuleuse ou
ovoide. Le contenu de I'ceuf peut étre une cellule unique (Toxocara cati ou Toxascaris leonina), une
morula (Ancylostoma ou Uncinaria), un embryon hexacanthe ou une larve. L’épaisseur et les

éventuelles striations de la paroi permettent d’affiner la diagnose.

Trématodes,
- CEuf operculé Diphyllobothrium,
Spirometra
- CEuf non
operculé :
Mesocestoides,
- Avec embryon L .
Dipylidium caninum,
hexacanthe ..
Taeniidae
- Sans embryon :
- Non larvé
- Coque épaisse, cellule Toxocara cati,
unique, sphérique Toxascaris leonina
- Coque mince, morula, Ancylostoma -
ovoide Uncinaria
- Avec bouchons polaires ———>  Capillaria
- Larvé
- Coque épaisse ———————>  Spirura rytipleurites
- Coque mince ———> Strongyloides
Figure 10 : Clef de diagnose des principaux ceufs d’helminthes chez le chat (Beugnet et al.
2004b).

51




- Kyste contenant des fragments de

flagelles

Giardia duodenalis

- Ookyste contenant une
ou plusieurs cellules :

- Sphérique, 4-5 um _— Cryptosporidium spp

- Subsphérique avec 2 .

sporo;o'ftes? 12 um — Sarcocystis
Toxoplasma,

- Subsphérique < 15 pm —_— Besnoitia,
Hammondia

- Subsphérique > 15 um —_— Isospora

Figure 11 : Clef de diagnose des principaux kystes et ookystes de protozoaires chez le chat
(Beugnet et al. 2004b).

I10um

Isospora rivolta
Isospora felis

Besnoitia sp. Hammondia Toxoplasma

hammondi gondii Sarcocystis sp.

Figure 12 : Morphologie des ookystes pouvant étre retrouvés chez le chat (Euzéby, 2008).

2.5.3 Diagnose des larves

Un des critéeres majeurs est la forme de |'cesophage qui peut étre rhabditoide ou

strongyloide. L'appareil rhabditoide fait partie de |'cesophage et se caractérise par un bulbe

cesophagien contenant une piece chitineuse en forme de Y. |l est clairement visible chez les larves de

Strongyloides stercoralis.

- Appareil rhabditoide visible

Strongyloides
stercoralis

- Appareil rhabditoide
absent ou peu visible,
sans bouton céphalique

- (Esophage=1/3 dela

_— Crenosoma vulpis
longueur totale
- Larve engainée et queue . .
o 8 g _—> Ollulanus tricuspis
trifide
- Larve nue, cesophage court,
; P g Aelurostrongylus
queue ondulée et présence _—
abstrusus

d’une épine sub-terminale

Figure 13 : Clef de diagnose des principales larves parasitaires chez le chat (Beugnet et al.

2004b).
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3. Etudes épidémiologiques des infestations endoparasitaires des

chats dans le monde

Une multitude d’enquétes épidémiologiques sur les parasites internes des chats ont été
menées, en particulier ces dix derniéres années et ce dans le monde entier. S’il n’est pas possible de
toutes les recenser, les résultats et les modalités d’exécution d’'une majorité d’entre elles sont
présentés ici. Les parasites recherchés variant d’une région a I'autre, seuls ceux présentés dans la

premiéere partie de ce manuscrit sont évoqués.

3.1.1 Contamination des sols
Pour tous les parasites que nous avons évoqués précédemment, une phase du cycle se

déroule dans I’environnement rendant ainsi sa contamination inévitable. Les chats domestiques ont
souvent un acces libre a I'extérieur et préferent y faire leurs besoins plutot que dans leur litiere. lls
peuvent alors contaminer des lieux fréquentés par les humains comme les parcs et jardins publics. Il
existe peu de publications concernant le taux d’infestation des sols. De plus, ce taux varie
énormément selon les régions du monde et la densité de chats présents. Les études n’integrent pas

toujours d’analyses coproscopiques a I'étude des sols.

Tableau 13. Etudes concernant la contamination des sols par des
endoparasites du chat
Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
Sol :
(Talvik et al., Estonie, 454 échantillons Flottation et autopsies 4,2% Toxocara spp.
2006) 2006 de sol + 27 chats P Chats autopsiés :
48,2% Toxocara cati
Herbe :
68% ceufs ou larves de
Strongyloides
44 échantillons - . 14% ceufs de Toxocara spp.
P t- Séd tat
(Paque Costa Rica, |d’herbe edimentation 2% oeufs de Toxascaris leonina
Durand et al., , .
2007 16 échantillons .
2007) Flottation au sucre
de sable Sable :

2% ceufs ou larves de strongyloide
0,8% ceufs de Toxocara spp.
0,4% ceufs de Toxascaris leonina

Sol :

52 chats + 42 Coproscopie (Flottation 0
(Coelho et al, Brésil, 2011 | échantillons de | au chlorure de sodium) 64,2% Ancylostoma spp.
2011) sols Autopsies Chats :

P 94,2% Ancylostoma spp.
15 parcs Parcs : 100% Toxocara spp.
Méthode d >1

(Manini et al., L. 13 cours de ’e' ode E.E (>Iopg) .
2012) Brésil, 2012 récréation sédimentation dans Cours de récréation : 23,1%

90 domiciles I'eau modifiée Toxocara spp.

Domiciles : 42,2% Toxocara spp.
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40,3% des parcs positifs

Sols :
16,4% Toxocara spp.
67 parcs 4,5% Giardia spp.
(Dado et al, Espagne, 625 échantillons 3% Strongyloides spp.
2012) 2012 de sol PCR
79 échantillons Féces :
fécaux 17,7% Giardia spp.
9% Cryptosporidium spp.
2,5% Entamoeba histolytica
1,3% Trichuris vulpis
1,3% Toxascaris leonina
1543 carnivores — o
(Abdi et al, Iran, 2012 4569 humains Coproscopies 2;@;;”2%15'84
2012) ! 799 échantillons T

de sol

Chiens et chats : 26,8%

3.1.2 Etudes épidémiologiques réalisées en Europe
L'intérét pour le parasitisme intestinal du chat n’est pas nouveau et si de trées nombreuses

études épidémiologiques existent en Europe, en France les données concernant le parasitisme sont

pauvres, seulement 7 études référencées ici.

Tableau 14.

Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines

menées en Europe (liste non exhaustive)

Référence | Lieu, année Population Méthode Résultats
65,2% Toxocara cati
42,7% Taenia taeniaformis
" 38,6% Ankylostoma tubaeformae
(Vanparij et . . S
. Belgique, Coproscopies par 25% Capillaria spp.
Thienpon, 500 chats .
1973) 1973 flottation 3,6% Aelurostrongylus abstrusus
3,6% Dipylidium caninum
28,6% Isospora spp.
10,8% Giardia
27,8% Toxocara spp.
(Else et al., Angleterre, | 180 chats Coproscopie (Kit 5,5% Toxascaris leonina
1977) 1977 domestiques commercial “Fecalyzer”) |0,6% Ancylostomes

9,5% Taenia et Dipylidium spp.

26% Toxocara cati
9% Toxascaris leonina

flottation

(Guerin et al., | Belgique, 56 chats Autopsies .et coproscopies 8% Dipylidium caninum
1980) 1980 par flottation 17% Taenia taeniaformis
2% Ankylostoma tubaeformae
53,3% Toxocara cati
(Nichol et al., | Londres 92 chats 92 Autopsies et 69 34,8% Dipylidium caninum
1981) ’ 1981 ’ errants coproscopies par 12,0% Taenia taeniaformis

1,1% Toxascaris leonina
4,3% Isospora felis
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Autopsie (Observation a

79 % Toxocara cati

(Engbaeket | Danemark, | 230 chats la loupe de raclage du 14% Dipylidium caninum
al., 1984) 1984 errants adultes . . . . .
tractus digestif) 11% Taenia taeniaeformis
22,7% Toxocara cati
6% Ankylostoma spp.
(Beeck et al., | Belgique, 150 chats Coproscopies (flottation) 8% Isospora rivolta
1985) 1985 domestiques 6,7% Isospora felis
2,7% Ookystes de Toxoplasma
gondii
122 chats en
(Fok et al., Hongrie, consultation Coproscopies 32% Toxocara cati
1988) 1988 28 chats 2% Toxascaris leonina
errants
60% Toxocara cati
(Vanparijs et | Belgique, 25 autopsies et 30 36,6% Anlfylostor'na tuba'eformae
al., 1991) 1991 30 chats coproscopies (flottation) 20% Taenia taeniaeformis
! 30% Coccidies
0% Toxoplasma
Résultats ferme / intérieur :
77,1%/ 3,3% Toxocara cati
70 portées de 1,41%/ (3)% Ank'y/os'toma spp.
chattes vivant a 10%/ 0% Cap//{ar/a SPP- .
. 10%/ 0% Taenia taeniaeformis
(Beelitz et al., | Allemagne, |la ferme , . . .
, Donnée non disponible 67,1%/ 46,6% Isospora felis
1992) 1992 30 portées de .
chattes vivant 48,6%/ 33,3% Isospora rivolta
en intérieur 17,1%/ 0% Toxoplasma like
4,3%/ 3,3% Cryptosporidium
parvum
1,4%/ 6 ,6% Giardia spp.
9,5% Toxocara spp.
4,5% Taenia spp.
1,4% Dipylidium caninum
1,0% Capillaria spp.
(Epe et al., Allemagne, . 1,0% Aelurostrongylus abstrusus
1993) 1993 1157 chats Coproscopies 0,5% Ancylostoma spp.
4,6% Isospora spp.
2,4 % Giardia spp.
0,6% Toxoplasma gondii
0,3% Sarcocystis spp.
55,2% Toxocara cati
55,2% Joyeuxiella pasqualei
29,3% Ancylostoma tubaeformae
(Calvete et Espagne, 58 chats Autopsies 20,7% Diplopylidium acanthotetra
al.,, 1998) 1998 errants 20,7% Dipylidium caninum
13,8% Mesocestoides spp.
8,6% Taenia taeniaeformis
8,6% Diplopylidium nélleri
(1(’; ;_:)rcam, Ilrslae;r;de, 181 chats Autopsies 42% Toxocara cati
. Cop_roscop|e (McMaster) 91% Toxocara cati
(Yamaguchi | Angleterre, | 11 chats et kit commercial pour . .
i 82% Toxascaris leonina
etal, 1996) |1995 sauvages Toxoplasma gondii 62% Toxoplasma gondii
(ToxHAtest)
France,
(Beugnet, (ENVL) 80 Ch?ts ay/ant Donnée non disponible 10% Giardia spp.
1996) 1996 une diarrhée
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236 chats

Chats domestique et errants

(Overgaauw, | Pays-Bas, domestiques Coproscopies par respectivement :
1997) 1997 56 chats flottation (sulfate de zinc) | 4,7% et 21% Toxocara cati
errants 0% et 5,4% Toxascaris leonina
98 chats
presentes. aux 14,2% Toxocara cati
consultations 3% Dipylidium caninum
(Francetal.,, |France, des ENV dont | Coproscopies par o~y . .
. ND 0% Toxascaris leonina
1997) 1997 58 vivent en Ovassay
. . 0% Ankylostoma tubaeformae
ville, 24 3 la a
0% Uncinaria stenocephala
campagne et
15 en chatterie
225 chats
(Overgaauw adultes et 112 | Coproscopies par Chats adultes et
Pays-Bas, . . -
et Boersema, 1998 chatons (moins | flottation au sulfate de chatons respectivement :
1998) de 6 mois) issus | zinc 2% et 0% Toxocara cati
d’élevage
2,9% Toxocara cati
o . ; .
(Beugnet et France, 34 chats Coproscopies (flottation ;’Z; (7;7::‘;f;t:en/aeform/s
al., 2000) 2000 domestiques et sédimentation) 0 Pp-
2,9% Isospora spp.
2,9% Cryptosporidium parvum
France 14% Toxocara cati
L 2001 ! 1 h D S i ibl
(Loge, 2001) 2001 80 chats onnée non disponible 55% Cestodes
Erance — Coproscopies (méthode 11,04% Toxocara cati
(Coatietal., Allemaene. | 3000 chats McMaster modifiée et 0,3% - 0,5% Ankylostoma spp.,
2003) 2003 gne, flottation au sulfate de Toxascaris leonina, Dipylidium
zinc) spp. ou Taenia spp.
26,2% Toxocara cati
7,0% Capillaria spp.
. 2,7% Aelurostrongylus abstrusus
Coproscopies .
(sédimentation et 2,6% Taeniidae
(Barutzki et Allermagne méthode de Baermann) 0,3% Ankylostoma tubaeforme
Schaper, 2003 gne, 3167 chats 0,1% Dipylidium caninum
2003) S 51,6% Giardia spp.
Tests antigéniques pour .
Giardia 15,3% Isospora felis
7,9% Isospora rivolta
4,5% Toxoplasma / Hammondia
2,2% Sarcocystis spp.
28,2% Toxocara cati
11,2% Capillaria spp.
0,
305 chats 3,0% Anlfylostor'na tuba.eformae
(Robben et Pays-Bas, vivant en Cobroscopies 9% Taenia taeniaeformis
al., 2004) 2004 ) P P 2,6% Aelurostrongylus abstrusus
chatterie
33,4% Isospora spp.
1,0% Giardia intestinalis
0,3% Toxoplasma gondii
18,3% Toxocara cati
o -
585 chats dont ) . 37% qun{a .“ke ,
317 chats Coproscopies (méthode 2,6% Dipylidium caninum
- de Telemann) 1,3% Toxascaris leonina
(Miré et al., | Espagne, errants, 48 1.3% Capillaria s
2004) 2004 chats de ferme 1270 Lap Pp-

et 220 chats
domestiques

Sérologies pour

Toxoplasma gondii

1% Ancylostoma spp.

1% Aelurostrongylus abstrusus
6,3% Isospora spp.

32,3% Toxoplasma gondii
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illj'lllazrg(z)y!;l; et zgloosgne, azllnpec?nible Donnée indisponible 22,1% Toxocara cati
. . 454 Sol:
(Talviketal, | Estonie, échantillons de | Flottation et autopsies 4,2% Toxocara spp.
2006) 2006 e P Chats autopsiés :
48,2% Toxocara cati
9,4% Toxocara cati
(Gibier, 2007) France, 202 chats Coproscopies (méthode 51,0% Giardia spp.
! 2006 domestiques OvassayND) 1,5% Isospora spp.
0,5% Aelurostrongylus abstrusus
1/8 Ancylostoma spp.
62,5% Toxocara cati
(Yaman et al., | Turquie, . 50% Joyeuxiella pasqualei
8 chat Aut . . .
2006) 2006 chats utopsies 25% Hydatigena taeniaformis
12,5% Mesocestoides spp.
12,5% Dipylidium caninum
24,5% Cryptosporidium spp.
5% Toxascaris leonina
(Rambozzi et . 200 chats . . 7% Toxocara cati
al., 2007) Italie, 2007 domestiques Coproscopie (flottation) 7,5% Cystoisospora spp.
1,5% Aelurostrongylus abstrusus
2% Dipylidium caninum
Coproscopies (flottation 76.4% Toxoplasma gondii
au sulfate de zinc) e P . 9 .
. 20,8% Toxascaris leonina
(Karatepe et | Turquie, 72 chats .
. . 15,2% Toxocara cati
al., 2008) 2008 errants Sérologie pour
Toxoplasma gondii 12,5% Isospora spp.
of Lio
(Sabin-Feldman Dye test) 4,1% Eimeria spp.
53% Toxocara mystax
17 chats 12% Toxascaris leonina
(Krone et al.,, | Allemagne, domestiques Autopsies 6% Capillaria aerophila
2008) 2008 e gqorts P 6% Capillaria plica
53% Taenia taeniaeformis
6% Mesocestoides litteratus
(Payopuente | Portugal, 97 chats Coproscopies (Méthode 17,4% Larve L1 d'Aelurostrongylus
etal, 2008) |2008 domestiques Baermann-Wetzel) abstrusus
Coproscopie avec
. . o -
(Tzannes et Royaume- | 1355 chats coloration de Ziehl 1% Cltyptt.Jspor/d/um s.pp.
. . Neelsen pour 6% Giardia duodenalis
al., 2008) Uni, 2008 | domestiques L.
Cryptosporidium 3% Isospora spp.
Test ELISA pour Giardia
Poils :
Schantill
59 €c . antilions 3,4% Toxocara spp.
de poils de . . \
(Overgaauw | Pays-Bas, chats Coproscopie (méthode de | Feces :
etal, 2009) |2009 . Ridley) 4,6% Toxocara spp.
domestiques et L
29 de foces 13,6% Giardia spp.
4,6% Cryptosporidium
76% Joyeuxiella pasqualei
60% Diplopylidium acanthotetra
(Millan et Espagne 58 chats 33% Dipylidium carracidoi
Casanova 20F())9g ! sauvages Autopsie 22% Taenia taeniaformis
2009) g 91% Ancylostoma tubaeforme

35% Toxocara cati
24% Oslerus rostratus
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194 sérums de

Sérologie (Toxo-Screen®)

24,2% Toxoplasma gondii
10,8% Toxocara cati
5,4% Isospora felis

(Duarte et al., | Portugal, chat errants et et Coproscopie (flottation 2.7% Uncinaria stenocephala
2010) 2010 : au sucre et chlorure de
74 feces sodium) 1,4% Ancylostoma tubaeforme
1,4% Dipylidium caninum
1,4% Toxascaris leonina
0,7% Giardia duodenalis
1% Sarcocystis spp.
1,2% Toxoplasma gondii like
5,3% Isospora felis
8,9% Isospora rivolta
(Mircean et Roumanie, |414 chats Coproscopie (chlorure de | 2,7% Taenia taeniaformis
al., 2010) 2010 domestiques sodium) 0,2% Dipylidium caninum
20,3% Toxocara cati
10,1% Ancylostoma spp.
3,1% Capillaria aerophila
3,4% Strongyloides spp.
5,6% Aelurostrongylus abstrusus
. , Chats de refuge :
(Ferreira et Portugal, 20 chat§ Coproscopie (méthode de 100% Giardia duodenalis
domestiques et | Faust et PCR pour .
al., 2011) 2011 2 de refuge Giardia) génotype A
Chats domestiques : 0%
Féces :
43,1% Aelurostrongylus abstrusus
Autopsie :
50% Aelurostrongylus abstrusus
16,7% Eucoleus aerophilus
(Knaus et al., | Albanie, 58 chats + 18 Méthode de Baermann et | 83,3% Toxocara cati
2011) 2011 chats décédés | autopsies 44,4% Ancylostoma tubaeforme
83,3% Dipylidium caninum
11,1% Joyeuxiella pasqualei
5,6% Acanthocephalan
11,1% Cystoisospora rivolta
5,6% Cystoisospora felis
g’fllgcgf;)et Eglﬂname’ 183 chats ;(l\I;iCC?;an;ﬁrE:j;S;;rdla 27,9% Giardia duodenalis
Coproscopies 27,1% Toxocara cati
(Sédimentation- 7,5% Isospora spp.
837 chats flottattion + Méthode 5,0% Capillaria spp.
(Becker et al., | Allemagne, domestiques et McMaster modifiée) 2,0% Taeniidae
2012) 2012 errants 1,1% Ankylostoma spp.
Kit commercial pour 1,0% Aelurostrongylus abstrusus
Giardia (IDEXX SNAP®) 0,7% Giardia spp.
Méthode de Baermann 0,1% Toxoplasma-like oocysts
Coproscopie (flottation 5,4% Toxocara cati
(Nareaho et | Finlande, 411 chats au sulfate de magnésium) | 0,2% Toxa_?caris leonina
al., 2012) 2012 domestiques 1,7% Taenia spp.
’ Test ELISA pour Giardia 0,7% Isospora felis
spp. 3,2% Giardia duodenalis
Coproscopie (flottation
(Barutzki et au chloride de zinc et
Schaper, Allemagne, | 391 cha_ts chloride de sodium) 6,6% Aelurostrongylus abstrusus
2013) 2013 domestiques

Méthode de Baermann
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Coproscopie (McMaster
modifiée, flottation au

17,4% Toxocara spp.
7,2% Toxascaris spp.
11,1% Ancylostoma spp.

