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Th17 : lymphocyte T helper/auxiliaire Th17   

TNF-α : Facteur de Nécrose Tumorale α  

Treg : Lymphocyte T Régulateur 

WB : Western Blot (litt. : transfert de protéines) 
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Introduction 

La leishmaniose est une protozoose infectieuse causée par la présence et la multiplication de 

protozoaires flagellés du genre Leishmania dans les cellules de la lignée des phagocytes 

mononucléés. Elle est transmise par la piqûre de phlébotomes, vecteurs biologiques du 

parasite appartenant à la famille des Psychodidae et au genre Phlebotomus dans l’« Ancien 

Monde » (désignant l’Europe, l’Asie et l’Afrique) ou Lutzomyia dans le « Nouveau Monde » 

(désignant l’Amérique et l’Océanie) (Pennisi 2015; Pereira, Maia 2021).  

La leishmaniose est une zoonose majeure : c’est la troisième maladie à transmission 

vectorielle la plus prévalente chez l’Homme, après le paludisme et la filariose lymphatique, 

avec 12 millions de cas humains dans le monde, occasionnant environ 30 000 décès chaque 

année. Elle est endémique dans de vastes zones des régions tropicales, subtropicales et 

tempérées d’Amérique, d’Asie, d’Afrique et d’Europe, où les températures plus élevées 

favorisent le développement des phlébotomes (Solano-Gallego et al. 2009; OMS). 

En médecine vétérinaire, la leishmaniose est surtout connue pour affecter la population 

canine, le chien (Canis lupus familiaris) étant le réservoir primaire naturel du parasite 

Leishmania infantum. De ce fait, les mécanismes de transmission, la pathogénèse, les 

manifestations cliniques, le diagnostic, le traitement et la prévention de l’affection ont été 

largement étudiés dans la race canine (Pennisi et al. 2015). 

Cependant d’autres espèces animales peuvent être infectées par le parasite Leishmania, 

notamment le chat (Felis catus) (Millán, Ferroglio, Solano-Gallego 2014). 

Le premier cas de leishmaniose féline a été diagnostiqué en Algérie en 1912 (Sergent et al. 

1912). Contrairement aux chiens, les chats ont longtemps été considérés comme des hôtes 

accidentels, résistants à la leishmaniose. Cependant, au cours des deux dernières décennies, 

avec l’essor de la médecine féline et le développement de techniques diagnostiques plus 

sensibles, le nombre de cas rapportés de leishmaniose féline n’a cessé d’augmenter dans les 

zones endémiques de leishmaniose canine et humaine en Amérique du Sud, Europe du Sud et 

Asie occidentale. La leishmaniose féline y est maintenant considérée comme maladie 

émergente (Pennisi 2015).  
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Le chat apparaît aujourd’hui comme un composant du système écologique permettant le 

maintien des parasites Leishmania (Asfaram, Fakhar, Teshnizi 2019). 

Il y a néanmoins peu d’informations concernant les aspects épidémiologiques et cliniques de 

l’infection à Leishmania chez le chat ; les connaissances actuelles se basent sur un faible 

niveau de preuves scientifiques : études descriptives, rapports de cas cliniques, observations 

faites sur la leishmaniose canine et expérience personnelle d’experts.  

D’autre part, plusieurs études ont été menées afin de déterminer la prévalence de l’infection 

à Leishmania chez les chats en zones endémiques,  conduisant à l’observation d’une 

prévalence très variable, allant de 0,7 à plus de 70%. Ces différences de prévalence obtenues 

peuvent être liées à différents niveaux d’endémicité d’une région à l’autre, aux différences de 

caractéristiques entre les populations de chats étudiées ou encore à l’absence d’une méthode 

diagnostique standardisée de la leishmaniose chez le chat (Ahuir-Baraja et al. 2021).  