(Capérietal., | Hongrie, 235 chats sulfate de zinc) 3,8% (Eufs de capillaires
2013) 2013 domestiques 14,5% Aelurostrongylus abstrusus
Test ELISA pour Giardia et | 4,7% (Eufs de taenias
Cryptosporidium 3% Cystoisospora felis
1,3% Cystoisospora rivolta
22,2% Toxocara cati
C ie (flottati !
oproscopie (flottation) 1,2% Capillaria aerophila
0,
Méthode de Baermann 1,2% Ancylostoma tubaeformae
L 1,2% Aelurostrongylus abstrusus
(Riggio et al., . 81 chats .
Italie, 2013 . . . 1,2% Mesocestoides spp.
2013) domestiques Kit commercial de . .
, . L, 1,2% Giardia duodenalis
détection antigénique .
. 4,9% Cystoisospora spp.
pour Giardia et L
Crvptosporidium 3,7% Uncinaria stenocephala
yptosp 1,2% Dipylidium caninum
33,1% Toxocara cati
7,2% Ancylost tub
Coproscopie (flottation 2% n.cy os. oma . ubaeformae
. 2,9% Trichuris vulpis
au sucre et nitrate de
. 2,9% Aelurostrongylus abstrusus
sodium) .
1,4% Eucoleus aerophilus
(Spadaetal., . 139 chats . .
Italie, 2013 . 2,9% Dipylidium caninum
2013) errants Méthode de Baermann .
1,4% Spirometra spp.
o L .
Kit commercial détection 0,7% Taenia p/S/ferm/s
antigénique pour Giardia 0,7% Hymenolepis nana
genique p 4,3% Isospora spp.
2,9% Giardia duodenalis
14,2% Cytosisospora felis
46% Cystoisospora rivolta
1,2% Sarcocystis
19,1% Ancylostoma tubaeforme
Autopsie et coproscopie 38,3% Toxocara cati
(Waap et al., | Portugal, 162 chats (rottZtion chrlzru e dpe 12,4% Aelurostrongylus abstrusus
2014) 2014 errants sodium) 30,9% Ollulanus tricuspis
0,6% Eucoleus aerophilus
3,1% Taenia taeniaformis
53,1 Dipylidium caninum
15,4% Joyeuxiella pasqualei
3,7% Diplopylidium nolleri
. 19,7% Toxocara cati
Autriche,
. 1,4% Ancylostoma spp.
Belgique, . .
. . 0,3% Toxascaris leonina
France, Coproscopie (flottation L .
. . 3,0% Dipylidium caninum
(Beugnet et Hongrie, 1519 chats conventionnelle) .
. . 1,3% CEufs de taenias
al., 2014) Italie, domestiques
. , 4,1% Aelurostrongylus abstrusus
Roumie, Méthode de Baermann -
Espagne 1,1% Capillaria spp.
) o/ i g
5014 3,2% Giardia spp.

9,7% Cystoisospora spp.
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Coproscopie (Méthode
McMaster avec flottation

48,0% Toxocara spp.
38,7% Aelurostrongylus spp.

. 31,7% Capillaria spp.
If
au sulfate de zinc) 32,9% Ankylostomes
(Knaus et al., | Albanie, , 29,3% Giardia spp.
252 chat Méthode de B
2014) 2014 chats ethode de Bagrman 27,8% Dipylidium spp.
o .
Recherche de 23,4% Cyst.msospora spp.
coproantigénes pour 2,0% Taenia spp.
,p . g . P . < 0,5% Pseudamphistomum
détection de Giardia
truncatum
(Tamponi et ltalie. 2014 107 chats Méthode Baermann 25,2% Aelurostrongylus abstrusu
al., 2014) ’ domestiques PCR 6,5% Troglostrongylus brevior
Coproscopie (flottation 5,26-22,39% Toxocara cati
aqu)ucrosZ) 0-8,96% Toxascaris leonina
0-2,08% Ancylostoma spp.
5 08% Tri . .
(zanzani et . 156 chats Recherche de Giardia 0-2,08% Tr.’ChL.’r{S VU/pIS'
Italie, 2014 . . 0-4,48% Dipylidium caninum
al.,, 2014) domestiques duodenalis par PCR et par .
0-1,12% Spirometra
recherche de .
cobroantieénes 1,12-5,26% Cystoisospora spp.
P & 0-1,12% Toxoplasma gondii
22,47-36,84% Giardia duodenalis
Méthode de Baermann Féces :
147 chats modifiée pour les feces 13,6% Aelurostrongylus abstrusus
(ZC())Ilsse;w etal, 2Dg;15emark, errants ou
dometiques Méthode de digestion Poumons :
pour les poumons 15,6% Aelurostrongylus abstrusus
Autopsies (99 chats) :
84,8% Toxocara cati
13,1% Ollulanus tricuspis
7,1% Aonchotheca putorii
3,0% Paersonema spp.
92 chats 1,0% Strongyloides spp.
(Takeuchi- sauvages + 7 36,4% Hydatigera taeniaformis
Storm et al Danemark, |chats Autopsie et coproscopie | 3,0% Mesocestoides spp.
2015) 7 12015 domestiques (flottation au glucose) 1,0% Dipylidium caninum
avec acceés a
I'extérieur Féces (95 échantillons) :
69,5% Toxocara cati
9,5% (Eufs de type Taenia
16,8% (Eufs de type capillaire
2,1% Cystoisospora felis
1,1% type Strongles
Coproscopie (flottaison)
(Di Cesare et 868 chats Méthode de Baermann 6% Aelurostrongylus abstrusus
Italie, 2015 . PCR sur les échantillons 3,8% Troglostrongylus brevior
al., 2015b) domestiques L . .
positifs pour 1,8% Capillaria aerophila
identification d'espéce
68 échantillons
provenant de 66/68 Aelurostrongylus abstrusus
h
(Di Cesare et . c.ats - .
Italie, 2015 | diagnostiqués | PCR 1/68 Troglostrongylus brevior (co-

al., 2015a)

avec une
Aelurostrongyl
ose

infection avec Aelurostrongylus
abstrusus)
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. . 2% Tritrichomonas feetus
L Coproscopie (flottation L.
(Mancianti et . 146 chats . 2% Cryptosporidium spp.
Italie, 2015 . au chlorure de zinc et de ..
al.,, 2015) domestiques sodium et PCR) 10,3% Toxoplasma gondii
7,5% Giardia duodenalis
. . C i Ifate d
(Diakou et al., | Gréece, .oproscople (sulfate de 8% Aelurostrongylus abstrusus
2015) 2015 125 chats zinc) 5,6% Troglostrongylus brevior
Méthode de Baermann /07 1rog gy
(Knapp et al., | France, o . . .
2016) 2016 43 chats PCR 9,3% Echinococcus multilocularis
64,6% Dipylidium caninum
, Autopsie 31,3% Taenia taeniaformis
(Rodriguez- . ;
Ponce et al Espagne, 48 chats Coproscopie (28 chats, 20,8% Toxocara cati
2016) 7 2016 sauvages flottation chlorure de 18,8% Ancylostoma tubaeforme
sodium) 10,4% Aelurostrongylus abstrusus
2,08% Trichuris vulpis
20,98% Toxocara cati
Coproscopie (flottation 3,90% Taenia
. au chlorure de sodium et | 1,46% Capillaires
(Grandi et al,, | Suéde, 205 chats centrifugation) 0,49% Cystoisospora felis
2017) 2017 . .
0,49% Cystoisospora rivolta
Méthode de Baermann 0,49% Toxoplasma gondii
0,49% Aelurostrongylus abstrusus
Chats domestiques et issus de
Coproscopie refuges respectivement :
(sédimentation 15,6 — 39 % Giardia
(Kostopoulou . acide/éther, flottation au | 5,4% - 11,9% Cryptosporidium
2017 |2
etal, 2017) Crete, 2017 | 264 chats sucre) 7,8—10,2 % Toxocara spp.
Kit immunofluorescence | 8,3—-5,1 % Ancylostoma spp.
PCR 3,9-5,1 % Capillaires
9,8 — 5,8 % Cystoisospora spp.
27,9% Toxocara cati
1,5% Capillaires
Coproscopie 1,5% Ancylostomes
(Zajacetal., |Pologne, 68 chats de (coFr)1centthion uis 8,8% Taenia
2017) 2017 refuge . . P 4,4% Dipylidium caninum
sédimentation) .
11,8% Cystoisospora spp.
1,5% Sprimetra erinaceieuropaei
2,9% Giardia
Méthode de Baermann 8,9% Aelurostrongylus abstrusus
327 chats modifiée (n=327) 44,1% Toxocara cati
(Hansen et Danemark, : 0 .
al, 2017) 2017 domestiques et 8,8% (Eufs de taenias
v de refuge Coproscopie (méthode de | 3,1% Capillaria aerophila
McMaster) (n=261) 3,8% Anonchotheca putorii
Tableau 15. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline
menées en Europe utilisant 'examen coproscopique (liste non
exhaustive)
Référence | Lieu, année Population Méthode Résultats
(Beeck L.V. et | Belgique, 150 chats . . 2,7% Ookystes de Toxoplasma
al., 1985) 1985 domestiques Coproscopies (flottation) gondii
(Vanparijs et | Belgique, 25 autopsies et 30
h % T I
al., 1991) 1991 30 chats coproscopies (flottation) 0% Toxoplasma
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70 portées de
chattes vivant a

(Beelitz P. et | Allemagne, |la ferme Donnée non disponible Résultats ferme / intérieur :
al., 1992) 1992 30 portées de P 17,1%/ 0% Toxoplasma like
chattes vivant
en intérieur
(Epe et al., Allemagne, . o "
1993) 1993 1157 chats Coproscopies 0,6% Toxoplasma gondii
(Barutzki et Allemagne Coproscopies
Schaper 2003 8% 13167 chats (sé?:limenfation) 4,5% Toxoplasma / Hammondia
2003)
305 chat
(Robben et Pays-Bas, vivar:t Zns Coproscopies 0,3% Toxoplasma gondii
,570
al., 2004) 2004 chatterie
. — p -
Coproscopie (flottation 0/.0 posmfs. ala dletectlon
chlorure de zinc et de microscopique d’ookystes
- . 16% des échantillons de féces
(Mancianti et . 50 chats sodium) PR
Italie, 2010 positifs a la PCR
al. ,2010) sauvages PCR . er
Sérologie (test 44% de sérums positifs a
, g. . e s Toxoplasma gondii
d’agglutination modifié)
(Mircean et Roumanie, |414 chats Coproscopie (chlorure de 0 -
al., 2010) 2010 domestiques sodium) 1,2% Toxoplasma gondii like
44 chats
errants Coproscopie (flottation
B - . 171 chat ..
(Berger Suisse, chats ausucre) 1/252 Toxoplasma gondii

Schoch et al,,

domestiques

2011 , 1/252 H ia h i
2011) 0 37 chats ayant | PCR sur les résultats /252 Hammondia hammondi
des troubles positifs
digestifs
Coproscopies
7 ch
(Becker et al., | Allemagne, iszesi;csues et (Sédimentation- 0,1% Toxoplasma-like oocysts
2012) 2012 e q flottattion + Méthode »-7 10X0p ¥
McMaster modifiée)
Coproscopie (flottation
T. gondii : au sulfate de magnésium)
445 cha'ts PCR sur féces 48,4% des sérums positifs a
. . domestiques + ..
(Jokelainen et | Finlande, 45 chats de Agelutination directe Toxoplasma gondii
al., 2012) 2012 g8 i 1,5% des feces positifs a
refuge pour les sérums Toxoplasma gondii
Feces : 131 P g
chats de refuge | Immuno-histo-chimie sur
les tissus des chats
(Zzanzani et . 156 chats Coproscopie (flottation ..
Italie, 2014 . -1,12% T /
al., 2014) talie, 20 domestiques au sucrose) 0 % Toxoplasma gondii
N Coproscopie (flottation
M tiet 146 chat
(Mancianti e Italie, 2015 ¢ a. > au chlorure de zincet de | 10,3% Toxoplasma gondii
al.,, 2015) domestiques )
sodium et PCR)
. . Coproscopie (flottation
(Grandi et al., | Suede, . o .
2017) 2017 205 chats au chlorure de sodium et | 0,49% Toxoplasma gondii

centrifugation)
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Tableau 16.

Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Europe utilisant la sérologie (liste non exhaustive)

Référence |Lieu,année | Population Méthode Résultats
Sérologie, Kit ial
o Angleterre, | 11 chats (e;ruor(;'ifcl) /;Jscrz?moir;/l'? 62% Toxoplasma gondii
etal, 1996) |1995 sauvages P P g 0 p g

(ToxHAtest)

585 chats dont

317 chats
(Miré etal.,, |Espagne, errants, 48 Sérologies pour .
2004) 2004 chats de ferme | Toxoplasma gondii 32,3% Toxoplasma gondii
et 220 chats
domestiques
. Sérologie pour
(Karatepe et | Turquie, 72 chats Toxoplasma gondii 76,4% Toxoplasma gondii
al., 2008) 2008 errants .
(Sabin-Feldman Dye test)
560 chats
. domestiques Sérologie
g?ezcor(a);;/e et sgl)géque, en bonne santé | (immunofluorescence 35% Toxoplasma gondii
v agés de 3 mois | indirecte et ELISA)
a7ans
(Lopes et al., | Portugal, 207 chats Sérologie (Kit commercial "
2008) 2008 domestiques Toxo-Screen®) 66% Toxoplasma gondii
Sabin-Feldman dye test 40,3% positif a Toxoplasma gondii
(Ozkan et al., | Turquie, 99 chats (DT) et test de avec DT
2008) 2008 fluorescence indirecte 34,3% positifs a Toxoplasma
(IFAT) gondii avec IFAT
Sérologie (test 44% de sérums positifs a
d’agglutination modifié) | Toxoplasma gondii
(Mancianti et ltalie. 2010 50 chats Coproscopie (flottation 16% des échantillons de feces
al. ,2010) ! sauvages chlorure de zinc et de positifs a la PCR
sodium) 0% positifs a la détection
PCR microscopique d’ookystes
33,7% IgM ou IgG Toxoplasma
gondii
(Juvetetal., |lIrlande, , . 12% 1gM Toxoplasma gondii
2010) 2010 83 chats Sérologie (ELISA) 14,5% |G Toxoplasma gondii
7,2% 1gM and 1gG Toxoplasma
gondii
(Michalski et | Pologne, 135 chats Sérologie (Kit commercial .
al., 2010) 2010 domestiques Toxo-Screen®) 68,1% Toxoplasma gondii
(Duarte et al., | Portugal 194 sérums de
’ ! chat errants et | Sérologie (Toxo-Screen®) | 24,2% Toxoplasma gondii
2010) 2010 R
74 féces
ELISA,
(Gyorke et Roumanie, | 243 chats Immunofluorescence, ”
al., 2011) 2011 domestiques test d’agglutination 47% Toxoplasma gondii
modifié
T. gondii : 445 | Agglutination directe
chats . pour les se.rums o 48,4% des sérums positifs a
. . domestiques + | Immuno-histo-chimie sur .
(Jokelainen et | Finlande, . Toxoplasma gondii
al., 2012) 2012 45 chats de les tissus d.es chats . 1,5% des feces positifs a
refuge Coproscopie (flottation Toxoplasma gondii
Féces : 131 au sulfate de magnésium)

chats de refuge

PCR sur féces
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iy?f);gelezg)h et zgzsz-Bas, ji?niti::ues Sérologie (ELISA indirect) | 18,2% Toxoplasma gondii
Toxoplasma gondii :
2002-2004 : 55% (n=13)
2006-2007: 44% (n= 94)
. Test d’agglutination 2007 : 42-62% (n=50)
(2%‘12‘;" etal, Eg‘l‘ra”'e’ szzf:stiques modifiée ou ELISA ou 2008 : 47,6% - 54,7% (n= 42)
immunofluorescence 2007-2010 : 47% (n= 236)
2008-2009 : 80,5% (n= 36)
2008-2009 : 59,5% (n=42)
2008-2010:77,4% (n= 62)
490 sérums de
(Must etal.,, | Estonie, chats Test d’agglutination 60,8% positifs a Toxoplasma
2015) 2015 domestiques et | directe (ToxoScreenND) gondii
de refuge

3.1.3 Etudes épidémiologiques réalisées dans le reste du monde (hors Europe)

Tableau 17. Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines

menées en Amérique du Nord (liste non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Visco et al., Etats-Unis | 1294 chats Coproscopie 24,4% Ascarides
1978) (Missouri), 6.4% Ankylostomes
1978 2.6% Trichures
6,7% Coccidies
(Malloy et Nouvelle 299 chats Coproscopie 25,1% Toxocara cati
Embil, 1978) Ecosse, errants 0,3% Toxcascaris leonina
1978
(Lightner et Etats-Unis | 11995 chats Coproscopie 2,8% Toxocara cati
al., 1978) (lowa),
1978
(Kirkpatrick, Etats-Unis | 452 chats Coproscopie 16,4% Toxocara cati
1988) (Pennsylvan 2,4% Cestodes
ie,) 1988 1,1% Ankylostoma spp.
3,5% Giardia spp.
2,9% Coccidies
(Nolan et Etats-Unis | 2000 chats Coproscopie 16,0% Ascarides
Smith, 1995) | (Pennsylvan 4,0% Taenia spp.
ie), 1995 0.9% Ankylostoma spp.
2,4% Giardia
(Pomroy, Canada, 52 chats de Autopsie 3,8% Ollulanus tricuspis
1999) 1999 refuge 17,3% Toxocara cati
9,6% Ascaris
15,4% Taenia spp
1,9% Dipylidium caninum
1,9% Ancylostoma spp
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(Hill et al., Etats-Unis | 206 chats : 87 | Coproscopie par 3,9% Toxocara cati
2000) (Colorado), |avec diarrhée, |centrifugation 5,4% Cryptosporidium parvum
2000 106 sans 2,4% Giardia spp.
diarrhée et 12 | Détection antigénique de
dontla Cryptosporidium parvum
consistance des
féces était
inconnue
(Spain et al,, Etats-Unis | 263 chats agés | Coproscopie 33,0% Toxocara cati
2001) (Etat de de moins d’un 7,3% Giardia spp.
New-York), |an 3,8% Cryptosporidium spp.
2001
(Carleton, Etats-Unis | 179 chats Coproscopie 39,6% Helminthes
2004) (Georgia), 28,8% Ascaridés
2004 10,2% Ancylostomes
6,2% Cestodes
(Nutter et al., | Etats-Unis | 100 chats Coproscopie par Chats sauvages et domestiques
2004) (Comté de |sauvageset 76 |sédimentation respectivement :
Randolph), |chats 21% et 18% Toxocara cati
2004 domestiques Test ELISA pour Giardia 63% et 34% Toxoplasma gondii
spp. et Cryptosporidium 7% et 6% Cryptosporidium spp.
spp.
(Carlinetal., Etats-unis, |4978 chats Détection des Giardia par | 10,8% Giardia spp.
2006) 2006 avec Snap test
symptomes :
vomissement
et/ou diarrhée
(Desantiskerr | Etats-Unis, |434 chats Coproscopie (flottation 14,2% Isospora spp.
et al., 2006) 2006 domestiques au sulfate de zinc) 5,8% Giardia
Kit commercial pour
Giardia et
Cryptosporidium
(Fayer et al., Etats-Unis, |18 chats élevés | Coproscopie (flottation 44,4% co-infections
2006) 2006 en laboratoire, |au sucre) Cryptosporidium spp. et Giardia
agésde3ab PCR sur feces spp.
mois 55,5% Cryptosporidium spp.
(Vasilopulos et | Etats-Unis | 250 chats Coproscopie (flottation) 13,6% Giardia
al., 2006) (Mississipi | domestiques
et Kit commercial pour
Alabama), Giardia et
2006 Cryptosporidium
(Shukla Rahul | Canada 41 chats Coproscopie (flottation 12,2% Toxocara cati
et al., 2006) (Ontario), nitrate de sodium et 7,3% Cryptosporidium spp.
2006 formaline éthyl-acétate) | 2,4% Giardia spp.
Recherche antigénique
pour Cryptosporidium
(Ballweber et | Etats-Unis | 250 chats Coproscopie Chats sans symptomes :
al., 2009) (Mississippi | domestiques 8,1% Cryptosporidium spp.
et Test ELISA pour Giardia
Alabama), spp. et Cryptosporidium Chats avec symptomes :
2009 spp. 14,6% Cryptosporidium spp.
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(Gates et Etats-Unis, | 1566 chats Coproscopie (flottation 7,5% Toxocara cati
Nolan, 2009) 2009 domestiques sulfate de zinc +/- 0,1% Toxascaris leonina
formaline éthyl-acétate) | 0,5% Ancylostoma tubaeformae
0,1% Ollulanus tricuspis
0,8% Dipylidium caninum
0,3% Taenia taeniaformis
3,7% Cytosisospora felis
1,2% Cytosisospora rivolta
2,3% Giardia
0,06% Toxoplasma gondii
(Scorza et al.,, | CostaRica, |9 chats Coproscopie (flottation 57,1% Giardia spp.
2011) 2011 au sucre) 1,4% Cryptosporidium spp.
Kit commercial pour 1,1% Ancylostoma spp.
Giardia spp. et 1,1% Toxocara spp.
Cryptosporidium spp.
(Merifluor Crypto/Giardia
kit"®)
(Houk et al., Etats-Unis | 441 chats Immunofluorescence 14% Besnoitia darlingi
2011) (Virginie et | domestiques 5% Besnoitia neotomofelis
Pennsylvani | ou de refuge
e), 2011
(Joffe et al., Canada, 153 chats Coproscopie (flottation 6,54% Toxocara cati
2011) 2011 domestiques et | sulfate de zinc + 0,65% Coccidies
de refuge centrifugation)
(Lucio-Forster | Etats-Unis | 1322 chats de | Coproscopie (flottation 21% Cystoisospora spp.
et Bowman, (New York), | refuge au sulfate de zinc et 21% Toxocara cati
2011) 2011 flottation au sucre puis 8,9% Giardia spp.
centrifugation) 6,2% Aelurostrongylus abstrusus
3,7% Aonchotheca spp.
2,3% Eucoleus spp.
1,1% Dipylidium caninum
0,4% Spirometra spp.
0,4% Alaria spp.
(Queen etal., |Etats-Unis | 219 chats avec | Coproscopie (flottation Selles diarrhéiques :

2012)

(Californie),
2012

diarrhée
54 chats sains

au sulfate de zinc)

Test ELISA pour Giardia et
Cryptosporidium

12,5% Giardia spp.

3,2% Cryptosporidium spp.
3,7% Isospora spp.

0,9% Toxocara spp.

Selles non diarrhéiques :
1,9% Giardia spp.
0% Cryptosporidium

(Hoopes et al.,
2013)

Canada,
2013

635 (flottation)
+17
(identification
parasitaire) +
283 (Giardiose)
+ 266
(Cryptosporidiu
m)

Flottaison au sucre +
centrifugation,

Kit commercial
d’'inmmunofluorescence
indirecte (IFA) pour
Giardia et
Cryptosporidium

Coproscopies :

4,7% Toxocara cati
1,3% Taenia spp.

0,2% Toxascaris leonina
0,2% Ancylostoma

0,5% Isospora spp.
2,0% Giardia spp.

0,5% Cryptosporidium
0,2% Physaloptera

IFA Giardia : 9,9%
IFA Cryptosporidium : 2,4%
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(Villeneuve et | Canada, 636 chats Coproscopie (double 16,5% Toxocara cati
al.,, 2015) 2015 centrifugation et 2,0% Ancylostoma tubaeforme
flottation au sucre) 4,4% ceufs de Taenias
2,5% ceufs de capillaires
PCR multiplex pour les 14% Cystoisospora spp
ceufs de Taenias 1,4% Giardia
1,3% Cryptosporidium
0,2% Sarcocystis
(Hoopes et al., | Canada, 31 chats Coproscopie (flottation Chats domestiques : 6%
2015) 2015 domestiques + | au sucre + centrifugation) | Chats errants : 32 %
161 chats Chats ruraux : 41%
errants + 27 Kit commercial
chats d’inmmunofluorescence
d’environneme | indirecte (IFA) pour
nt rural Giardia et
Cryptosporidium
Tableau 18. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Amérique du Nord utilisant I'examen coproscopique (liste

non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Nutter et al., |Etats-Unis | 100 chats Coproscopie par Chats sauvages et domestiques
2004) (Comté de |sauvageset 76 |sédimentation respectivement :
Randolph), |chats 63% et 34% Toxoplasma gondii
2004 domestiques
(Dabritz et al., | Etats-Unis | 153 chats Coproscopie (flottation 0,9% Toxoplasma gondii like

2007)

(Californie),

domestiques +

au sulfate de zinc)

2007 107 chats PCR sur feces

sauvages + 66

échantillons

prélevés a

I'extérieur
(Gates et Etats-Unis, | 1566 chats Coproscopie (flottation 0,06% Toxoplasma gondii
Nolan, 2009) | 2009 domestiques sulfate de zinc +/-

formaline éthyl-acétate)
Tableau 19. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline
menées en Amérique du Nord utilisant la sérologie (liste non
exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Nation et Canada, 118 chats Recherche de 3,4% positifs a Toxoplasma gondii
Allen, 1976) 1976 Toxoplasma gondii par

hémagglutination
indirecte sur sérum
(Dubey et al., |Etats-Unis |275 chats Recherche de 48% Toxoplasma gondii
2002) (Ohio), domestiques Toxoplasma gondii par
2002 test d’agglutination

modifié sur sérum
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(Ballash et al., | Etats-Unis, | 200 chats (dont | Technique Chats de banlieue et de zone
2015) 2015 45 vivant en d’agglutination modifiée | urbaine respectivement :
banlieue et 155 53,3% — 51% Toxoplasma gondii
en zone urbaine)
Tableau 20. Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines
menées en Amérique du Sud (liste non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Martinez- Mexique, 520 chats Coproscopie par la 42,5% Toxocara cati
Barbabosa et |2003 domestiques technique de Faust Chats en appartement et chats en
al., 2003) dont 399 en (méthode par maison respectivement :

maison et 121 | sédimentation) 20,7% - 49,1% Toxoplasma gondii
en
appartement
(Barrientos et | Brésil, 2003 | 131 chats Coproscopie 43,5% Ancylostoma spp.
al., 2003) domestiques et 19,1% Toxocara spp.
chats errants 7,6 % Toxascaris leonina
43,5% Isospora spp.
6,1% Giardia spp.
0,8% Sarocystis spp.
(Labarthe et Brésil, 2004 | 135 chats dont | Autopsie 65 ,9% Ancylostoma bazilense
al., 2004) 99 errants et 52,6% Dipylidium caninum
36 issus de 25,2% Toxocara cati
refuge 8,9% Ancylostoma tubaeforme
11,9% Toxascaris leonina
9,6% Physaloptera praeputialis
(Sommerfelt | Argentine, | 465 féces de Coproscopie (flottation) | 35,7% Toxocara cati
et al.,, 2006) 2006 chats 9,9% Trichuris spp.
récupérés dans 8,8% Toxascaris leonina
les espaces 8,2% Ancylostoma spp.
publics 1,5% Aelurostrongylus abstrusus
11,8% Isospora spp.
(Santinetal., | Colombie, |46 chats Coproscopie 13% Cryptosporidium spp.
2006) 2006 6,5% Giardia duodenalis
PCR sur raclages de la assemblage F
mugqueuse duodénuale et
iléale
(Lorenzini et Brésil, 2007 | 288 chats Coproscopie (Flottation 5,9% Toxocara spp.
al .,2007) au chlorure de sodium + | 5,6% Isopsora spp.
Flottation au sulfate de 3,8% Ancyclostoma spp.
zinc + Flottation au sucre) | 3,5% Giardia spp.
1,7% Strongyloides spp.
1,4% Dipylidium caninum
0,7% Taenia spp.
0,4% Toxocara leonina
(Coelho et al., |Brésil, 2011 |52 chats + 42 Coproscopie (Flottation SOL:
2011) échantillons de | au chlorure de sodium) 64,2% Ancylostoma spp.
sols Autopsies CHATS :
94,2% Ancylostoma spp.
67,3% Ancylostoma caninum
21,1% Ancylostoma braziliense
9,6% Ancylostoma tubaeforme
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(Echeverry et
al., 2012)

Colombie,
2012

121 chats
domestiques

Coproscopie (méthodes
de Ritchie modifiée et de
Kato-Katz)

Méthode de Ritchie :

37,19% Toxocara cati

7,43% Ancylostoma spp.

33,05% Toxoplasma gondii

14,8% Giardia spp.

0,82% Aelurostrongylus abstrusus

Méthode de Kato-Katz :
42,97% Toxocara cati
5,78% Ancylostoma spp.

(Ramos et al.,
2013)

Brésil, 2013

146 chats

Autopsie

50,68% Ancylostoma braziliense
10,27% Ancylostoma tubaeforme
4,11% Toxocara cati

3,42% Capillaria feliscati

2,05% Physaloptera praeputialis
1,37% Aelurostrongylus abstrusus
26,03% Platynosomum fastosum
4,11% Spirometra manosonoides
3,42% Dipylidium caninum

0,68% Taenia taeniaformis
3,42% Centrorhynchus erraticus

(Cantd et al.,
2013)

Mexique,
2013

85 chats
domestiques et
273 chats
errants

Autopsie et coproscopie

2,2% Toxocara cati

0,4% Toxascaris leonina

2,9% Taenia taeniaformis

29% Dipylidium caninum

1,1% Ancylostoma tubaeforma
7,54% Infestations mixtes

Tableau 21.

Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Amérique du Sud utilisant I'examen coproscopique (liste

non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Martinez- Mexique, 520 chats Coproscopie par la Chats en appartement et chats en
Barbabosa et | 2003 domestiques technique de Faust maison respectivement :
al., 2003) dont 399 en (méthode par 20,7% - 49,1% Toxoplasma gondii

maison et 121
en

sédimentation)

appartement

(Penaetal, Brésil, 2006 |237 chats Autopsie et coproscopie | 1,7% présentent des ookyste
2006) errants (flottation au sucre et test | Toxoplasma gondii-like

d’agglutination modifié) | 35,4% présentent des anticorps

anti-Toxoplasma gondii

(Echeverry et | Colombie, |121 chats Coproscopie (méthodes Méthode de Ritchie :
al., 2012) 2012 domestiques de Ritchie modifiée et de | 33,05% Toxoplasma gondii

Kato-Katz)

Tableau 22. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline
menées en Amérique du Sud utilisant la sérologie (liste non
exhaustive)
Référence | Lieu,année | Population | Méthode Résultats
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(Penaetal., Brésil, 2006 | 237 chats Autopsie et coproscopie | 35,4% présentent des anticorps
2006) errants (flottation au sucre et test | anti-Toxoplasma gondii
d’agglutination modifié) 1,7% présentent des ookyste
Toxoplasma gondii-like
(Alvarado- Mexico, 105 chats Test d’agglutination 21% Toxoplasma gondii
Esquivel et al., | 2007 domestiques modifié (MAT)
2007)
(Lopez etal., |Argentine, |513chats Sérologie (IFAT : indirect | 22,6% Toxoplasma gondii
2011) 2011 domestiques inmunofluorescence
antibody test)
(Bragaetal, Brésil, 2012 | 200 chats Test d'immuno- 50,5% Toxoplasma gondii
2012) domestiques fluorescence indirect
(Cerroetal, Brésil, 2014 | 154 sérums Hémagglutination 11% Anticorps anti-Toxplasma
2014) 50 feces indirecte gondii
(Bolais et al., | Brésil, 2017 | 372 chats Test d’agglutination Chats de refuge :
2017) modifié (MAT) 12,08% Toxoplasma gondii
Chats domestiques :
3,74% Toxoplasma gondii
Tableau 23. Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines

menées en Asie et en Russie (liste non exhaustive)

Lieu,

Référence A Population Méthode Résultats
annee
(Scholz et al., | Laos, 1989 | 55 chats Autopsie 24% Dipylidium caninum
2003) domestiques et 13% Spirometra spp.
1 chat sauvage 18% Taenia taeniaformis

69% Ancylostoma ceylanicum
2% Ancylostoma tubaeforme
5% Toxocara canis
11% Toxocara cati
Et d’autres parasites non présents
en France

(Bahadori et |lIran, 2004 100 chats Autopsie 23% Toxocara cati

al., 2004) errants 2% Toxascaris leonina
7% Physaloptera praeputialis
5% Diplopylidium nolleri

(Kallo, 2004) |Irak, 2004 |50 chats Coproscopie 34% Dipylidium caninum

domestiques

14% Toxocara cati
12% Taenia spp.
30% Toxoplasma oocysts.

(Itoh et al., Japon, 2005 | 460 chats Coproscopie 13,0% Toxocara cati
2005) domestiques (sédimentation formaline
éthyl-acétate)
(Itoh etal., Japon, 2006 | 600 chats Kit commercial ELISA pour | 40% Giardia spp.
2006) domestiques les Giardia
(Zibaei et al., |Iran, 2007 | 114 chats Autopsie 49,5% Dipylidium caninum
errants 44,6% Physaloptera spp.

2007)

42,6% Toxocara cati

34,3% Joyeuxiella pasqualei
12,9% Toxascaris leonina
12,3% Taenia taeniaeformis
3,8% Spirometra spp.
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(Abu-Madi et
al., 2007)

Qatar, 2007

824 chats

Coproscopie (aprés
macro-filtration,
centrifugation, formaline
et éthylacétate)

14,3% a 23,4% Strongyloides
stercoralis

3,7% a 13% Aelurostrongylus
abstrusus

2,8% a 8,3% Toxocara cati
1,7% a 11,5% Ancylostoma
tubaeforme

(Abu-Madi et
al., 2008)

Qatar, 2008

488 chats
errants

Autopsie

75,8% Taenia taeniaformis
42,8% Dipylidium caninum
17,0% Ancylostoma tubaeforme
0,8% Toxocara cati

(Yamamoto
et al., 2009)

Japon, 2009

1079 chats de
refuge

Coproscopie

21,8% Toxocara cati

13,2% Ancylostoma tubaeforme
8,3% Spirometra erinaceieuropaei
4,5% Isospora felis

2,8% Cryptosporidium spp.
2,2% Isospora rivolta

1,4% Dipylidium caninum

0,3% Eimeria spp.

0,2% oeufs de taenia

0,2% Trichuris spp.

0,1% Capillaria spp.

0,1% Diphyllobothrium
nihonkaiense

(Schuster et
al., 2009)

Emirats
Arabes
Unis, 2009

240 chats
errants

Autopsie

12,9% Isospora felis

9,2% Isospora rivolta

0,8% Toxoplasma/Hammondia
2,5% Heterophyes heterophyes
0,4% Heterophyopsis continua
65,8% Joyeuxiella spp.

37,1% Diplopylidium noelleri
16,7% Hydatigera taeniaeformis
0,4% Taenia hydatigena

8,8% Ancylostoma ceylanicum
0,8% Ollulanus tricuspis

2,9% Toxocara mystax

0,8% Toxascaris leonina

4,6% Centrorhynchus aluconis

(Arbabi et
Hooshyar,
2009)

Iran, 2009

113 chats
errants

Autopsie (raclage de la
mugqueuse intestinale,
coproscopie,
sédimentation au formol-
éther)

85,0% Joyeuxiella
echinorhyncoides

68,1% Dipylidium caninum
64,6% Diplopylidium nolleri
52,2% Rictularia

39,8% Physaloptera preputialis
16,8% Blastocystis spp.
15,0% Taenia taeniaformis
13,3% Toxocara cati

8,0% Sarcocystis spp.

7,1% Mesocestoides lineatus
5,3% Isospora rivolta

5,3% Isospora felis

1,8% Uncinaria stenocephala
1,8% Trichomonas spp.