L’objectif de ce travail visait dans un premier temps à présenter de manière non-exhaustive 

les connaissances actuelles sur la leishmaniose féline en termes de biologie du parasite et du 

vecteur, de transmission du parasite et immunopathogénie, de signes cliniques de l’affection 

et diagnostic, de traitement, suivi et pronostic. Dans un second temps, une étude 

expérimentale a été menée afin de déterminer la prévalence de l’infection à L. infantum chez 

les chats vivant dans le sud de la France et déterminer ensuite de possibles associations entre 

l’infection à Leishmania et plusieurs facteurs de risque (notamment les caractéristiques 

épidémiologiques de la population étudiée ou les anomalies cliniques et paracliniques mises 

en évidence). Cette étude s’inscrit au sein d’une étude multicentrique menée à l’échelle de 

plusieurs pays du bassin méditerranéen.  
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I. Biologie de la leishmaniose 

A. Le parasite Leishmania  

1. Classification  

La leishmaniose est une maladie parasitaire causée par des protozoaires eucaryotes 

unicellulaires du genre Leishmania. Ce parasite a été découvert en 1900 par un médecin 

militaire écossais, William Boog Leishman, dans des frottis de rate d’un soldat mort de fièvre 

à Dum-Dum en Inde. La taxonomie de ces parasites est présentée dans le Tableau 1.  

Tableau 1 : Taxonomie des parasites du genre Leishmania (d’après Silveira Neto et al. 2015; 

Akhoundi et al. 2016) 

 

Rang 
taxonomique 

Nom du taxon Définition Référence 

Domaine 
Eurakyota 

(Eucaryote) 

Organisme, uni ou multicellulaire, 
caractérisé par la présence d’un 

noyau 

Whittaker & Margulis 
(1978) 

Règne 
Protozoa 

(Protozoaire) 
Organisme unicellulaire  Owen (1858) 

Sous-règne 
Exacavata  

(Excavé) 

Organisme hétérotrophe (se 
nourrissant de substances 

organiques) et généralement 
flagellé 

Cavalier-Smith (2003) 

Embranchement 
Euglenozoa 

(Euglénozaire) 

Organisme présentant des crêtes 
mitochondriales discoïdes et une 

membrane plasmique sous-
tendue par des feuillets de 

microtubules corticaux 

Cavalier-Smith (1981) 

Classe  
Kinetoplastea  

(Kinétoplastidé) 

Organisme possédant une seule 
mitochondrie très volumineuse 
contenant le kinétoplaste formé 

par de l’ADN, généralement situé 
à la base du flagelle 

Honigberg (1963) 

Ordre  Trypanosomatida 
Organisme doté d’un unique 

flagelle 
Kent (1880) 

Famille 
Trypanosomatidae 

(Trypanosoma) 
 Döflein (1901)  

Genre Leishmania  Ross (1903)  
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Les premières classifications du parasite datent d’entre 1916 et 1961 et étaient des 

classifications linéennes monothétiques. De nombreuses autres propositions de classifications 

ont vu le jour par la suite, la plus récente s’appuie sur des données moléculaires combinées et 

divise les espèces de Leishmania en deux lignées phylogénétiques majeures : Euleishmania et 

Paraleishmania, détaillées dans le Tableau 2.  

La lignée Euleishmania regroupe quatre sous-genres : Leishmania, Viannia, Sauroleishmania 

et Mundinia. On distingue les sous-genres Leishmania et Viannia de par la localisation du 

parasite dans le tractus digestif du vecteur : en effet, les parasites du sous-genre Leishmania 

sont localisés dans la portion proximale et moyenne de l’intestin du vecteur tandis que les 

parasites du sous-genre Viannia se situent dans la portion distale de l’intestin du vecteur.  

Le sous-genre Sauroleishmania regroupe des espèces presque exclusivement retrouvées chez 

des hôtes vertébrés de type reptile (Akhoundi et al. 2016; Kuhls, Mauricio 2019). 