0,9% Giardia felis
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(Abu-Madi et | Qatar, 2010 | 658 chats Autopsie 73,6% Taenia taeniaformis
al., 2010) errants 47,1% Diplopylidium acanthotetra
14,7% Ancylostoma tubaeforme
0,8% Toxocara cati
0,2% Toxascaris leonina
(Mosallaneja |Iran, 2010 | 150 chats Recherche de copro- 3,33% Giardia duodenalis
detal, domestiques antigénes par test
2010) commercial
(Krecek et St Kitts, 100 chats Coproscopie (flottation, 88% Ancylostoma spp.
al., 2010) 2010 errants centrifugation et 71% Trichuris spp.
sédimentation) 16% Eucoleus aerophilus
4% Toxocara spp.
30% CEufs de taenias
12% Coccidies
(Yoshiuchi et |Japon, 2010 | 55 chats Coproscopie (flottation au | 12,7% Cryptosporidium spp.

al., 2010) domestiques sucre et centrifugation 1,8% Giardia spp.
puis immuno-
fluorescence)
(Borthakur et | Inde, 2011 | 27 chats Autopsie 70,4% Taenia taeniaeformis
Mukharjee, errants trouvés 59,3% Toxocara cati
2011) morts 44,4% Physaloptera praeputalis
40,7% Dipylidium caninum
18,5% Spirocerca felineus
11,1% Gnathostoma spinigerum
7,4% Ancylostoma tubaeforme
3,7% Opisthorchis spp.
(Borji et al., Iran, 2011 | 52 chats Coproscopie (flottation 28,8% Toxocara cati
2011) errants formaline-éther) 7,6% Toxascaris leonina
23,07% Dipylidium caninum
13,4% Mesocestoides lineatus
9,6% Taenia taeniaformis
7,6% Joyeuxiella echinorhyncoides
1,9% Taenia hydatigena
23,7% Isospora felis
(Itoh et al., Japon, 2012 | 942 chats Coproscopies 1,5% Giardia spp.
2012) domestiques (sédimentation formaline | 0,5% Cystoisospora felis
ethyl-acétate) 1,0% Cystoisospora rivolta
6,2% Toxocara cati
Kit commercial ELISA pour | 0,2% Toxascaris leonina
la détection des Giardia 0,5% Ancylostoma tubaeforme
0,3% Taenia spp.
1,7% Spirometra erinacei
(Abdietal, |lIran, 2012 |1543 Coproscopie Humains : 15,8%
2012) carnivores Sol : 21,6%
4569 humains Chiens et chats : 26,8%
799
échantillons de
sol
(Itoh et al., Japon, 2013 | 555 chatons Coproscopie 10,1% Giardia spp.
2013) (sédimentation 16,"% Cystoisospora felis

formaline-éthyl acétate)
Kit commercial de
détection des copro-
antigenes pour Giardia

3,2% Cystoisospora rivolta
0,2% Toxocara cati
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(Borkataki et
al., 2013)

Inde, 2013

100 chats
errants +5
chats décédés

Coproscopie (flottation
classique + Ziehl Nielsen
modifiée)

Autopsie pour 5 chats
décédés

100% d’échantillons positifs
80% Ancylostoma

32% Toxocara spp.

28% Strongyloides spp.

40% Taenidés

20% Dipylidium caninum
8% Spirometra

88% Isospora spp.

88% Toxoplasma-like

4% Cryptosporidium

(Mohd Zain
etal., 2013)

Malaisie,
2013

543 chats
errants

Autopsie

30,8% Ancylostoma braziliense
31,5% Ancylostoma ceylanicum
27,3% Toxocara malaystensis
10,3% Toxocara cati

1,1% Strongyloides spp.

7,2% Taenia taeniaformis

6,6% Dipylidium caninum

(Memon et
al., 2013)

Pakistan,
2013

100 chats

Coproscopie (flottation et
sédimentation)

9,0% Dipylidium caninum
5,0% Toxocara cati

5,0% Aeluroslonglun obstrusus
3,0% Taenia taeniaeformis
2,0% Paragonimus kellikotti

(Mikaeili et
al., 2013)

Iran, 2013

30 chats
errants

Autopsie et identification
par PCR

26,7% Toxocara cati

(Khademvata
netal,
2013)

Iran, 2013

140 feces de
chats

Coproscopie (flottation au
sucre)

45% Toxocara spp.

(Rojekittikhu
netal.,
2014)

Thailande,
2014

300 chats issus
de refuges

Coproscopie
(concentration au
formaline-éther)

9,7% Toxocara cati

4,0% Schistosoma mansoni
2,7% Platynosomum fastosum
0,7% Strongyloides spp.

0,3% Echinostoma spp.

5,7% Isospora spp.

0,3% Giardia duodenalis

(Moskvina et
Zheleznova,
2015)

Russie,
2015

80 chats
domestiques

Coproscopie (flottation au
chlorure de sodium)

3,9% Dipylidium caninum
7,8% Toxascaris leonina
3,9% Uncinaria stenocephala
13,7% Cystoisospora spp.
1,9% Hymenolepis diminuta
7,8% Trematoda spp.

(Yang et
Liang, 2015)

Chine, 2015

360 chats
domestiques

Coproscopie (flottation au
sucre)

17,78% Toxocara cati
16,94% Isospora felis
11,39% Isospora rivolta
9,17% Paragonimus
6,39% Ankylostoma spp.
2,78% Trichuris spp.
1,11% Larves pulmonaires
0,56% Sarcocystis

0,38% Trematode

(Yang et
Liang, 2015)

Chine, 2015

39 chats
sauvages

Autopsie

38,5% Dipylidium caninum
15,4% Taenia taeniaformis
33,3% Spirometra
erinaceieuropaei

28,2% Ancylostoma ceylanicum
5,1% Toxocara cati

7,7% Toxascaris leonina
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(Ketzis et al., | St Kitts, 41 chats Coproscopie (flottation au | 22% Trichuris spp.
2015) 2015 sucre avec double 10% Ancylostoma spp.
centrifugation) 7% Coccidies
2% Toxocara cati
(Mirzaghava | Tehran, 50 chats Recherche de 9% Cryptosporidium spp.
mietal., 2016 errants Crytposporidium par
2016) technique de Ziehl-
Neelsen
Tableau 24. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline
menées en Asie et en Russie par I'examen coproscopique (liste non
exhaustive)
Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Kallo, 2004) Irak, 2004 | 50 chats Coproscopie 30% Toxoplasma oocysts.
domestiques
(Schuster et Emirats 240 chats Autopsie 0,8% Toxoplasma/Hammondia
al., 2009) Arabes errants
Unis, 2009
(Borkatakiet |Inde, 2013 | 100 chats Coproscopie (flottation 88% Toxoplasma-like
al., 2013) errants + 5 classique + Ziehl Nielsen
chats décédés | modifiée)
(Tasawar et Pakistan, 164 chats Coproscopie (flottation au | 63,41% Toxoplasma gondii
al., 2013) 2013 domestiques sucre)
Tableau 25. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline
menées en Asie et en Russie par sérologie (liste non exhaustive)
Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Dubey et al., | Chine, 2007 | 34 chats Sérologie 79,4% Toxoplasma gondii
2007) domestiques Coproscopie (flottation au
sucre)
Autopsies + Bioessais
pour 27 chats
(Jittapalapong | Thailande, | 592 chats Kit ELISA (Latex 11% Toxoplasma gondii
et al., 2007) 2007 errants agglutination test)
(Kim et al., Corée du 174 chats Recherche de 16,1% positifs pour les anticorps
2008) Sud, 2008 errants Toxoplasma gondii avec anti-Toxoplasma gondii avec ELISA
des Test ELISA sur sérum, | 8,1% positifs avec LAT
des tests d’agglutination | 13,2% positifs avec PCR
au latex (LAT) et des PCR
(Sharif et al., Iran, 2009 100 chats Autopsie 40,0% Toxoplasma gondii
2009) errants Coproscopie (flottation au
sucre)
Sérologie
(Lee etal., Corée du 80 chats Sérologie (ELISA) et PCR Chats domestique et errants
2010) Sud, 2010 domestiques et | sur sang respectivement :
72 chats 0% - 38,9% Toxoplasma gondii
errants
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(Chenetal., Chine, 2011 | 89 chats Recherche de 15,7% Toxoplasma gondii
2011) Toxoplasma gondii dans
différents tissus (cerveau,
langue, cceur) par PCR
(Wuetal, Chine, 2011 | 179 chats Sérologie (modified 21,3% Toxoplasma gondii
2011) domestiques et | agglutination test (MAT))
42 chats
errants
(Raeghietal., |[Iran,2011 | 130 chats Sérologie (modified 35,3% Toxoplasma gondii
2011) domestiques et | agglutination test (MAT))
errants
(Hong et al., Corée du 474 chats ELISA et PCR sur sang 2,2% Toxoplasma gondii
2013) Sud, 2013 domestiques
(Tian et al., Chine, 2014 | 175 chats PCR-RFLP 25,14% Toxoplasma gondii
2014) domestiques
(Boughattas et | Qatar, 2017 | 495 chats Sérologie (modified 82% Toxoplasma gondii
al., 2016) errants agglutination test (MAT))
Tableau 26. Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines
menées en Afrique (liste non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Okaeme, Nigeria, 22 chats Coproscopie 31,8 % Toxocara cati
1985) 1985 domestiques
(Hasslinger et | Egypte, 85 chats Autopsie puis coproscopie | 27,1% Ollulanis tricupsis
al., 1988) 1988 errants (flottation) 21,2% Dipylidium caninum

20,0% Taenia taeniaeformis
15,3% Toxocara cati
et d’autres parasites rares ou
inexistants en France
(Khalafalla, Egypte, 113 chats Coproscopie (flottation au | 9% Toxoplasma gondii
2011) 2011 errants sulfate de zinc et chlorure | 2% Isospora spp.
de sodium) 2% Giardia spp.
1% Sarcocyst spp.

22% Taenia taeniaformis

5% Dipylidium caninum

9% Toxocara cati

5% Toxascaris leonina

4% Ancylostoma tubaeforma
3% Capillaires
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(Sowemimo,
2012)

Nigeria,
2012

200 chats
domestiques

Coproscopie

57,0% Ankylostoma spp.
48,5% Toxocara cati
30,5% Isospora spp.
27,0% Physaloptera spp.
23,5% Toxascaris leonina
21,5% Ollulanus tricuspis
12,0% Pseudophyllidia spp.
8,5% Trichuris spp.

7,5% Taenia spp.

5,0% Dipylidium caninum
1,5% Spirocerca lupi
2,0% Schistosoma spp.
2,0% Capillaria spp.

(Alexander et
al., 2016)

Madagascar,
2016

22 chats
domestiques

Coproscopie (flottation
standard)

63,6% Polyparasitisme
13/22 Strongles

7/22 Ascaris

7/22 Cestodes

3/22 Protozoaires
2/22 Trichures

2/22 Coccidies

(EI-Seify et
al., 2017)

Egypte,
2017

170 chats

Coproscopie (flottation
standard au chlorure de
sodium avec
centrifugation)

18,82% Dipylidium caninum
3,52% Hymenolepis spp.
1,17% Taenia taeniaformis
8,23% Toxocara cati

8,23% Toxascaris leonina
1,76% Ancylostomes
0,58% Trichuris spp.

0,58% Physaloptera spp.
0,58% Strongyloides cati
11,76% Heterophyds
1,17% Mesostephanus spp.
1,76% Alaria spp.

Tableau 27.

Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Afrique par I'examen coproscopique (liste non exhaustive)

Référence

Lieu, année

Population

Méthode

Résultats

(Khalafalla,
2011)

Egypte,
2011

113 chats
errants

Coproscopie (flottation au
sulfate de zinc et chlorure
de sodium)

9% Toxoplasma gondii

Tableau 28.

Etudes épidémiologiques sur les helminthoses félines

menées en Australie et Océanie (liste non exhaustive)

Référence

Lieu, année

Population

Méthode

Résultats

(Talbot, 1970)

Papouasie -
Nouvelle
Guinée,
1970

117 chats

Autopsie

15% Dipylidium caninum

45% Joyeuxiella pasquelei
17% Spirometra erinacei

12% Taenia taeniaformis

42% Ancylostoma tubaeforme
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(Coman, 1972) | Victoria, 127 chats Autopsie 78% Taenia Taeniaformis
1972 20,5% Spirometra erinacei
2,4% Dipylidium caninum
78% Toxocara cati
45,7% Cyathospirura dasyuridis
3,9% Oncicola spp.
(Ng and Kelly, |Sydney, 404 chats Autospie 57,2% Toxocara cati
1975) 1975 0,74% Toxascaris leonina
(Ryan, 1976) | Australie, 146 chats Autopsie 21,9% Taenia taeniaformis
1976 sauvages 61% Spirometra erinacei
11,6% Dipylidium caninum
21,9% Toxocara cati
1,4% Uncinaria stenocephala
23,3% Ancylostoma spp.
(Gregory et lle King et 86 chats Autopsie 66,3% Spirometra erinacei
Munday, Tasmanie, sauvages (59 2,3% Taenia taeniaformis
1976) 1976 intestins, 35 1,2% Dipylidium caninum
estomacs, 10 86,0% Toxocara cati
trachées et 57,0% Cylicospirura felineus ou
cesophages, 55 Cyathospirura dasyuridis
échantillons de 11,4% Uncinaria stenocephala
féces) 2,3% Aelurostrongylus abstrusus
39,2% Capillaria aerophila
12,7% Isospora felis
5,4% Isospora rivolta
1,8% Sarcocystis
(Swan et Banlieue de | 226 chats : 109 | Coproscopie par 14% Giardia spp. (respectivement
Thompson, Perth, 1986 |issus de flottation 11%, 31%, 8% dans les groupes)
1986) refuges, 45
d’élevages, 72
chats
domestiques
(Milstein et Tasmanie, |39 chats Autopsie et coproscopie | 84% Toxocara cati
Goldsmid, 1997 sauvages (centrifugation au 8% Isospora spp.
1997) formaline-acétate puis 5% Eimeria spp.
flottation au sulfate de 8% Spirometra erinacei
zinc) 3% Taenia taeniaformis
5% Capillaria aerophila
Recherche de copro- 10% Cylicospirura heydonii
antigenes de Giardia
21% Giardia duodenalis
Test d’agglutination pour | 50% Toxoplasma gondii
Toxoplasma gondii
(McGlade et Banlieue de | 418 chats Corposcopie par 5%, 60%, 80% Giardia spp. selon le
al., 2003) Perth, 2003 flottation test : par microscopie, test ELISA et

Test ELISA et PCR sur 40
chats

PCR respectivement.

0%, 10% Cryptosporidium spp.
selon le test : microscopie et PCR
respectivement

77




(O’Callaghan
et al., 2005)

lle
Kangourou,
2005

46 chats
errants

Autopsie

76% Toxocara cati

57% Cylicospirura felineus39%
Spirometra erinacei

15% Ancylostoma tubaeforme
15% Cyathospirura dasyuridis
11% Aerulostrongylus abstrusus
4% Dipylidium caninum

2% Brachylaima cribbi

2% Ollulanus tricupsis

15% Isospora felis

7% Cryptosopidium spp.

7% Sarcocystis spp.

4% Isospora rivolta

2% Giardia spp.

(Palmeretal.,
2008)

Australie,
2008

1063 chats
domestiques et
de refuge

Coproscopie
(centrifugation et
flottation au sucre et
chlorure de sodium)

5,6% Isospora felis

3,2% Toxocara cati

2,7% Isospora rivolta

2,7% Spirometra erinacei
2,2% Cryptosporidium spp.
2 ,0% Giardia spp.

1,4% Ancylostoma spp.

0,8% Aelurostrongylus abstrusus
0,3% Toxascaris leonina
0,2% Dipylidium caninum
0,1% Capillaria aerophila
0,1% Toxoplasma gondii-like

(Adams et al.,
2008)

lle de Noél,
2008

28 feces de
chats sauvages
25 serums de
chats sauvages

Autopsie

96% Toxoplasma gondii
15/28 Toxocara cati
13/28 Strongyloides spp.
7/28 Aelurostrongylus abstrusus
6/28 Capillaires

4/28 Ancylostoma spp.
3/28 Spiruroides

2/28 Cystoisospora felis
2/28 Cystoisospora rivolta
1/28 Besnoitia wallacei
1/28 Cryptosporidium
1/28 Sarcocystis

Tableau 29.

Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Australie et Océanie par I’'examen coproscopique (liste

non exhaustive)

Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Palmer et al., | Australie, 1063 chats Coproscopie 0,1% Toxoplasma gondii-like
2008) 2008 domestiques et | (centrifugation et

de refuge flottation au sucre et
chlorure de sodium)
Tableau 30. Etudes épidémiologiques sur la toxoplasmose féline

menées en Australie et Océanie par sérologie (liste non exhaustive)
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Référence Lieu, année Population Méthode Résultats
(Milstein et Tasmanie, |39 chats Test d’agglutination pour | 50% Toxoplasma gondii
Goldsmid, 1997 sauvages Toxoplasma gondii
1997)

(Adams et al., |lle de Noél, |28 feces de Autopsie 96% Toxoplasma gondii
2008) 2008 chats sauvages

25 serums de
chats sauvages
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Deuxieme partie : Etude expérimentale

1. Objectifs de I'étude

Le but de cette étude est d’approfondir les connaissances en termes de portage parasitaire
des chats en France. Elle cherche a mettre en évidence des corrélations entre le portage parasitaire
et I'age, I'accés ou non a I'extérieur, le statut reproducteur ou encore la fréquence de vermifugation.
D’autre part, elle permet de mieux connaitre les habitudes actuelles en termes de vermifugation.

L'étude des prélévements obtenus sur les chats autopsiés permet |'observation de vers
adultes et des lésions associées par segment, ainsi que la confrontation du résultat coproscopique a

la réalité.

2. Matériels et méthodes

2.1 Obtention des préléevements

2.1.1 Matieres fécales
L’échantillonnage a eu lieu de novembre 2015 a février 2017 sur les chats présentés en

consultation et/ou en autopsie a I'Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse.

Les propriétaires des chats ont été contactés par téléphone la veille de leur venue en
consultation de facon a ce qu’ils amenent des selles fraiches récoltées dans la litiere de leur chat.
Dans les foyers comportant plusieurs chats, les propriétaires pouvaient prélever des excréments non
identifiés si les animaux du foyer appartenaient tous a la méme catégorie épidémiologique (tranche
d’age, sexe, statut reproducteur, mode de vie et traitements antiparasitaires identiques). Un
guestionnaire permettant de recueillir des données épidémiologiques (Annexe 1) a été rempli par les
étudiants recevant les propriétaires en consultation dans les différents services partenaires. Les

selles de 454 chats ont ainsi été analysées.

Lorsque les propriétaires donnent leur accord, les corps des chats décédés a I'ENVT sont
conservés a 4°C, puis autopsiés dans les 48 heures suivant leur mort. Sur les chats autopsiés, les
contenus des différents segments digestifs ont été récupérés intégralement et conservés séparément
(estomac — intestin gréle — gros intestin et rectum). Les poumons et I'estomac ont également été

prélevés. Ces échantillons ont été obtenus pour 50 chats.
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2.1.2 Prélévements sanguins
Les animaux dont les selles étaient récoltées pouvaient bénéficier, avec I'accord de leur

propriétaire, d’'une prise de sang dans le but de rechercher la toxoplasmose. Les chats ont été
prélevés soit directement en consultation, soit a la faveur d’une anesthésie programmeée au bloc
opératoire de 'ENVT.

Les prélevements sanguins sont réalisés a la veine céphalique ou a la veine jugulaire. Le sang
est récolté sur tube sec avec activateur de coagulation. Le tube est mis a reposer afin de permettre
I"apparition du caillot sanguin puis centrifugé a 4000 tours/min pendant dix minutes. Le sérum est
alors prélevé et placé dans un tube Eppendorf identifié au nom du chat avec son numéro de dossier

ENVT, puis rangé au congélateur a -20°C en attente des analyses.

2.2 Observation macroscopique

L'analyse des selles débute par un examen macroscopique avec dans un premier temps une
évaluation de leur consistance (moulées, molles, diarrhéiques-liquides) puis la recherche d’éléments
parasitaires facilement discernables (segments ovigéres de Dipylidium caninum, vers entiers expulsés
dans les selles). Cette méthode présente une sensibilité quasi nulle mais une grande spécificité. Ainsi

le résultat n’est pris en compte que s’il s’avere positif.

2.3 Analyses coproscopiques

Une analyse coproscopique est réalisée sur les féces des chats vus en consultation et les
contenus du gros intestin et du rectum des chats autopsiés. Les féces récoltées sont analysées par
une méthode d’enrichissement par flottation avec kit Ovassay"® comme décrite précédemment et

ce, apres homogénéisation.