Quant au sous-genre Mundinia, créé en 2016, il est géographiquement très dispersé, sa 

distribution couvre tous les continents sauf l'Antarctique. Il existe très peu d’informations sur 

les hôtes réservoirs et naturels ainsi que sur les vecteurs des espèces du sous-genre Mundinia 

(Becvar et al. 2020). 

Ces sous-genres peuvent eux-mêmes comprendre des complexes d’espèces lorsque celles-ci 

présentent une forte similarité génétique entre elles. 

L’histoire évolutive de la lignée Paraleishmania n’a pas encore été résolue à ce jour, ce groupe 

est donc considéré comme un clade polyphylétique au sein du genre Leishmania (Akhoundi et 

al. 2016; Kuhls, Mauricio 2019).  
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Tableau 2 : Nomenclature des différentes espèces de Leishmania (Silveira Neto et al. 2015; 

Akhoundi et al. 2016; Becvar et al. 2020) 

Lignée Sous-genre Complexe d’espèces Espèces 

Euleishmania 

Leishmania 

L. donovani 

L. donovani (synonyme 
L. archibaldi) 

L. infantum (synonyme 
L. chagasi) 

L. major 

L. arabica  
L. gerbilli  

L. major  

L. turanica  

L. mexicana 

L. amazonensis 
(synonyme L. garnhami) 
L. aristidesi  

L. forattinii 

L. mexicana (synonyme 
L. pifanoi)  

L. venezuelensis  

L. tropica 

L. aethiopica  

L. tropica (synonyme L. 
killicki) 

Viannia 

L. braziliensis 
L. braziliensis  

L. peruviana 

L. guyanensis 
L. guyanensis 
L. panamensis  

L. shawi  

Non rangées en 
complexe 

L. lainsoni  
L. naiffi  

L. lindenbergi 

L. utingensis  

Sauroleishmania 
Espèces retrouvées chez les reptiles, non 

développées ici 

Mundinia 

L. enrietti (non-
clarifié à ce jour) 

L. enrietti  

 L. macropodum 

L. martiniquensis 

L. orientalis 
Leishmania sp. du 
Ghana 

Paraleishmania Non rangées en sous-genre et complexe 

L. colombiensis 

L. deanei  

L. equatoiensis  
L. herreri  

L. hertigi  
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La classification taxonomique du genre Leishmania est complexe et encore débattue 

aujourd’hui. Des présentations différentes de celle exposée ici sont tout à fait envisageables 

et des recherches sont toujours en cours afin de préciser davantage la caractérisation 

moléculaire et génomique du genre Leishmania.  

Par exemple, Leishmania chagasi, retrouvée dans le « Nouveau Monde » (Amérique) était 

auparavant considérée comme une espèce distincte de Leishmania infantum, retrouvée dans 

l’« Ancien Monde » (Afrique du Nord, Europe, Asie centrale et de l’Est). Des techniques 

utilisant le typage microsatellite multi-locus et le typage moléculaire ont démontré qu’il 

s’agissait finalement d’une seule et même espèce, importée il y a environ 500 ans de l’« Ancien 

Monde » vers le « Nouveau Monde » lors de la colonisation portugaise et espagnole, 

notamment par les conquistadors et leurs chiens (Kuhls et al. 2011; Leblois et al. 2011). 

Certains travaux mettent également en évidence l’existence d’hybrides génétiques 

interspécifiques, ce qui complique d’autant plus la taxonomie du genre Leishmania (Pereira et 

al. 2020).  

D’autre part, au sein de l’espèce L. infantum, une analyse du profil électrophorétique 

d’isoenzymes permet de caractériser plusieurs zymodèmes, classés suivant l’appellation 

« MON » suivie d’un chiffre. Dans les pays du sud de l'Europe, les leishmanioses canines et 

humaines sont principalement causées par le zymodème MON-1 de L. infantum. C’est 

également le cas pour la leishmaniose féline mais les zymodèmes MON-72 et MON-201 ont 

aussi été isolés dans deux cas uniques en Sicile (Pennisi et al. 2015).  

 

 

2. Répartition mondiale et espèces retrouvées chez le chat 

La vingtaine d’espèces de Leishmania responsables de la leishmaniose humaine se trouvent 

dans le monde entier, il s’agit de certaines espèces du sous-genre Leishmania qui sont décrites 

à la fois dans le « Nouveau » et dans l’« Ancien Monde » et de certaines espèces du sous-genre 

Viannia qui sont décrites uniquement dans le « Nouveau Monde » (OMS).  

Chez le chat, le parasite Leishmania a été identifié pour la première fois à Alger en 1912 après 

isolement des parasites dans un échantillon de moelle osseuse d’un chaton de 4 mois. Un 
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enfant et un chien présents dans la même habitation étaient eux aussi atteints de 

leishmaniose (Sergent et al. 1912). 

Aujourd’hui, 7 espèces de Leishmania parmi toutes celles citées dans le Tableau 2 ont été 

identifiées chez le chat à travers le monde, illustrées dans la Figure 1 :  

- L. amazonensis au Brésil (Carneiro et al. 2020) 

- L. infantum (espèce la plus retrouvée actuellement) au Brésil, Europe du Sud et 

occidentale, Asie occidentale (Berenguer et al. 2021; Ebani et al. 2020; Colella et 

al. 2019; Asgari et al. 2020) 

- L. major au Portugal et en Turquie  (Pereira et al. 2020; Paşa et al. 2015) 

- L. mexicana aux États-Unis et au Venezuela (Minard et al. 2017; Rivas et al. 2018) 

- L. tropica en Asie occidentale (Akhtardanesh et al. 2017) 

- L. venezuelensis au Venezuela (Bonfante-Garrido et al. 1991) 

- L. braziliensis au Brésil et en Guyane française (Costa-Val et al. 2020; Rougeron et 

al. 2011) 

De plus, de l’ADN d’espèces hybrides de Leishmania (L. major/L. donovani) a pu être isolé et 

identifié chez des chats sauvages (Felis silvestris) en Espagne (Del Río et al. 2014) ainsi que 

chez un chat domestique (Felis catus) au Portugal (Pereira et al. 2020).  

Figure 1 : Répartition mondiale des différentes espèces de Leishmania identifiées chez le chat 

(Pereira, Maia 2021) 
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Il est par ailleurs judicieux de noter que les parasites L. infantum isolés chez les chats ne 

présentent pas de caractéristiques génétiques distinctes, partageant les mêmes types 

génétiques que les souches de L. infantum isolées chez l'Homme, le chien et les phlébotomes 

(Pereira et al. 2021). 

 

 

3. Morphologie du parasite  

Les espèces de Leishmania sont dixènes, comme de nombreux autres parasites protozoaires : 

leur cycle de vie implique à la fois un hôte mammifère et un insecte vecteur. Leur morphologie 

est conservée entre les différentes espèces de Leishmania et se caractérise par deux formes 

distinctes qui conservent des éléments constitutifs communs :  

- Une forme amastigote intracellulaire retrouvée chez l’hôte mammifère (Homme, 

chien, chat, …), présentant une forme ovalaire de 3-4 x 2 µm de diamètre. Elle est dotée d’un 

noyau volumineux, d’un kinétoplaste et d’un flagelle rudimentaire contenu dans une poche 

flagellaire. Cette forme est non-motile. Elle se trouve dans une vacuole parasitophore au sein 

d’un macrophage infecté (appartenant au système des phagocytes mononuclés de l’hôte), elle 

survit à la phagocytose puis au stress oxydatif dans le macrophage et se multiplie par divisions 

binaires longitudinales (Beugnet, Halos 2021).  