Le liquide de flottation employé dans cette étude est une solution de chlorure de sodium de
densité comprise entre 1,18 et 1,2. Cette solution présente I'avantage d’étre facile a préparer et peu
coliteuse mais elle comporte deux inconvénients : la formation de cristaux et une tendance a
déformer les ceufs.

Deux grammes de féces sont placés dans le tube Ovassay"". La solution dense est versée en
petite quantité de fagcon a homogénéiser le mélange au fur et a mesure a I'aide d’un agitateur. Il faut
veiller a ne pas faire de bulles qui géneraient la lecture. Quand le tube est a moitié rempli, un filtre

est fixé sur ce dernier et le remplissage peut se poursuivre jusqu’a la formation d’'un ménisque
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convexe. Une lamelle 22 x 22 mm est mise en place sur le tube pendant dix minutes. Ensuite, la
lamelle est déposée sur une lame porte-objet et la lecture est réalisée au microscope, a l'objectif x 4
pour les ceufs d’helminthes et a I'objectif x 40 pour la recherche des ookystes de protozoaires. Les
résultats quantitatifs sont exprimés en nombre d’éléments parasitaires par gramme de féces ou en

nombre de kystes parasitaires par champ (moyenne réalisée sur 10 champs).

2.4 Recherche de larves par la méthode de Baermann

Les féces sont placées dans une compresse suspendue au-dessus d’un verre a pied. Le verre a
pied est rempli avec de I'eau du robinet tiede de fagon a ce que la compresse soit immergée. Le
dispositif est laissé en place pendant minimum douze heures. Aprés ce délai, le surnageant est
délicatement éliminé pour ne conserver que 25 ml de culot. Ce culot est centrifugé a 1400
tours/minute pendant trois minutes. A nouveau, le surnageant obtenu est éliminé afin de ne
conserver que 5 mL de culot. Ce dernier est homogénéisé, une goutte est prélevée et observée au

microscope entre lame et lamelle.

2.5 Recherche de parasites dans les contenus digestifs

Lors des autopsies, les contenus de I'estomac et de I'intestin gréle sont prélevés séparément.
lIs sont dilués dans de I'eau tiede puis examinés a la loupe binoculaire. En cas d’élément douteux
évoquant une présence parasitaire (en particulier dans le contenu gastrique), celui-ci est prélevé puis

observé soigneusement au microscope.

2.6 Recherche de parasites au niveau de la muqueuse gastrique

La muqueuse gastrique est raclée a I'aide d’une lame de scalpel. Le produit du raclage est
déposé sur une lame, délayé dans un peu d’eau, puis la lecture est réalisée a la loupe binoculaire et

au microscope afin de rechercher la présence de parasites.

2.7 Recherche de parasites dans les poumons

La recherche de parasites dans les poumons commence par un examen macroscopique, en
recherchant des modifications du parenchyme évocatrices de granulomes parasitaires puis les

contenus de la trachée et des bronches souches sont observés. Une recherche de larves L1 de
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parasites pulmonaires est réalisée en suivant une méthode de Baermann modifiée. Les poumons
sont coupés en morceaux de 1 x 1 cm et placés dans une compresse suspendue au-dessus d’un verre
a pied. Le liquide présent dans le contenant servant a stocker le poumon est versé dans le verre a
pied, puis celui-ci est rempli avec de I'’eau du robinet tiéde de facon a ce que la compresse soit

immergée. Le reste du protocole est similaire au protocole classique de la méthode de Baermann.

2.8 Recherche de Toxoplasma gondii

Le test choisi pour identifier la présence de Toxoplasma gondii est un test sérologique, il
s’agit du kit commercial ID Screen"® Toxoplasmosis Multi-Species Indirect du laboratoire ID Vet. Ce
kit est un test ELISA indirect multi-espéces permettant la détection des anticorps dirigés contre la
protéine p30 de Toxoplasma gondii dans le sérum, le plasma et le jus de viande issus de ruminants,
de porcins, de chiens et de chats. Ce kit comprend deux plaques de 12 x 8 cupules permettant
d’analyser 192 échantillons au total. Le kit est également livré avec les témoins positif et négatif.

Les sérums sont d’abord décongelés a température ambiante puis dilués au 1/10°™: 10 pL
de sérum sont ajoutés dans 90 pL de solution tampon de dilution. Les sérums dilués sont ensuite
déposés dans les cupules et placés en incubation pendant 45 minutes a 21°C. Les anticorps anti-
Toxoplasma, s’ils sont présents, forment un complexe antigene-anticorps.

Apres trois lavages, 100 pL de conjugué multi-especes (Anti-IgG multi espéces-HRP) marqué a
la peroxydase (Po) sont distribués dans les cupules avant incubation pendant 30 minutes a 21°C. Le
conjugué se fixe aux anticorps formant un complexe antigéne-anticorps-conjugué-Po.

Apres élimination du conjugué en excés par lavage, une solution de révélation est ajoutée et
les plaques sont placées en incubation pendant 15 minutes a 21°C. La coloration qui en résulte est
liée a la quantité d’anticorps spécifiques présents dans I’échantillon a tester. En présence d’anticorps
dans I’échantillon, il apparait une coloration bleue qui devient jaune aprés blocage (ajout de 100 uL

de solution d’arrét). En I'absence d’anticorps dans I’échantillon, il n’apparait pas de coloration.
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Témoins négatifs

Témoins positifs

Echantillon positif

Figure 14 : Plaque de 96 puits obtenue avec réalisation du test ID Screen™” Toxoplasmosis
Multi-Species Indirect

La lecture est réalisée a I'aide d’un spectrophotomeétre a une longueur d’onde de 450 nm.
L'interprétation des résultats est possible avec calcul du pourcentage S/P :

(Doéchantillon - DOtémoin positif) / (Dotémoin positif ~ DOtémoin négatif) x 100.

Pourcentage S/P [0-40] 140 —50] 150 —100]
Interprétation Négatif Douteux Positif
Tableau 31. Interprétation des résultats du test ID Screen™”

Toxoplasmosis Multi-Species Indirect en fonction de la densité
optique calculée.

2.9 Analyse statistique

Afin de mettre en évidence la présence de facteurs favorisant le parasitisme, les prévalences
sont comparées en fonction de plusieurs criteres (sexe, statut reproducteur, age, date de la derniere
vermifugation, appartenance a un membre de 'ENVT...) a 'aide d’une analyse du y? (test statistique
permettant d’évaluer si la différence entre deux distributions de fréquences est attribuable a I’erreur
d’échantillonage ou est suffisamment grande pour étre statistiquement significative). Cette analyse
est réalisée a I'aide du logiciel MiniTab"®. Les différences sont jugées significatives pour une valeur de

P inférieure a 0,05.
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3. Milieu d’étude et population

3.1 Larégion toulousaine

Dans cette étude les échantillons analysés étaient issus de chats amenés a I'Ecole Nationale
Vétérinaire de Toulouse. Les prélevements provenaient pour une grande majorité (65,06%) de
Toulouse intra muros, dans une moindre mesure de villes en périphérie situées a moins de 30 km
(26,91%). Enfin quelques prélévements provenaient de villes situées entre 30 et 50 km de Toulouse
(3,81%) et de villes entre 50 et 75 km (4,21%). Trois prélevements de chats vivant a plus de 100 km
de Toulouse ont été écartés de cette étude. Ainsi, la région toulousaine est définie comme étant une

zone de 75 km de diameétre centrée sur Toulouse.

La région toulousaine comme définie précédemment est composée du centre de la Haute-
Garonne (Toulouse), de I'extréme nord de I’ Ariége (Pamiers), de I'est de I’Aude (Castelnaudary) et du
sud du Tarn-et-Garonne (Montauban). Située entre la mer Méditerranée et I'océan Atlantique, entre
les contreforts des Pyrénées au sud et du Massif Central au nord et ne possédant pas de tres forts
reliefs, la zone d’étude est largement soumise aux vents venus de I'est (vent d’Autan) comme de
I'ouest (Tramontane). L’altitude moyenne est d’environ 140 meétres pour Toulouse, 103 métres pour
Montauban (80 a 180 m) et 295 metres environ pour Pamiers. Le climat local est un climat
méditerranéen (faible amplitude annuelle, précipitations rares pendant les mois chauds, hivers doux
et printemps arrosés) sous influence océanique (entrée de perturbations pluvieuses et fraicheur

océanique qui tempeére les hautes températures de I'été) et montagnarde par endroits (Wikipédia).

Les graphiques suivants comparent les précipitations annuelles (en millimétres) a Pamiers-
Toulouse-Montauban ainsi que les températures (en degrés Celsius). On y retrouve les influences
climatiques évoquées précédemment. On observe notamment a Pamiers des températures moins
élevées et des précipitations plus importantes qu’a Toulouse et Montauban compatibles avec une
zone a influence montagnarde. Il existe une forte similarité de climat entre Toulouse et Montauban,
avec une pluviométrie légérement supérieure a Montauban liée a l'influence des vents d’Ouest. La
période chaude correspond aux mois de juin a septembre, avec des températures élevées et des
précipitations moins fréquentes. Le printemps est marqué par une pluviométrie importante (mars,

avril et mai) et des températures douces.
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Graphique 1. Comparaison des précipitations moyennes par mois entre Pamiers,
Toulouse et Montauban, d’aprés la moyenne observée de 1981 a 2010 (d’apres
Météo France).
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Graphique 2. Comparaison des températures moyennes minimales et maximales

observées a Toulouse entre 1981 a 2010 (d’aprés Météo France).

Pour ce qui est de notre étude, seules la pluviométrie et les températures de I'agglomération
Toulousaine seront considérées comme étant une approximation acceptable. D’aprés les données de
température relevées entre 1981 et 2010 par la météorologie nationale, les moyennes minimales a
Toulouse interviennent en janvier (2,4°C) et les maximales en juillet (28,0°C). Pendant notre étude, le
mois de janvier 2015 a été doux, avec des températures minimales moyennes supérieures a 5,5°C,
alors que janvier 2016 a été marqué par une vague de froid et des températures minimales
moyennes proches de 0°C. D’autre part, la période chaude s’est distinguée par une pluviométrie

inférieure a la normale en juin et ao(t mais largement supérieure aux moyennes en juillet.
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Globalement, la tendance en termes de pluviométrie au cours de notre étude était des précipitations

inférieures a la normale pendant plusieurs mois consécutifs compensées par des chutes d’eau

importantes et supérieures aux normales de saison sur certains mois (février, mai, juillet). Les

températures étaient quant a elles dans les moyennes usuelles.
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Graphique 3. Comparaison des précipitations moyennes a Toulouse pendant la
durée de notre étude avec celles observées de 1981 a 2010 (d’apreés le site
internet Infoclimat).
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étude (d’apres Météo France).
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3.2 Lapopulation de chats étudiée

Le nombre total de chats inclus dans cette étude est de 498, dont 50 chats autopsiés. Trois
chats ont été exclus de I'étude car résidant trop loin de la zone géographique définie précédemment.
Les différentes données épidémiologiques relatives aux chats étudiés sont récapitulées dans le

Tableau 32.

3.2.1 Les chats présentés en consultation
La majorité des échantillons analysés (338/498) dans cette enquéte épidémiologique

proviennent des chats de clients du Centre Hospitalier Universitaire de 'ENVT.

a) Répartition géographique
Parmi les 338 chats, 195 proviennent de Toulouse intra muros (soit 57,7% de |’échantillon),
109 résident a moins de 30 kilomeétres de I'école (soit 32,24%), et 34 vivent a plus de 30 kilomeétres

(soit 10,06%).

b) Age, sexe ratio et stérilisation

L’échantillon est composé de 170 femelles et 168 males (soit respectivement 50,3% et
49,7%). Parmi les animaux de cette cohorte, 110 étaient stérilisés (60 femelles et 50 males), soit
32,54%. L’échantillon se compose de 101 animaux de moins de 6 mois (29,88%), de 72 chats dgés de
plus de 6 mois a moins d’un an (21,30%), de 82 chats agés de 1 a 5 ans (24,26%), de 46 chats agés de
6 a 10 ans (13,61%) et enfin de 37 chats de plus de 11 ans (10,95%).

c¢) Mode de vie et environnement

La répartition en termes de mode de vie est tres équilibrée, 169 animaux vivent en intérieur
strict, contre 168 avec acces a |'extérieur. Le statut n’est inconnu que pour un unique animal.
L'absence d’animaux vivant en extérieur strict s’explique par le mode de récupération des féces dans
la litiere qui implique que les animaux passent du temps en intérieur.

L'environnement des animaux échantillonnés est la campagne (définie aupres des
propriétaires comme a dominante rurale et impliquant la possibilité de contacts avec des animaux
sauvages ou de rente) pour 12,13% d’entre eux et urbain pour les autres (87,87%).

La présence d’autres animaux dans le foyer n’est pas connue pour 4 animaux (1,18%). Cent
dix-huit chats (34,91%) sont en contact régulier avec au moins un autre animal (carnivore
domestique, animal de rente ou de loisir) et 216 vivent seuls (63,90%).

La grande majorité des animaux (272 chats, soit 80,47%) est nourrie avec un aliment
industriel (croquettes et/ou patée) exclusivement. Les autres (65 chats, soit 19,23%) sont nourris
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avec une base industrielle et des a-cotés (restes de repas, lait, yaourt...) autres que de la viande crue.
Le statut alimentaire n’est pas connu pour un seul animal (0,3%).

Sur l'intégralité de I’échantillon, seuls 39 animaux ont été signalés comme ayant des
comportements de prédation avec consommation de leurs proies (rongeurs, grenouilles, |ézards,

insectes...), soit 11,54%.

d) Vermifugation

En termes de vermifugation, 150 animaux (44,38%) ont recu un antiparasitaire interne moins
de trois mois avant la collecte de leur échantillon, 51 chats (15,09%) dans les 3 a 6 mois la précédant.
Neuf chats (2,66%) n’ont pas été traités depuis plus de 6 mois mais moins d’'un an, 14 chats (4,14%)
n’ont pas été traités depuis plus d’un an. Enfin 93 chats (27,51%) n’ont jamais été vermifugés et le

statut de 21 chats (6,21%) est inconnu.

e) Statut FeLV/FIV
Le statut FeLV/FIV est inconnu pour la grande majorité des chats (310 chats, soit 91,72%),

seul un animal est positif (0,3%) et 27 animaux sont négatifs (7,98% de I’échantillon).

3.2.2 Les chats du personnel et des étudiants de 'ENVT
Parmi les animaux dont les feces ont été analysées, 110 appartiennent a des étudiants ou a

du personnel exercant a I'lENVT. Ces animaux pourraient former une cohorte singuliére du fait de leur
exposition majorée aux parasites. En effet, si certains évoluent directement sur la cité étudiante avec
accés a un extérieur partagé par de nombreux animaux (chiens, chats, chevaux...) et donc fortement
exposé, tous sont en contact avec des humains eux-mémes trés exposés et potentiellement vecteurs

de parasitoses.

a) Répartition géographique
L’échantillon est composé de 96 chats résidant a Toulouse intra muros (soit 87,3%), 11
animaux résident a moins de 30 km de I'ENVT (soit 27,3%), enfin 3 animaux proviennent d’une

étudiante située a 60 km de I'ENVT (soit 2,7%).

b) Age, sexe ratio et stérilisation
Parmi les 110 chats dont les féces ont été analysées, on dénombre 63 femelles (57,3%) et 47
males (42,7%) ; 56,4% d’entre eux sont stérilisés (33 femelles et 29 males).
L’échantillon est composé de 20 animaux de 1 a 6 mois (18,18%), de 19 chats agés de 6 mois
aunan (17,27%), de 57 chats agés de 1 a 5 ans (51,81%), de 9 chats entre 5 et 10 ans (8,18%) et de 5
chats séniors (11 ans et plus, 4,54%).
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c¢) Mode de vie et environnement

Soixante six animaux vivent en intérieur strict (soit 60% de I’échantillon), 43 vivent en
intérieur avec acces a l'extérieur (soit 39,1%), enfin un animal est un chaton errant récemment
adopté qui a donc été considéré comme vivant en extérieur et représente 0,9% de I’échantillon.

Seuls 6 animaux vivent dans un environnement qualifié de campagnard (soit 5,45%). Les
94,55% restants sont des animaux vivant en milieu urbain. Cinquante deux animaux sont en contact
régulier avec un ou plusieurs carnivores domestiques ou animaux de rente (chevre, poule, lapin) ou
de loisir (chevaux) (soit 47,27%).

En termes d’alimentation, 100% des animaux regoivent un aliment industriel sous forme de
croquettes ou de patée. Seuls 9 recoivent des a-cotés (fromage, restes de table... viande crue exclue)
soit 8,2% de I’échantillon. L’alimentation du chaton trouvé est inconnue.

Quatorze animaux ont été signalés comme ayant des comportements de prédation avec
consommation des proies (scarabées et insectes pour un animal, oiseaux/lézards/rongeurs pour les

autres) soit 12,73% de I’échantillon.

d) Vermifugation

Le statut en termes de traitement antiparasitaire était inconnu pour 7 chats de I’échantillon
(soit 6,36%). Soixante huit animaux ont recu un antiparasitaire interne moins de 3 mois avant le jour
de collecte de I’échantillon (soit 61,8%). Vingt-cinq chats ont recu un traitement entre 3 et 6 mois
avant I'analyse (soit 22,72%). Enfin 4 chats (3,63%) ont regu un traitement plus de 6 mois avant

I’analyse et 6 chats (5,45%) n’en ont jamais regu.

e) Statut FeLV/FIV
Parmi les animaux de I’échantillon, 82 et 83 n’étaient pas testés respectivement pour le FelLV
et le FIV soit 74,55% et 75,45%. Un unique animal est FIV positif soit 0,9%, tous les autres animaux

sont négatif FelLV et FIV (25,45% FelV négatif, 23,63% FIV négatif).

3.2.3 Les chats provenant des autopsies
Les contenus digestifs par segment, I'estomac et les poumons de 50 chats autopsiés a I’école

ont été analysés. Les animaux autopsiés a I’école proviennent souvent d’euthanasies réalisées au

service des urgences dans un contexte difficile, d’ou le manque d’informations sur leur mode de vie.

a. Répartition géographique
Parmi les 50 chats de I'enquéte, 66% venaient de Toulouse intra muros, 28% vivaient au sein

de communes situées a moins de 30 km de 'ENVT, et 6% de lieux éloignés de 30 a 45 km.
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b. Age, sexe ratio et stérilisation
L’échantillon est composé de 46% de femelles (23/50) et de 54% de méles (27/50). Parmi ces
animaux, 74% (20 femelles et 17 males) étaient stérilisés.
L’échantillon inclut 2 animaux agés de 1 a 6 mois (4%), 3 chats agés de plus de 6 mois mais
moins de 1 an (6%), 11 chats dgés de 1 a 5 ans (22%), 14 animaux de 6 a 10 ans (28%) et 18 chats

séniors (11 ans et plus, 36%). L'age de deux chats adultes était inconnu.

c. Mode de vie et environnement

Quatre animaux vivaient exclusivement a I'extérieur (soit 8%). Dix-neuf vivaient en intérieur
avec acces a un parcours extérieur (soit 38%). Seize vivaient en intérieur strict (soit 32%). Pour les
onze animaux restants (22%), les conditions de vie ne sont pas connues.