- Une forme promastigote extracellulaire retrouvée au niveau du tube digestif du 

vecteur ou en milieu de culture, présentant une forme fusiforme de 12-20µm de long. Elle est 

dotée d’un noyau central, d’un kinétoplaste et d’un flagelle libre au niveau du pôle antérieur 

assurant la motilité, la propulsion et l’attache du parasite. On distingue les promastigotes dits 

métacycliques qui sont de plus grande taille et possèdent des flagelles plus grands et plus 

motiles que les promastigotes dits procycliques (Bates 2008).  

Ces deux formes sont illustrées sous forme schématique en Figure 2 et par des photographies 

sous microscope en Figure 3 et Figure 4.  
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Figure 4 : Observation des formes promastigotes de Leishmania au microscope optique 

grossissement x1000 après étalement et coloration MGG (Rossi et al. 2017) 

Figure 2 : Représentation schématique des formes promastigote et amastigote de Leishmania 

(d’après Sunter, Gull 2017) 

 

Figure 3 : Observation des formes amastigotes de Leishmania (indiquées par les flèches) dans 

un macrophage infecté au microscope optique grossissement x1000 après étalement et 

coloration May-Grünwald Giemsa (abrégé MGG) (ESCCAP, https://www.esccap.fr) 
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B. Le vecteur de la leishmaniose  

La leishmaniose est transmise par l’intermédiaire de vecteurs qui sont des phlébotomes 

femelles hématophages.  

 

1. Classification  

Parmi plus de 800 espèces de phlébotomes reconnues, environ 464 espèces se trouvent dans 

le « Nouveau Monde » et 375 dans l'« Ancien Monde ».  

De nombreux systèmes de classification des phlébotomes ont été proposés au cours du temps 

mais actuellement il n’y a pas de consensus concernant la classification taxonomique des 

phlébotomes au niveau supra-spécifique ; des analyses phylogénétiques et moléculaires plus 

approfondies sont requises afin d’approfondir les connaissances dans ce domaine (Akhoundi 

et al. 2016).  

La classification taxonomique des phlébotomes est représentée dans le Tableau 3. 

Tableau 3 : Classification taxonomique des phlébotomes (Akhoundi et al. 2016) 

Rang 
taxonomique 

Nom du taxon Définition Référence 

Domaine 
Eukaryota 

(Eucaryote) 

Organisme, uni ou 
multicellulaire, caractérisé par la 

présence d’un noyau 

Whittaker & 
Margulis (1978) 

Règne 
Animalia  
(Animal) 

Organismes pluricellulaires  Linné (1758) 

Sous-règne 
Eumetazoa 

(Eumétazoaire) 
Organismes pluricellulaires 

hétérotrophes 
Bütschli (1910) 

Embranchement 
Arthropoda 

(Arthropode) 
Présence d’un corps segmenté Latreille (1829) 

Classe  
Insecta  

(Insecte) 
Corps segmenté en trois 

tagmes : tête, thorax, abdomen 
Linné (1758) 

Ordre  
Diptera 

(Diptère) 
Organisme doté de deux paires 

d’ailes 
Linné (1758) 

Sous-ordre 
Nematocera 

(Nématocaire) 

Organisme doté de longues 
antennes contenant plus de 

trois articles chacune 
Schiner (1862) 

Famille Psychodidae 
Corps et ailes recouvertes de 

soies 
Newmann (1834)  

Sous-famille 
Phlebotominae 
(Phlébotome) 

Organismes hématophages Róndani (1840) 
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La sous-famille des Phlebotominae est divisée en six genres :  

- trois genres présents dans l’« Ancien Monde » : Phlebotomus, Sergentomyia et 

Chinius.  

- trois genres présents dans le « Nouveau Monde » : Lutzomyia, Brumptomyia et 

Warileya.   

 

 

2. Répartition des vecteurs et espèces de vecteurs avérés 

ou potentiels de Leishmania spp. chez le chat 

Le biologiste Killic-Kendrick a énoncé cinq critères nécessaires pour incriminer une espèce de 

phlébotome comme vecteur de leishmaniose : l’observation de données épidémiologiques 

relatives à cette espèce, la connaissance de son comportement alimentaire sur l’hôte 

intermédiaire animal, l’isolement des parasites sous forme promastigote depuis cette espèce,  

la survenue du cycle de vie complet du parasite dans l’espèce de phlébotome étudiée et la 

transmission expérimentale du parasite par piqûre de l’espèce étudiée infectée (Killick-

Kendrick et al. 1986).  

Ainsi, il y a aujourd’hui plus de 90 espèces de phlébotomes décrites comme étant vecteurs 

avérés de Leishmania spp. ; ces espèces appartiennent au genre Phlebotomus dans l’« Ancien 

Monde » et au genre Lutzomya dans le « Nouveau Monde » (Berenguer et al. 2021).  

La plupart des espèces de phlébotomes du genre Phlebotomus se retrouvent dans des régions 

sèches ou semi-arides, notamment dans le pourtour méditerranéen, les régions 

afrotropicales, le Moyen-Orient, l’Asie centrale et orientale ; quant aux espèces du genre 

Lutzomya, elles se rencontrent principalement dans les régions forestières d’Amérique 

centrale et Amérique du Sud.  

Parmi l’ensemble de ces espèces, 31 sont impliquées dans la transmission de L. infantum, 9 

dans la transmission de L. donovani,  7 sont impliquées dans la transmission de L. major et 7 

dans la transmission de L. tropica (Akhoundi et al. 2016).  

Par ailleurs, il a été démontré que certaines espèces de phlébotomes du genre Sergentomyia 

sont des vecteurs de parasites du sous-genre Sauroleishmania (de la lignée Euleishmania), 
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isolés par la suite chez les reptiles essentiellement. Ces espèces de phlébotomes ne sont 

cependant pas des vecteurs d’espèces de Leishmania zoonotiques (Sadlova et al. 2013).  

Dans le « Nouveau Monde », il a été identifié plusieurs espèces de phlébotomes qui effectuent 

des repas sanguins sur le chat, notamment Lu. longipalpis, Lu. migonei et Lu. Lenti, impliquées 

dans la transmission de L. infantum (Sales et al. 2015).  

En Europe, Pennisi a recensé les différents vecteurs avérés ou potentiels de Leishmania chez 

le chat en s’appuyant sur plusieurs études épidémiologiques : ceux-ci sont exposés dans le 

Tableau 4. 

Tableau 4 : Distribution géographique européenne des espèces de phlébotomes vecteurs 

avérés ou potentiels de leishmaniose chez le chat (Pennisi 2015) 

Espèce de phlébotome Distribution géographique en Europe 

P. perniciosus Suisse, Italie, France, Espagne, Portugal 

P. ariasi Italie, France, Portugal 

P. perfiliewi Grèce, Italie, France 

P. neglectus Grèce, Italie 

P. tobbi Grèce 

P. langeroni Espagne 

P. papatasi Grèce, Italie, France, Espagne, Portugal 

P. sergenti Grèce, Italie, France, Espagne, Portugal 

P. alexandri Grèce 

P. simici Grèce 

P. mascitti Grèce, Suisse, France, Espagne 

P. adlerius Grèce 

P. balcanicus Grèce 

P. syriacus Grèce, Italie 

Sergentomyia spp. dont S. minuta Italie, Espagne, Portugal 

En France, P. perniciosus et P. ariasi sont les espèces majoritaires responsables de la 

transmission de L. infantum. Leur aire de distribution s’étend au sud de la France, au niveau 

de la Corse et de la Provence pour P. perniciosus et dans la région Cévénol-Languedocienne 

pour P. ariasi (ESCCAP).  
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3. Morphologie du vecteur 