La majorité des animaux (82%) provenaient de zones urbaines, les 18% restants vivaient a la
campagne. Quatorze chats avaient un contact régulier avec un autre carnivore domestique (soit
28%), 21 chats n’avaient aucun contact avec d’autres (soit 42%). Le statut de 14 chats était inconnu

(soit 28%), enfin le dernier animal était un chat errant.

d. Vermifugation
Neuf chats avaient été vermifugés moins de 3 mois auparavant (soit 18%), 5 d’entre eux
dans les 3 a 6 mois précédant la mort (soit 10%) et 3 entre 6 mois et 1 an (soit 6%). Enfin 12 animaux

n’avaient jamais été vermifugés (soit 24%). Le statut n’était pas connu pour 21 animaux (soit 42%).

3.2.4 Population totale
Les chats adultes (entre 1 et 10 ans) sont légerement majoritaires, ils représentent 44% de la

population totale : 150 chats sont agés de 1 a 5 ans et 69 ont entre 5 et 10 ans. Les jeunes chats
forment la seconde cohorte la plus importante, presque équivalente a celle des chats adultes avec
123 chats agés de moins de 6 mois et 94 chats ayant entre 6 mois et un an ce qui représente 43,6%
de la population totale. Enfin les chats seniors (plus de 10 ans) ne représentent que 12,1% de

|’échantillon total.
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Graphique 5. Distribution des animaux selon I’dge
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Tableau 32.

population étudiée

Récapitulatif des données épidémiologiques de la

Chats des étudiants

Chats présentés aux

et du personnel de Chats autopsiés consultations de TOTAL
I'ENVT I'ENVT
n= % n= % n= % n= %
110 22,09% 50 | 10,04% | 338 67,87% 498 100%
Sexe
Femelles 63 57,27% 23 46% 170 50,30% 256 51,41%
Males 47 42,73% 27 54% 168 49,70% 242 48,59%
32':"2:: 62 56,36% 37 74% 110 32,54% 209 41,97%
Age
MO::Zi‘:e 6 20 18,18% 2 4% 101 29,88% 123 24,79%
Plus de 6 mois
et moins de 1 19 17,27% 3 6% 72 21,30% 94 18,95%
an
De145ans 57 51,82% 11 22% 82 24,26% 150 30,24%
De 52410 ans 9 8,18% 14 28% 46 13,61% 69 13,91%
Plus de 11 ans 5 4,55% 18 36% 37 10,95% 60 12,09%
Répartition géographique
TOU'Z‘L'E ;'" tra 96 87,27% 33 66% 195 57,69% 324 65,06%
Moins de 30km | 11 10,00% 14 28% 109 32,25% 134 26,91%
Plus de 30 km 3 2,73% 3 6% 34 10,06% 40 8,03%
Environnement
Urbain 103 94,55% | NC* NC 297 87,87% 400 80,32%
Campagnard 6 5,45% NC NC 41 12,13% 47 9,44%
Mode de vie
Intérieur 66 60,00% 16 32% 169 50,00% 251 50,40%
";tft:;f;;ft 43 39,09% 19 38% 168 49,70% 230 46,18%

Vie en communauté
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Contact avec

d'autres 52 47,27% 14 28% 118 34,91% 184 36,95%
animaux
Pas de contact 57 51,82% 21 42% 216 63,91% 294 59,04%
Alimentation
Aliment
industriel 100 90,91% NC NC 272 80,47% 372 74,70%
exclusivement
Aliment
industriel + a- 9 8,18% NC NC 65 19,23% 74 14,86%
cOtés
Comportement de prédation
Chasseur 14 12,73% NC NC 39 11,54% 53 10,64%
Non chasseur 95 95,45% NC NC 299 88,46% 394 79,12%
Vermifugation
Moins de 3
0::;5'2 68 61,82% 9 18% 150 44,38% 218 43,78%
De 3 a 6 mois 25 22,73% 5 10% 51 15,09% 76 15,26%
Plus de 6 mois
et moins de 1 4 3,64% 3 6% 9 2,66% 13 2,61%
an
Plus d'un an 0 0% 0 0% 14 4,14% 14 2,81%
Jamais 6 5,45% 12 24% 93 27,51% 99 19,88%
Statut FeLV/FIV
Positif 1 0,91% 0 0% 1 0,30% 2 0,40%
Négatif 26 24,55% 0 0% 27 7,99% 53 10,64%
Non testé 83 74,55% 50 100% 310 91,72% 393 78,92%

NC* : non connu
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4. Résultats et discussion pour les parasites digestifs et

pulmonaires

4.1 Prévalence dans la population totale

Aucun parasite n’a été trouvé chez 217 animaux. Un animal autopsié présentait une vacuité
du gros intestin ne permettant pas le recueil et I'analyse d’un échantillon de selles. Les 281 animaux

restants présentaient au moins un parasite, soit une prévalence parasitaire globale de 56,4%.

La majorité des infestations parasitaires sont des giardioses. Giardia spp. est retrouvée seule
chez 45,2% des chats (225 individus) et avec au moins un autre parasite chez 4,4% des chats (soit 22
chats). La prévalence globale de Giardia spp. est de 49,6%. Toxocara cati est le second parasite le
plus fréquent, sa prévalence globale s’éleve a 9,24%. Les individus concernés présentaient une co-
infestation dans 50% des cas. Les prévalences des autres parasites digestifs et pulmonaires

rencontrés sont inférieures ou égales a 1%.

Des ceufs de Toxascaris leonina ont été observés dans les feces d’un individu male entier de 5
mois ayant recu un vermifuge 4 mois auparavant (molécule non précisée par le propriétaire). Ce chat

a un acces a l'extérieur et vit en contact avec un chien.

Des adultes de Taenia taeniaformis ont été observés dans le contenu de I'intestin gréle d’une
femelle de 17 ans autopsiée a I'ENVT ayant recu du MILBEMAX"® (milbémycine oxime et
praziquantel) quatre mois avant son admission. Ce chat avait acces a |'extérieur et vivait en contact
avec 3 autres chats.

Des segments ovigeres de Dipylidium caninum ont été retrouvés dans les feces d’un individu
male entier de 7 mois, vivant seul en intérieur strict et ayant recu une vermifugation a base de

I"P (flubendazole) deux mois auparavant.

Flubéno

Dipylidium caninum a été retrouvé en co-infestation avec Toxocara cati chez une femelle
stérilisée de 8 ans vivant en intérieur strict et autopsiée a I'ENVT. Seuls les ceufs de Toxocara cati
étaient visibles dans I’échantillon fécal. Les adultes de Dipylidium caninum ont été observés

directement dans les contenus de I'estomac et de I'intestin gréle.

Mesocestoides spp., Capillaria spp., Toxocara cati et Strongyloides spp. ont été retrouvés
chez un chat male castré autopsié, dgé de 6 ans, vivant en extérieur et ayant été vermifugé deux

mois auparavant avec une molécule dont le nom ne nous a pas été communiqué par le propriétaire.
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Les ceufs de Capillaria spp. et de Toxocara cati étaient observables a I'examen coproscopique. Les
larves de Strongyloides spp. ont été détectées grace a la méthode de Baermann. Des adultes de
capillaire ont été observés dans le produit du raclage de la muqueuse stomacale. La localisation des
vers adultes et la morphologie des ceufs nous amene a penser qu’il s’agissait d’Aonchoteca putorii.
Cependant, la diagnose de I'espece de capillaire est toujours délicate. Des adultes de Toxocara cati
ont été observés directement dans le contenu de l'intestin gréle et du gros intestin. Les adultes de

Mesocestoides spp. étaient présents en quantité importante dans le contenu du gros intestin.

Figure 15 : (Eufs présents dans I'utérus du ver capillaire adulte.

Mesocestoides spp. et Toxocara cati ont été mis en évidence chez un chat male castré de 7
ans autopsié a I'ENVT, vermifugé 9 mois auparavant avec une molécule dont le nom ne nous a pas
été précisé par le propriétaire, vivant en intérieur strict avec 2 autres chats. Les adultes de ces deux
parasites ont été mis en évidence dans le contenu du gros intestin. Seuls les ceufs de Toxocara cati

étaient visibles en coproscopie.

Un chaton male de 2 mois autopsié présentait une co-infestation a Toxocara cati,
Ancylostoma spp. et Strongyloides spp. Ce chaton errant vivait a I'extérieur et avait regu un
antiparasitaire mixte (STRONGHOLD"®, sélamectine) deux jours auparavant, lors de sa prise en
charge par un organisme de protection animale. Les ceufs de Toxocara cati et d’Ancylostoma spp
étaient visibles a I'’examen coproscopique. Les adultes des deux parasites étaient présents dans le
contenu du gros intestin et seuls les adultes de Toxocara cati étaient visibles dans le contenu de
I'intestin gréle. Les larves de Strongyloides spp. ont pu étre mises en évidence par la méthode de

Baermann dans les féces et dans les poumons.
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Aelurostrongylus abstrusus a été mis en évidence chez 5 chats (1% de la population), tous
agés de moins de 8 mois. Une femelle de 8 mois amenée en consultation présentait une co-
infestation a Aelurostrongylus abstrusus, Cystoisospora felis, Toxocara cati et Giardia spp. C'est un
chat ayant acces a I’extérieur et n’ayant jamais été vermifugé. Trois autres animaux présentaient des
co-infestations a Aelurostrongylus abstrusus et Giardia duodenalis. L'un d’entre eux présentait en
plus des larves de Strongyloides spp. Ce dernier est un male de 6 mois vivant seul en intérieur strict,
ayant recu du MILBEMAX"® 4 jours auparavant. Les deux autres sont un male de 4 mois ayant regu un
vermifuge (MILBEMAX"®) un mois auparavant et vivant en intérieur strict, symptomatique le jour de
I’examen (épisodes de toux rapportés par le propriétaire) et une chatte de 6 mois vermifugée 4 mois
auparavant avec une molécule dont le nom ne nous a pas été précisé par le propriétaire, ayant acces
a l'extérieur, a la campagne et vivant avec un chien. Le cinquiéme animal infesté par
Aelurostrongylus abstrusus est un chaton de 2 mois, reccueilli par la SPA, il avait recu une pipette de
STRONGHOLD"® (sélamectine) un mois avant son autopsie et présentait une co-infestation avec

Toxocara cati et Ankylostoma spp.

Cystoisospora spp. a été mis en évidence chez 5 animaux (1%), deux fois en co-infestation.
Parmi ces chats, un animal présentait une co-infestation a Cystoisospora spp. et Giardia spp. Il s’agit
d’une femelle de un an et demi ayant recu du MILBEMAX"® un mois auparavant et vivant en intérieur
strict. Les trois autres cas sont une femelle de 3 mois ayant accés a I'extérieur et n’ayant jamais été
vermifugée, un male de 3 mois ayant recu une cure de PANACUR"? (fébantel) un mois auparavant
vivant en intérieur strict avec 2 chats, 2 chiens et un lapin, et enfin un chat male de 5 mois dont le

statut en termes de vermifugation est inconnu, vivant avec un autre chat et ayant accées a |’extérieur.

Enfin des larves de Strongyloides spp. ont été découvertes chez 3 animaux (soit 0,6% de la
population) dont une co-infestation avec Aelurostrongylus abstrusus et Giardia spp., et une autre co-
infestation avec Capillaria spp., Toxocara cati et Mesocestoides spp. comme évoqué précédemment.
Les larves ont été observées dans les feces d’'un male de 9 ans vivant avec un autre chat, ayant accés
a 'extérieur et recevant régulierement du STRONGHOLD"?. Cependant la validité de cet échantillon
est discutable car ayant été prélevé dans le jardin et donc possiblement contaminé par un

parasitisme ambiant.

Pour certains parasites comme Mesocestoides spp. ou Taenia taeniaeformis, I'analyse
coproscopique est trés peu sensible. L’analyse nécropsique est idéale et reflete la prévalence réelle.
Ainsi, les prévalences de ces deux parasites sont obtenues uniquement pour la cohorte des 50 chats
autopsiés.
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Tableau 33. Récapitulatif des prévalences rencontrées sur la
population totale
Parasite Non?l?re Dont co-infestations Prévalence
d’individus
Giardia spp. 247/498 22 49,6%
18 avec Giardia spp.
1 avec Mesocestoides spp.
1 avec C. felis et Giardia spp.
Toxocara cati 46/498 1 avec Dipylidium caninum 9,24%
1 avec Ankylostoma spp. et
Aelurostrongylus abstrusus
1 avec Capillaria spp., Mesocestoides
spp. et Strongyloides spp.
1lavec T. cati
Mesocestoides spp. 2/50 1 avec Capillaria spp., T. cati et 1%
Strongyloides spp.
Taenia taeniaformis 1/50 Aucune co-infestation 2%
. 2 avec Giardia spp.
Cystoisospora spp. 5/498 1 avec T, cati 1%
3 avec Giardia spp.
Ael ‘g ;’;:rr;:ugsy lus 5/498 1avec T. cati 1%
1 avec T. cati et Ankylostoma spp.
1 avec A. abstrusus et Giardia spp.
Strongyloides spp. 3/498 1 avec T. cati, Capillaria spp. et 0,6%
Mesocestoides spp.
Dipylidium caninum 2/498 1 avec T. cati 0,4%
0y 1 avec T. cati, Mesocestoides spp. et 0,2%
Capillaria spp. 1/498 Strongyloides spp.
Ancylostoma spp. 1/498 1 avec A. abstrusus et T. cati 0,2%
Toxascaris leonina 1/498 Aucune co-infestation 0,2%

Giardia spp. et Toxocara cati étant les parasites les plus fréquemment rencontrés dans notre
étude, seuls ces deux parasites font I'objet d’'une étude de prévalence en rapport avec les facteurs

épidémiologiques évoqués. De plus, pour ces deux parasites, I'excrétion (en opg et en nombre

moyen de kystes de Giardia spp. par champ) était plus importante que pour les autres parasites.

Neufs animaux présentaient une infestation par Toxocara cati avec une excrétion importante
(plus de 100 ceufs par gramme). Il s’agissait de six jeunes chats de moins de 8 mois, un chat 4gé de 6
ans et une chatte agée de 13 ans. Cing animaux n’avaient jamais recu de vermifuge. Trois animaux
avaient regu un vermifuge de nom ne nous ayant pas été communiqué moins d’un mois auparavant

et un jeune male de 3 mois avait recu du DRONTAL"? (pyrantel et praziquantel) moins d’un mois

auparavant.
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L'excrétion de Giardia spp. est généralement faible : pour 166 animaux, le nombre de kystes

Giardia spp. observés par champ au microscope était inférieur a 5 (a I'objectif x40).
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Graphique 6. Classes d’excrétion pour Toxocara cati
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Graphique 7. Classes d’excrétion pour Giardia spp.

4.2 Influence de la provenance des chats sur la prévalence parasitaire

Dans les graphiques suivants s’intéressant a I'influence des facteurs d’intéréts sur la prévalence
parasitaire, les résultats coproscopiques obtenus sur les chats autopsiés (analyse du contenu du gros

intestin) sont assimilés a un résultat de chat présenté en consultation.
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Graphique 8. Prévalences selon la provenance des chats.

Il n’existe pas de différence significative entre les prévalences parasitaires des chats venus en
consultation a 'ENVT et des chats appartenant au personnel et aux étudiants de 'ENVT (2 = 0,805 ;
degré de liberté =1 ; p > 0,050).

Les chats appartenant au personnel et aux étudiants de I'ENVT sont moins infestés par
Toxocara cati que les chats venus en consultation a 'ENVT et ce, de maniére significative (x2=6,2;
degré de liberté = 1; p <0,050). Concernant la prévalence de Giardia spp., il n'y a pas de différence
significative entre les chats appartenant au personnel et aux étudiants de 'ENVT et les chats venus

en consultation (y* = 1,963 ; degré de liberté =1 ; p > 0,050).

4.3 Influence de la consistance des selles sur la prévalence parasitaire

Parmi les 498 échantillons, 53 étaient des selles non moulées (c’est-a-dire de consistance
molle voire diarrhéique) dont 13 échantillons négatifs, 28 échantillons contenant des Giardia spp., 6
échantillons présentant des ceufs de Toxocara cati et 6 échantillons avec une association Giardia spp.
et Toxocara cati. Il n’existe pas de différence significative concernant la prévalence parasitaire
globale entre les chats présentant des selles non moulées (53 chats dont 40 chats parasités) et les
chats dont les selles étaient correctement moulées (445 chats dont 228 chats parasités) (2 = 2,995 ;

degré de liberté =1 ; p > 0,050).

4.4 Influence du motif de consultation sur la prévalence parasitaire

Vingt-six chats ont été présentés en consultation pour des troubles digestifs. Notons que

I'aspect anormal des selles n’inquiéte pas tous les propriétaires. Sur 10 chats présentant une
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diarrhée chronique, aucun parasite n’a été trouvé pour 4 chats, le parasite Giardia spp. a été
retrouvé chez 3 chats, Toxocara cati chez 2 chats et Taenia taeniaeformis chez un chat. Huit chats ont
été présentés en consultation pour amaigrissement et les analyses coproscopiques étaient négatives.
L’'hématochézie était le motif de consultation de quatre chats, le parasite Giardia spp. était présent
dans les selles de trois d’entre eux (avec une excrétion allant de 1 a 20 Giardia spp. par champ). Un

chat avec de I’hématémese excrétait 8 Giardia spp. par champ.

Onze animaux ont été présentés en consultation pour troubles respiratoires. Les
propriétaires de six chats rapportaient de la toux, seul un chat était parasité par Aelurostrongylus
abstrusus. Parmi les chats présentés en détresse respiratoire, un chat était parasité par Giardia spp.

et un autre chat par Mesocestoides spp. et Toxocara cati.

4.5 Influence de I'dge sur la prévalence parasitaire

Tableau 34. Prévalence parasitaire selon I'dge
. [6mois —
[0 — 6mois] 1an] [1-5 ans] [6—10 ans] [> 11 ans] Total
Nombre de 80/123 60/94 80/150 31/69 27/60  278/496*
positifs/Effectif
Prévalence 65,0% 63,8% 53,3% 44,9% 45,0% 56%

* 2 individus d’dge inconnu non inclus

Les prévalences des chats dgés de moins de 6 mois et des chats agés de 6 mois a 1 an ne sont
pas significativement différentes (% = 0,034 ; degré de liberté =1 ; p = 0,853).

Il n’existe pas de différence significative entre les prévalences des chats dgésde 1 a5 ans,
des chats dgés de 6 a 10 ans et des chats dgés de plus de 11 ans (x2 = 1,947 ; degré de liberté =2 ; p
=0,378).

La prévalence des chats agés de moins de 6 mois est significativement supérieure aux
prévalences des chats dgés de plus d’un an ([0-6mois] versus [1-5ans] : %2 = 3,839; degré de liberté =
1;p =0,050; [0-6mois] versus [6-10ans] : x? = 7,309; degré de liberté = 1 ; p = 0,007 ; [0-6mois]
versus [>11ans] : x> = 6,629 ; degré de liberté = 1; p = 0,010). Il en va de méme pour la prévalence

des chats agés de 6 mois a un an.
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4.6 Influence de la vermifugation sur la prévalence parasitaire
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Graphique 9. Prévalences selon la fréquence de traitement antiparasitaire
interne.

Une vermifugation récente (inférieure a trois mois) ne semble pas avoir d’influence sur la
prévalence parasitaire globale, en effet, il n’existe de pas différence significative entre les animaux
vermifugés a des intervalles différents (y? = 0,264 ; degré de liberté = 3; p > 0,050). Notons que
I’effectif du groupe de chats dont la derniere vermifugation a été réalisée entre 6 mois et un an est
faible (14 chats).

Cependant il existe une différence significative dans les habitudes de vermifugation entre la
cohorte ENVT et celle consultation. En effet les chats de I'ENVT sont 93 parmi 103 soit 90,3% a avoir
recu un vermifuge dans les 6 mois précédant I’analyse contre 215 parmi 334 chez les chats présentés

en consultation soit 64,37% (x> = 4,09 ; degré de liberté = 1 ;p < 0,050).

4.7 Influence du sexe et du statut reproducteur sur la prévalence

parasitaire

Il n’existe pas de différence significative pour la prévalence globale entre les femelles et les
males (x2 = 0,003 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050). Il n’existe pas de différence significative entre les

femelles des cohortes « Consultation » et « ENVT » (y? = 0,164 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050).
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Graphique 10. Prévalences par cohorte selon le sexe

Dans I'échantillon total, les femelles sont significativement moins infestées que les males par
Toxocara cati (? = 4,654 ; degré de liberté = 1; p < 0,050). En revanche, il n’y a pas de différence
significative entre les males et les femelles pour Giardia spp. (y* = 3,189 ; degré de liberté =1; p >

0,050).
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Graphique 11. Prévalences de Toxocara cati et Giardia spp. selon le sexe dans la

population totale
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Graphique 12. Prévalences par cohortes selon le statut reproducteur

La prévalence parasitaire globale est supérieure chez les animaux entiers par rapport aux
animaux stérilisés, et ce de maniére significative (2 = 3,784 ; degré de liberté = 1 ; p <0,050).

Pour les animaux stérilisés, il n’existe pas de différence significative entre les cohortes
« Consultation » et « ENVT » (%2 = 0,026; degré de liberté = 1 ; p > 0,050). Il en est de méme pour les

animaux non stérilisés de ces deux cohortes (y*= 0,819; degré de liberté = 1; p > 0,050).
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Graphique 13. Prévalences de Toxocara cati et Giardia spp. selon le statut

reproducteur

Il existe une différence significative entre les animaux entiers et les animaux stérilisés
concernant I'infestation par Toxocara cati (y? = 7,164 ; degré de liberté = 1 ; p <0,050) et I'infestation
par Giardia spp. (y* = 6,726 ; degré de liberté = 1; p < 0,050). Les animaux stérilisés sont

significativement moins atteints.
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4.8 Influence du mode de vie sur la prévalence parasitaire

4.8.1 Environnement rural/urbain
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Graphique 14. Prévalences par cohortes selon I’environnement rural ou urbain du
chat

Les prévalences parasitaires globales des animaux vivant en milieu urbain et des animaux
vivant en milieu rural ne sont pas significativement différentes (x> = 0,037 ; degré de liberté =1; p >
0,050). Il n'existe pas de différence significative entre les cohortes « Consultation » et « ENVT »
(Environnement urbain : x2 = 0,123 ; degré de liberté = 1; p > 0,050 ; Environnement rural : 2 =

0,363 ; degré de liberté =1 ; p > 0,050).
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Graphique 15. Prévalences de Toxocara cati et Giardia spp. selon I’environnement
urbain ou rural.

Il n’existe pas de différence significative entre les animaux vivant en milieu rural et les
animaux vivant en milieu urbain concernant l'infestation par Toxocara cati (x> = 2,77 ; degré de

liberté = 1; p >0,050) et I'infestation par Giardia spp. (x*= 0,017 ; degré de liberté =1 ; p > 0,050).
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4.8.2 Mode de vie intérieur/acces a I'’extérieur
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Graphique 16. Prévalences par cohortes selon le mode de vie (intérieur strict /

acces a I’extérieur possible).

Dans I'échantillon total, aucune différence significative n’est observée entre les animaux
vivant en intérieur strict et les animaux ayant accés a I'extérieur (x> = 0,852 ; degré de liberté =1; p >
0,050). Il en est de méme au sein des cohortes « Consultation » (% =1,392 ; degré de liberté =1; p >
0,050) et « ENVT » (y?= 0,036 ; degré de liberté =1 ; p > 0,050).

Les prévalences obtenues dans les deux cohortes ne présentent pas de différence significative
(Intérieur strict : ¢? = 0,022 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050; Accés a I'extérieur : y? = 1,22 ; degré de
liberté =1 ; p > 0,050).
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Graphique 17. Prévalences de Toxocara cati et de Giardia spp. selon le mode de

vie (intérieur strict / accés a I’extérieur possible).

Il existe une différence significative entre les animaux ayant acces a I'extérieur et les animaux

vivant en intérieur strict concernant la prévalence de par Toxocara cati (y* = 3,169 ; degré de liberté
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= 1; p <0,050). Les animaux ayant acces a l’extérieur sont significativement plus infestés. En
revanche, aucune différence significative n’est observée pour la prévalence de Giardia spp. (x? =

6,019 ; degré de liberté =1 ; p = 0,014).

4.8.3 Présence ou non d’autres animaux dans le foyer
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Graphique 18. Prévalences selon la présence d’autres animaux dans le foyer.

Il n’existe pas de différence significative entre les animaux vivant seuls ou vivant avec
d’autres animaux dans I’échantillon total (y? = 0,631 ; degré de liberté = 1; p > 0,050). Les résultats
obtenus dans les cohortes « Consultation » et « ENVT » ne sont pas différents (Chats vivant seuls : y?
= 0,162 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050; Chats vivant avec d’autres animaux : x = 0,962 ; degré de

liberté =1 ; p > 0,050).
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Graphique 19. Prévalences de Toxocara cati et de Giardia spp. selon la présence

d’autres animaux dans le foyer ou non
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Entre les animaux vivant seuls ou vivant avec d’autres animauy, il n’existe pas de différence
significative concernant la prévalence de Toxocara cati (y? = 1,462 ; degré de liberté = 1; p > 0,050)

et de Giardia spp. (x> = 0,686 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050).

4.8.4 Comportement chasseur ou non
Le comportement de chasse a été rapporté pour 54 chats, des parasites ont été mis en

évidence dans les selles de 51,9% d’entre eux (soit 28 chats). La prévalence parasitaire chez les chats
définis comme non chasseurs est de 53,8%. Ces résultats ne présentent pas de différence

significative (x% = 0,245 ; degré de liberté = 1 ; p > 0,050).

4.9 Discussion

4,9.1 Matériels et méthodes
Les feces de 501 chats ont été récoltées. Trois chats ont été exclus de I’étude car leur lieu

d’habitation ne correspondait pas a la zone géographique précédemment définie. Ainsi, les selles de
498 chats ont été analysées dont 50 chats autopsiés et 110 chats appartenant a des étudiants

vétérinaires ou des personnes travaillant a I’'ENVT.

La technique de flottation utilisée permet de mettre en évidence des éléments parasitaires
peu ou pas observables a I’ceil nu se trouvant dans les matieres fécales (ceufs, kystes...). Cependant la
sensibilité de I'analyse dépend de la représentativité de I’échantillon, de la méthode de collecte et de
sa conservation. Ainsi, I'idéal est que les selles soient prélevées sur une surface séche et propre, la
guantité totale de selles devant correspondre a la quantité émise par I'animal sur 24 heures.
Malheureusement cela n’est pas réalisable dans le cadre d’une collaboration avec les propriétaires.
Les selles doivent étre les plus fraiches possibles, si nécessaire, il est possible de les conserver au
réfrigérateur a 4°C pendant un a trois jours. De ce fait, I'analyse a été réalisée dans les douze heures
suivant I'autopsie ou la collecte auprés des propriétaires, le matériel a analyser étant conservé au
réfrigérateur a 4°C. Les éléments parasitaires étant irrégulierement distribués dans les feces, il est

également tres important d’homogénéiser I’échantillon avant toute analyse ce qui a été fait.

L'étude des prévalences parasitaires en fonction du mois de préléevement a été envisagée
afin de mettre en évidence des périodes a risque majoré. Cette analyse a été abandonnée du fait de
I’hétérogénéité de la répartition de I’échantillon ne permettant pas la réalisation d’une étude

statistique représentative (exemple : en février 2016, analyse de 8 féces parmi lesquelles 3 positives
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[37,5%] ; en février 2017, analyse de 68 feces dont 53 positives [77,94%]). De méme, en I'absence de
données sur les prévalences mensuelles, I'étude de I'influence de la météorologie n’a pas pu étre
menée. Cependant si les conditions météorologiques ont une importance particuliére lors de I'étude
de la prévalence de certains parasites comme les strongles des ruminants, chez les carnivores
domestiques leur influence est moindre (Nolan et al, 1995). D’une part la vie en intérieur strict
affranchit le développement des parasites des conditions du milieu, d’autre part les deux parasites
les plus représentés dans cette étude qui sont Giardia duodenalis et Toxocara cati ont une

répartition cosmopolite.

Concernant la recherche des Giardia spp., une analyse des selles sur trois jours aurait permis
d’augmenter la sensibilité de notre méthode mais cela s’avere plus délicat a obtenir aupres des
propriétaires. De plus, I'ajout d’une goutte de lugol ou de bleu de méthyléne aurait permis de
faciliter I'identification des kystes parasitaires car ils permettent d’en mieux visualiser les structures
internes. L'utilisation d’un test rapide de recherche de copro-antigenes aurait également pu étre
envisagée bien que sa supériorité en termes de spécificité et de sensibilité soit discutée (Decock et al.
2003 ; Cirak et Bauer, 2004 ; Mekaru et al., 2007). Toutefois, la concordance de nos résultats avec ceux
d’une précédente étude ayant utilisé la méme méthode de flottation (Gibier, 2007) semble rassurante

guant a la justesse des chiffres obtenus.

4.9.2 Population de chats étudiée
Durant la période de récolte des prélevements, 3958 chats différents ont été présentés en

consultation au Centre Hospitalier Universitaire de 'ENVT. L'étude concerne donc 12,6% des chats
patients a 'ENVT. L’échantillon n’a pas été choisi de facon aléatoire mais de facon empirique (selon
le souhait et la possibilité des propriétaires de participer a cette étude), cela représente donc un
premier biais. Un deuxiéme biais est la sur-représentation des animaux vivant en intérieur strict et
des jeunes animaux. En effet, I’étude inclut 251 chats vivant en intérieur strict (soit 58,43%). Les
chats vivant exclusivement en extérieur sont trés peu nombreux (3/498 soit 0,60%). Cela s’explique
par le mode de collecte des échantillons (dans la litiere) impliquant nécessairement un temps de
résidence en intérieur. Un troisieme biais est l'inclusion dans I'étude de chats médicalisés
uniquement (puisqu’ils sont présentés en consultation). Les prévalences seraient probablement
différentes si I’étude avait inclus des chats non médicalisés ou errants.

Les animaux agés de moins d’un an représentent 43,7% de I'effectif. Cela peut s’expliquer par
le mode d’obtention des échantillons. De fait, les services de consultations de Médecine Préventive

et de Reproduction qui regoivent essentiellement des jeunes chats ont beaucoup contribué a notre
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collecte. Les motifs de consultation majoritaires sont la vaccination (163/498 soit 32,73%) et la
consultation de pré-stérilisation (95/498 soit 19,08%). La participation a I'étude pouvait également

étre spontanée pour le personnel et les étudiants de 'ENVT (65 échantillons).

Des informations sur l'administration des traitements antiparasitaires internes ont été
récoltées aupres des propriétaires. Quatre vingt dix neuf chats n’ont jamais recu de vermifuge
(19,88%). De nombreux clients ne connaissaient pas la molécule utilisée, cette information est donc
manquante pour 109 chats (sur 399 chats ayant recu un vermifuge, soit 27,3%). Parmi les chats ayant
recu un vermifuge de nom connu, 168 chats ont recu du MILBEMAX"® (milbémycine oxime et
praziquantel) ou un équivalent (ex. MILPRO"®, MILBACTORMP), les autres produits fréquemment
évoqués sont le STRONGHOLD" (sélamectine, 34 chats), le PROFENDER"® (émodepside et
praziquantel, 15 chats), le DRONTAL"® (pyrantel et praziquantel, 15 chats) et le BROADLINE""
(fipronil, (S)-méthopreéne, éprinomectine et praziquantel, 12 chats).

Il existe une différence significative dans les habitudes de vermifugation entre la cohorte
ENVT et celle des animaux présentés en consultation. Les chats des membres de I'ENVT sont plus
fréquemment vermifugés, cela peut s’expliquer par une sensibilisation plus importante vis-a-vis de la
vermifugation.

L'absence de différence significative entre les prévalences parasitaires chez les chats ayant
recu un vermifuge ou non est a considérer avec précaution. En effet, comme mentionné dans la
partie bibliographique, Giardia spp. n’est pas ou peu sensible aux vermifuges utilisés. Ainsi I'inclusion
des giardioses dans la comparaison de |'efficacité de la vermifugation induit un biais et I’exclusion
des giardioses est rendue treés difficile par I'existence de co-infestations. De méme |'étude de
I'efficacité des vermifuges par spécialité employée n’était pas pertinente du fait du sous-
représentation de certaines molécules.

Cependant, plus que la date de derniére vermifugation, il aurait été intéressant de connaitre la
fréquence de celle-ci afin de comparer nos résultats avec ceux d’'une étude ayant démontré une
prévalence parasitaire significativement inférieure chez les chats recevant plus de 3 traitements

antiparasitaires par an (Beugnet, 2014a).

Le comportement de prédation est instinctivement considéré comme un facteur de risque,
puisque les chats ayant ce comportement et consommant leurs proies peuvent s’infester plus
facilement. Dans I'étude, peu de propriétaires rapportent un comportement de prédation de la part
de leur animal, cela est en lien avec la prédominance du mode de vie en intérieur strict mais

également parce que ce comportement peut étre sous-estimé par les propriétaires.
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4.9.3 Résultats coproscopiques
Dans cette étude, 56,4% des échantillons comportaient des éléments parasitaires d’au moins

une espece. Le taux de parasitisme est donc non négligeable.

Des différences entre les chats appartenant a des membres de I'ENVT et les chats
appartenant a d’autres personnes ont été recherchées pour les différents critéres étudiés (sexe,
statut reproducteur, mode de vie...). Des différences significatives ont été observées entre ces deux
cohortes. Les chats appartenant a des membres de 'ENVT sont significativement moins infestés par
Toxocara cati que ceux des animaux présentés en consultation mais I'infestation parasitaire globale
n’est pas différente dans les deux cohortes. Cela peut s’expliquer par les habitudes de vermifugation
précédemment évoquées chez les membres de 'ENVT. L'absence de différence pour I'infestation
parasitaire au sens large pouvant se justifier par I'absence ou la moindre efficacité des vermifuges

usuels sur les infestations par Giardia spp.

L'age est un facteur clé. En effet, la prévalence parasitaire est nettement supérieure chez les
chats agés de moins d’un an. Cela a été observé a plusieurs reprises dans la littérature (Gibier, 2007 ;
Palmer et al, 2008 ; Gates et Nolan, 2009). Cela s’explique par le caractére immature des jeunes
animaux et par la vie en groupe des chatons qui permet de fréquentes recontaminations. L’influence
de I'age peut également étre liée a la vermifugation qui est en général réalisée au moment de la

primovaccination. Les jeunes animaux sont donc souvent moins vermifugés.

Dans cette étude, il n’existe pas de différence entre les males et les femelles pour Ia
prévalence parasitaire globale. Cependant, la stérilisation semble avoir une influence sur le taux
d’infestation. En effet, les animaux entiers sont significativement plus parasités que les animaux
stérilisés. Pour les animaux ayant un acceés a |'extérieur, cela peut s’expliquer par le fait que les
animaux entiers possédent un territoire plus grand et sont donc exposés a une plus grande source
d’infestation. Pour les autres animaux, on peut éventuellement imaginer une moindre médicalisation

des animaux non stérilisés.

Le mode de vie de I'animal semble avoir peu d’influence sur le parasitisme. En effet, la
prévalence parasitaire globale n’est pas différente entre les chats vivant en milieu urbain ou en
milieu rural. Il existe cependant une différence significative vis-a-vis de Toxocara cati dont la
prévalence est significativement plus élevée chez les animaux ayant acces a 'extérieur. La présence
d’autres animaux dans le foyer n’a pas d’influence non plus. De maniére plus surprenante, la

prévalence n’est pas différente entre les chats ayant un accés a I'extérieur et les chats vivant en
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intérieur strict. Il n"existe pas non plus de différence significative entre les animaux ayant acces a
I’extérieur en milieu urbain et ceux en milieu rural. Dans la littérature, une prévalence plus élevée est

souvent rapportée pour les animaux vivant a I’extérieur.

La majorité des infestations parasitaires sont des giardioses. Giardia spp. est retrouvée seule
chez 45,2% des chats (225 individus) et avec au moins un autre parasite chez 4,4% des chats (soit 22
chats). La prévalence globale de Giardia spp. est de 49,6%. Ce chiffre est semblable a celui trouvé en
2006 (51,6%) dans la région toulousaine également (Gibier, 2007) mais nettement supérieur aux
prévalences précédemment déterminées en France : 10,0% en 1996 dans la région lyonnaise
(Beugnet, 1996) et 8,8% en 2000 dans la région parisienne (Beugnet et al., 2000). Cette prévalence de
Giardia spp. est également trés supérieure aux prévalences déterminées dans d’autres pays
européens. En effet, en Italie en 2015, sur 146 chats domestiques, 7,5% d’entre eux présentaient une
giardiose (Mancianti et al., 2015). En Pologne, la prévalence est de 2,9% selon une étude réalisée sur
les feces de 264 chats (Zajac et al., 2017). Ainsi, la prévalence varie de fagon importante d’une étude a
une autre, selon la localisation et la méthode utilisée. La prévalence mondiale serait d’environ 12%
chez le chat (Bouzid et al., 2015).

Cette prévalence élevée s’explique aussi par I'absence de Giardia spp. dans le spectre des
vermifuges conventionnels et par une recontamination fréquente des chats. Le traitement contre
Giardia spp. est généralement mis en place lorsque I'animal présente des troubles digestifs et/ou un
taux d’excrétion supérieur a 10 kystes parasitaires par champ. Dans cette étude, 16,2% des chats
présentaient un taux d’excrétion le nécessitant. La majorité des chats présentaient des taux

d’excrétion inférieur a 5 kystes parasitaires par champ (166/247 soit 67,2%).