Les phlébotomes sont des insectes diptères de petite taille, mesurant 2 à 5mm et de couleur 

jaunâtre. Ils ont un aspect bossu et velu du fait que leur corps est recouvert de soies (voir 

Figure 5). Ils possèdent deux paires d’ailes dressées en forme de « V » même lorsque l’insecte 

est au repos et des antennes constituées de 12 à 30 articles. Les pièces buccales sont moins 

développées chez le mâle que chez la femelle, l’abdomen du mâle est plus fin que celui de la 

femelle et son appareil génital présente des épines à son extrémité (Léger, Depaquit 2001). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4. Mode de vie du vecteur 

Les phlébotomes sont des insectes crépusculaires qui demeurent la journée dans des 

environnements sombres, frais et relativement humides. Ils se dispersent activement sur de 

courtes distances d’environ 100 à 200 mètres dans des régions relativement chaudes avec une 

température supérieure à 19-20°C et où le vent est limité voire absent. 

En Europe, leur période d’activité s’étend de mai à fin octobre essentiellement sur le pourtour 

méditerranéen ; ils entrent ensuite en diapause sous forme de larves de stade 4 pendant 

Figure 5 : Observation de phlébotomes mâle et femelle à la loupe binoculaire, grossissement 

x40 (Service de Parasitologie, ENVT)  

Femelle Mâle 
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l’hiver. Ainsi, la densité des phlébotomes varie selon les conditions climatiques et 

environnementales (Lane, Crosskey 2012; Bourdoiseau, Chermette 2015). 

Quel que soit leur sexe, les phlébotomes se nourrissent de sucs floraux et fruitiers ainsi que 

de miellat de pucerons, le fructose étant le principal sucre recherché. Ils sont également 

capables de percer le parenchyme des feuilles pour en aspirer la sève (Lane, Crosskey 2012). 

Le rôle métabolique de cette source nutritionnelle n’est pas connu précisément en conditions 

naturelles. Il semble que les aliments glucidiques soient favorables à la viabilité des 

phlébotomes dans leurs premiers jours de vie et entre deux cycles gonotrophiques ; ils 

contribueraient également à une abondante multiplication des formes promastigotes de 

Leishmania dans l’intestin des phlébotomes infectés (Dolmatova, Demina 1971). 

Seules les phlébotomes femelles sont hématophages, de type telmophages. Leurs pièces 

buccales, plus développées que celles des mâles, leur permettent de dilacérer les tissus 

superficiels d’hôtes principalement mammifères qu’elles piquent au niveau des zones glabres, 

provoquant un hématome contenant un mélange de sang et de lymphe qu’elles aspirent 

ensuite. La salive des phlébotomes contient un ensemble de substances dont la fonction 

première est d’éviter le phénomène d’hémostase au niveau de la zone de piqûre. Certains 

composants salivaires ont ainsi des propriétés anticoagulantes, anti-agrégantes et 

vasodilatatrices. Leur piqûre est plus douloureuse que celle d’un moustique en raison de ce 

caractère telmophage (Kamhawi 2000). 

L’accouplement des phlébotomes s’effectue avant, pendant ou après le repas sanguin sur 

l’hôte. La digestion du/des repas sanguin(s) se fait en parallèle de la maturation des œufs qui 

sont pondus trois à huit jours après le repas. Les femelles pondent en moyenne 30 à 70 œufs 

sur un sol relativement froid et humide où les larves éclosent au bout d’une à deux semaines. 

Les larves se nourrissent de déchets organiques animaux ou végétaux et deviennent des 

adultes après le passage par quatre stades larvaires et un stade de nymphe. En moyenne, le 

développement de l’œuf à l’adulte dure de 35 à 60 jours lorsque les conditions 

environnementales sont optimales.  