Toxocara cati est le second parasite le plus fréquent, sa prévalence globale s’éleve a 9,24%.
Les individus concernés présentaient une co-infestation dans 50% des cas. Cette fois encore, notre
résultat est similaire a celui obtenu en 2006 dans la région toulousaine (Gibier, 2007). Il est
légerement inférieur a d’autres résultats obtenus : 11,0% dans une étude menée sur 3000 chats en
France et en Allemagne (Coati et al. 2003) ; 14,0% dans une étude menée sur 180 chats en France (Loge
C. 2001). En ltalie, la prévalence de Toxocara cati varie également selon les régions (entre 10,3% et
33,1% selon les études) mais reste plus élevée qu’en France (Riggio et al.,, 2013 ; Spada et al., 2013 ;
Zanzani et al., 2014 ; Mancianti et al., 2015). Le Danemark semble étre le pays européen ou les chats
sont les plus infestés par ce parasite avec des prévalences variant de 44,0 a 84,8% selon les études
(Takeuchi-Storm et al., 2015 ; Hansen et al., 2017). La plupart des chats excretent moins de 25 ceufs par

gramme (47,2%). Notons que dans notre étude, I'accés a I’extérieur est un facteur de risque pour
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I'infestation par Toxocara cati, les ceufs sont en effet trés résistants et restent infestants durant

plusieurs années.

Les prévalences des autres parasites identifiées dans cette étude sont inférieures ou égales a
1%. Pour certains (Mesocestoides spp., Dipylidium caninum, Taenia taeniaformis), les méthodes
utilisées étaient peu sensibles et le nombre d’animaux autopsiés trop faibles (50 chats) ne
permettant pas une interprétation juste de ces résultats.

Il existe peu de données concernant la prévalence de Mesocestoides spp. dans le monde.
Dans notre étude, le parasite adulte a été identifié dans 'intestin gréle de deux animaux autopsiés
(soit une prévalence 0,4%). La présence du parasite est également rapportée dans trois études
européennes utilisant I'autopsie comme méthode diagnostique, la prévalence observée reste faible :

1,2% en Italie (Riggio et al., 2013) et 3,0% au Danemark (Takeuchi-Storm et al., 2015).

Des ceufs de Capillaria spp., d’Ancylostoma spp. et Toxascaris leonina ont été identifiés a
I’analyse coproscopique des féces de trois chats différents. Ces parasites sont plutot rares en Europe
mais ne doivent pas étre négligés, leurs prévalences allant jusqu’a 5% dans certains pays (Rambozzi et
al.,, 2007 ; Beugnet et al., 2014a ; Di Cesare et al., 2015b ; Grandi et al., 2017 ; Hansen et al., 2017).

Des ookystes de Cystoisospora spp. ont été retrouvés dans les féces de cing chats, soit une
prévalence de 1%. Ce résultat est similaire a celui précédemment obtenu dans la région toulousaine
(Gibier, 2007). Une étude réalisée dans plusieurs pays d’Europe (dont la France) sur 1519 chats a

cependant révélé une prévalence supérieure (9,7%) de Cystoisospora spp. (Beugnet et al., 2014a).

Le recours a la méthode de Baermann a permis la mise en évidence de larves L1
d’Aelurostrongylus abstrusus et Strongyloides sp qui ont été détectées chez seulement huit chats,
dont sept présentant une co-infestation avec d’autres parasites. Un jeune male de 6 mois présentait
une co-infestation par Aelurostrongylus abstrusus et Strongyloides spp. Ce chiffre peut étre sous-
estimé en raison de [I'excrétion intermittente des larves. D’autre part [Iidentification
d’Aelurostrongylus abstrusus est difficile et repose sur la taille de la larve (qui fait actuellement
débat, selon les publications une taille minimale de 300 ou 350 um est évoquée), ainsi qu’une
obervation fine de la téte et de la partie caudale du parasite (queue en forme de cédille présentant
trois projections évoquant des poignées de porte). La larve L1 peut étre aisément confondue avec
celle de Troglostrongylus spp.. Des méthodes de diagnose génomiques ont été développées ces
dernieres années et auraient présenté un intérét pour confirmer la nature des parasites rencontrés

(Traversa et al., 2013).

112



Les cing cas d’aelurostrongylose ne concernent que des chats agés de moins de 8 mois, un
seul chat dgé de 2 mois présentait des troubles respiratoires, les autres ne présentaient aucun signe
clinigue. L'absence de signes cliniques peut étre expliquée par une infestation récente ou une faible
charge parasitaire. Le nombre de cas étant faible dans cette étude, il n’est pas possible de mettre en
évidence des facteurs de risque. Selon des publications récentes, le sexe n’aurait pas d’influence
(Tamponi et al., 2014), mais les jeunes animaux seraient plus sensibles (Traversa et al., 2008 ; Di Cesare et
al.,, 2015a).

L'un des cas concerne un animal autopsié, pour lequel des larves L1 d’Aelurostrongylus
abstrusus ont également été retrouvées dans les poumons en utilisant une méthode de Baermann
modifiée. Dans une étude menée au Danemark, la recherche d’Aelurostrongylus abstrusus a été
réalisée avec deux techniques: la méthode de Baermann sur les féces des chats mais aussi une
méthode de digestion pour les poumons qui s’est avérée plus sensible puisqu’elle permettait de
détecter la présence de larves L1 mais aussi d’ceufs et d’adultes (Olsen et al., 2015). La méthode de
Baermann modifiée utilisée sur les poumons dans notre étude n’utilisant pas la digestion, elle s’est

avérée moins sensible que la méthode classique sur féces.

Des larves de Strongyloides spp. ont été retrouvées dans les féces de trois chats, dont deux
chats adultes (6 et 9 ans), soit une prévalence de 0,6%. En Europe, lorsque la présence de
Strongyloides spp. est notée, sa prévalence est relativement faible : 3,4% en Roumanie lors d’une
étude sur 414 chats domestiques (Mircean et al., 2010) et 1,0% au Danemark dans une étude portant
sur 99 chats vivant en extérieur (Takeuchi-Storm et al., 2015). En Malaisie, en Thailande et en Egypte,
les prévalences décrites sont similaires (Mohd Zain et al., 2013 ; Rojekittikhun et al., 2014 ; El-Seify et al.,
2017). En revanche, des taux d’infestation plus importants (de 14,3% a 28,0%) ont été rapportés au
Brésil et au Qatar (Abu-Madi et al., 2007 ; Lorenzini et al., 2007). Les infestations par Strongyloides spp.
provoquant des signes cliniques sont rares et concernent plutét des animaux jeunes (Thamsborg et al.,
2017). Strongyloides spp. étant également un parasite de ’'Homme, il serait intéressant de réaliser le

typage génétique des Strongyloides spp. infestant le chat afin de mesurer leur potentiel zoonotique.

5. Résultats et discussion pour Toxoplasma gondii

5.1 Population étudiée et résultats

La recherche sérologique de Toxoplasma gondii a été réalisée pour 139 chats dont 70 males et
69 femelles, 39 animaux stérilisés et 100 entiers. L'échantillon comprend 7 chats de race (soit
5,03%) (deux Maine Coon, un Persan, un Scottish Straight, deux Siamois et un Sphinx), les autres
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étant des chats Européens. Le mode de vie en intérieur strict concerne 93 chats (66,90%) et 46 chats
ont libre accés a I'extérieur (33,1%).

Le test sérologique s’est avéré positif pour 14 chats, c’est-a-dire avec un rapport S/P supérieur
a 50%. Aucun résultat douteux (40% < S/P < 50%) n’a été obtenu. La séroprévalence obtenue dans

cette étude est donc de 10,07%.

Tableau 35. Séroprévalence selon I'dge
[0-1an[ [1-5 ans] [6—-10 ans] [>11 ans] Total
Nombre de
positifs/Effectif 4/71 3/34 3/12 4/8 14/139
Prévalence 5,6% 8,8% 25,0% 50,0% 10,07%

La séroprévalence augmente avec lI'age. Les résultats positifs concernent uniquement des

chats Européens, agés de 2 mois a 17 ans.
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Graphique 21. Séroprévalence en fonction du statut reproducteur

Les résultats séropositifs concernent deux femelles entiéres, quatre femelles stérilisées,
guatre males entiers et quatre males castrés. |l n’existe pas de différence significative entre les males
et les femelles (y? = 0,287 ; degré de liberté = 1; p > 0,050). En revanche, la séroprévalence est
significativement plus élevée chez les chats stérilisés (8/39) que chez les chats non stérilisés (6/100)
(x*=5,839; degré de liberté = 1 ; p > 0,050).
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Graphique 22. Séroprévalence en fonction du mode de vie

Trois chats séropositifs vivent en intérieur strict, les 11 autres chats séropositifs peuvent
avoir accés a I'extérieur. La séroprévalence est significativement plus élevée chez les animaux ayant
acces a I'extérieur que chez les animaux vivant en intérieur strict (x2 = 13,699 ; degré de liberté =1 ;
p < 0,050). Un comportement de chasse est rapporté par les propriétaires de deux des chats

séropositifs.
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Graphique 23. Séroprévalence en fonction du résultat de la coproscopie

L'analyse coproscopique était positive pour 9 chats séropositifs: 8 animaux étaient
excréteurs de Giardia spp. et un chat présentait une co-infestation par Giardia spp. et Toxocara cati.
Il n’existe pas de différence significative entre les chats dont I’analyse coproscopique était positive et
les autres chats (x2 = 0,235 ; degré de liberté =1 ; p > 0,050).

Pour tous les chats séropositifs, la recherche de larves pulmonaires par la méthode de

Baermann s’est révélée négative.

5.2 Discussion

5.2.1 Matériels et méthodes
La recherche sérologique de Toxoplasma gondii a été proposée pour les 498 chats de I'étude.

Tous les propriétaires n’étant pas d’accord pour faire subir cet examen a leur animal et les chats

étant des animaux difficiles a prélever, 139 sérums ont été obtenus.
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Pour déterminer la prévalence de Toxoplasma gondii, la recherche d’anticorps dirigés contre le
parasite dans le sang (sang total, sérum ou plasma) est a préférer a la recherche d’ookystes dans les
féces puisque leur excrétion est intermittente. En effet, un chat n’est généralement excréteur qu’une
seule fois dans sa vie, et ce pendant quelques jours seulement. En revanche, un chat excréteur émet
une grande quantité d’ookystes ce qui explique une contamination de I'environnement trés
hétérogene (Afonso et al., 2008). A un instant donné, moins de 1% des chats infestés par Toxoplasma
gondii sont excréteurs d’ookystes (Dabritz et al., 2007). Dans une étude réalisée sur 490 chats en
Finlande en 2012, la séroprévalence était de 48,4%, alors que des ookystes ont été identifiés par PCR
dans les selles de 1,5% des chats (Jokelainen et al. 2012). Le choix du test sérologique a été réalisé en
fonction de sa facilité de réalisation, du matériel nécessaire, de son colt et de sa fiabilité. Dans deux
études comparant plusieurs kits commerciaux , le test ID Screen® Toxoplasmosis s’est révélé étre le

plus fiable (Gyérke et al., 2011 ; Dubey et al., 2014).

5.2.2 Résultats sérologiques
La séroprévalence obtenue dans cette étude est de 10,07%. En 2006, une étude réalisée sur les

chats vivant en région toulousaine avait déterminé une séroprévalence de 29,5%. Pour cette étude,
un autre kit commercial avait été utilisé : le kit Toxo-Screen® (laboratoire bioMérieux) qui est un test
d’agglutination directe (Loriaux, 2006). Des taux plus importants sont également rapportés dans
d’autres pays européens. Une prévalence plus forte est observée dans les pays de I'Europe de IEst
ou elle dépasse 50% (Michalski et al., 2010 ; Dubey et al., 2014 ; Must et al., 2015).

Le seul facteur de risque identifié dans cette étude est le mode de vie permettant un acces a
I’extérieur. Cependant on constate également une augmentation de la séroprévalence avec I'age. En
effet, les chats agés ont plus de chances de rencontrer le parasite que les jeunes individus. De plus, le
mode de contamination prédominant chez le chat est I'ingestion de Mammiféres ou Oiseaux infestés
par Toxoplasma gondii. D’autre part, les chats n"appartenant a pas a une race semblent plus a risque,
cela peut étre lié a leur mode de vie, les chats de race vivant plus fréqguemment en intérieur strict.

Ces mémes facteurs de risque sont également rapportés dans d’autres études (Must et al., 2015).
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6. Conclusion

Cette étude réalisée aupres de 498 chats domestiques résidant dans la région toulousaine a
permis de mettre en évidence que plus d’un chat sur deux hébergeait au moins une espece
d’endoparasite. La prévalence de Giardia spp. est élevée (49,60%), cette parasitose étant
asymptomatique dans la majorité des cas. Toxocara cati est le deuxiéme parasite le plus
fréguemment rencontré (9,24%), touchant surtout les chats agés de moins d’un an. Ce constat vient
renforcer la validité des recommandations en termes de vermifugation des jeunes chats. D’autres
parasites digestifs ont été identifiés mais leur prévalence est faible : Cystoisospora spp., Dipylidium
caninum, Ancylostoma spp., Strongyloides spp et Toxascaris leonina. L’analyse des contenus digestifs
de 50 chats autopsiés a permis la mise en évidence de Mesocestoides spp. et Taenia taeniaformis
dont la présence ne peut étre objectivée avec les méthodes coproscopiques usuelles.

Les parasites pulmonaires sont rares chez le chat, la prévalence d’Aelurostrongylus abstrusus
est de 1%. Le jeune age semble étre un facteur de risque pour I'aelurostrongylose.

La séropositivité des chats a Toxoplasma gondii est estimée a 10,07%, soit un résultat
inférieur aux prévalences précédemment établies.

Le taux de vermifugation est plus élevé chez les chats appartenant au personnel et aux
étudiants de 'ENVT par rapport aux autres chats. La derniére vermifugation est plus récente chez ces
mémes chats. Au total, seulement 46% des chats avaient recu un vermifuge moins de trois mois
avant le prélevement. La prévention doit étre renforcée, surtout pour les jeunes chats qui sont les

plus a risques.
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Annexes

Annexe 1 : Questionnaire épidémiologique

Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse e
Laboratoire de Parasitologie et Maladies Parasitaires ECOLE ’
NATIONALE

Professeur M. Franc Docteur E. Liénard VETERINAIRE
05.61.19.38.73 05.61.19.39.48

DATE : ..o,

Enquéte « Parasitisme chat »
Theéses Vétérinaires Perrine Henry et Claire Huck
Formulaire d’accompagnement des prélevements

Soit Etiquette ENVT
Soit (hors ENVT) Nom de I'animal : ....cooveovreevececeeee e
Nom du Propriétaire : ......cceeeeeevecevereeeeeeereeeeenens Date de NAISSANCE : ....c.ecuveeeeieee et e
TEIEPNONE : ..ttt RACE ettt ettt b e st e et
ML 2 e e s st s s e Sexe: [1Male [J Femelle
AIESSE & oottt et s et st s Identification  (transpondeur  électronique ou
............................................................................................ TALOUAZE) vttt st st s
MOt de 12 CONSUITATION : ...t e e e e e s s seseae s b s ese seneee
(ou Numéro d’autopsie : ......cccecvrevrrvceeecnnnenn CauSe A€ 13 MOIT fiueeece ettt st et r s e st e )
Date de la derniere VermifUBation ... st e st ettt b st ber e s s e b bbb s enens

Vermifuge utilisé : [J Milbémax
[J Advocate

Mode de vie :

[] Environnement urbain [J Campagne

Autres animaux du foyer :[] Aucun

Régime alimentaire :

[] Strongold
[J Broadline

[ Intérieur uniqguement [ Extérieur uniquement

[JChats: ...

[JDrontal duo  []Ascaténe

[ Profender [J Autre : préciser .................

[ Intérieur et extérieur

[] Chiens : ......

[] Croquettes et/ou Patée exclusivement

[] Croquettes/Patée + extras (restes de repas)

[J Ration Ménagere, COMPOSITION ....ccceeeeeeveeeeeieiereee st seeeseeres et seesseress e e seean

Le chat est-il chasseur ? [1 Non

Antécédents médicaux : FelV: [ Positif

FIV: [ Positif

Prise de sang sur tube sec : [10ui

[J Négatif

[J Oui, types de Proies : ......ceeeveeeeveereereerenne.
[JNon testé

[] Négatif [1Non testé




TITRE : Etude de la prévalence des parasites gastro-intestinaux, pulmonaires et de Toxoplasma gondii
chez le chat en région toulousaine.

RESUME : L'étude épidémiologique menée aupres de chats patients au Centre Hospitalier Universitaire de
I’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse comprend |’analyse coproscopique et la recherche de larves
pulmonaires dans les selles de 498 chats, I'analyse des contenus digestifs de 50 chats autopsiés, et la
recherche d’anticorps dirigés contre Toxoplasma gondii dans des prélevements sanguins issus de 139
chats. Plus d’un chat sur deux hébergeait au moins une espece d’endoparasite. Les parasites les plus
représentés sont Giardia spp. (prévalence de 49,6%) et Toxocara cati (9,2%). D’autres parasites digestifs
ont été identifiés, mais leur prévalence est faible : Cystoisospora spp. (1%), Strongyloides spp (0,6%),
Dipylidium caninum (0,4%), Ancylostoma spp. (0,2%) et Toxascaris leonina (0,2%). L’analyse des contenus
digestifs de 50 chats a permis de mettre en évidence Mesocestoides spp. (4%) et Taenia taeniaformis (2%)
dont la présence ne peut étre objectivée avec les méthodes coproscopiques habituelles. Les parasites
pulmonaires sont rares également, la prévalence d’Aelurostrongylus abstrusus étant de 1%. La
séropositivité des chats a Toxoplasma gondii est estimée a 10,1%, soit un résultat qui s’avere inférieur aux
prévalences précédemment établies.

MOTS-CLES : Chats, parasites, endoparasites, gastro-intestinaux, pulmonaires, coproscopie, méthode de

Baermann, prévalence, séroprévalence, tube digestif, carnivores, helminthes, toxoplasmose

ENGLISH TITLE: Epidemiological survey on gastrointestinal and pulmonary parasites and Toxoplama gondii
in cat in the Toulouse area.

ABSTRACT: The epidemiological survey of patient cats at the University Hospital Center of the Ecole
Nationale Vétérinaire de Toulouse includes coproscopic analysis and investigation of pulmonary larvae in
the stools of 498 cats, analysis of the digestive contents of 50 autopsied cats and the detection of
antibodies against Toxoplasma gondii in blood samples from 139 cats. More than one out of two cat had
at least one species of endoparasite. The most common parasites found are Giardia spp. (prevalence of
49.6%) and Toxocara cati (9.2%). Other digestive parasites have been identified but their prevalence is
lower: Cystoisospora spp. (1%), Strongyloides spp (0.6%), Dipylidium caninum (0.4%), Ancylostoma spp.
(0.2%) and Toxascaris leonina (0.2%). The analysis of the digestive tract contents of 50 cats brought to
light Mesocestoides spp. (4%) and Taenia taeniaformis (2%). The presence of these two parasites cannot
be objectified with the usual coproscopic methods. Pulmonary parasites are also rare, with a prevalence
of Aelurostrongylus abstrusus being 1%. Toxoplasma gondii seroprevalence is estimated at 10.1%, a result
which turns out to be lower than previously established prevalences.

KEYWORDS : Cats, parasites, endoparasites, gastrointestinal, pulmonary, coproscopie Baermann’s

method, prevalence, seroprevalence, digestive tract, carnivores, helminth, toxoplasmosis