La durée de vie moyenne des femelles adultes est de l’ordre de deux semaines à deux mois, 

celle des mâles est plus brève, de l’ordre d’une à deux semaines. Cette durée de vie n’est pas 

modifiée lorsque la femelle est infectée par des leishmanies (Léger, Depaquit 2001). 
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C. La transmission de Leishmania spp.  

1. La transmission vectorielle  

La transmission vectorielle de la leishmaniose via les phlébotomes est le mode de transmission 

prédominant du parasite. En l’absence de ces vecteurs, il n’y a pas d’extension possible de la 

maladie, notamment depuis une zone endémique vers une zone non endémique (Ashford 

2000). Cependant, d’autres voies de transmission non vectorielles existent et sont plus 

amplement abordées dans la section I.C.4.  

Le cycle évolutif de L. infantum et de transmission vectorielle du parasite est représenté sur 

la Figure 6.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Cycle évolutif de Leishmania infantum (Beugnet, Halos 2021)  
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Lors d’un repas de sang réalisé par une femelle phlébotome infectée sur un hôte vertébré, la 

femelle phlébotome crée un lac hémo-lymphatique dans lequel sont inoculées ses protéines 

salivaires ainsi que des promastigotes métacycliques (Berenguer et al. 2021). 

Une étude a permis d’analyser le nombre moyen de parasites L. mexicana transmis par le 

vecteur lors d’un repas de sang sur un hôte vertébré. Les données ont révélé que chaque 

piqûre de phlébotome infecté permettait de délivrer en moyenne 1 000 promastigotes 

métacycliques (Rogers et al. 2004). 

Une autre étude utilisant la technique qPCR (pour Quantitative Polymerase Chain Reaction en 

anglais) sur des souris infectées pour déterminer le nombre de parasites L. major inoculés via 

les piqûres de phlébotomes a révélé que la plupart des souris infectées avaient reçu moins de 

600 promastigotes métacycliques. Cependant, certaines de ces souris étaient infectées par un 

nombre de formes promastigotes du parasite allant de 1 000 à 100 000 (Kimblin et al. 2008). 

Les dommages tissulaires causés par le phlébotome sur le site de la piqûre entraînent le 

recrutement de macrophages locaux, qui vont phagocyter des promastigotes métacycliques. 

Le parasite, sous forme promastigote, pourrait via son flagelle détecter la « santé » de son 

macrophage hôte en évaluant la présence de métabolites d’intérêt, tels que les nucléotides 

de l’adénosine par exemple, et décider alors de se diviser ou non au sein de son macrophage 

hôte dans le but d’éviter une lyse rapide du macrophage et la libération précoce du parasite 

dans un nouvel environnement.  

Une fois à l’intérieur des macrophages, les promastigotes métacycliques induisent la 

formation de vacuoles parasitophores au sein desquelles ils se métamorphosent en 

amastigotes. Cette métamorphose permet de réduire la surface parasitaire exposée à la 

vacuole de phagocytose et offre donc une meilleure résistance à la phagocytose et au stress 

oxydatif générés par le macrophage (Sunter, Gull 2017). 

Il existe deux types de vacuoles parasitophores qui se développent dans les macrophages 

infectés selon les espèces de Leishmania. L’infection par certaines espèces comme  

L. amazonensis a pour conséquence la production de grandes vacuoles parasitophores 

contenant plusieurs formes amastigotes, tandis que l’infection par d’autres espèces comme 

L. major entraîne la production de petites vacuoles parasitophores à occupation unique, 

entourant un seul parasite amastigote. Des co-infections avec L. amazonensis et L. major dans 
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un même macrophage n’ont pas permis d’observer la fusion de vacuoles parasitophores entre 

elles, suggérant que les vacuoles parasitophores sont adaptées aux besoins spécifiques de 

chaque espèce de Leishmania (Real, Mortara, Rabinovitch 2010). 

Les formes amastigotes se multiplient par divisions binaires longitudinales. L’augmentation du 

nombre de pathogènes intracellulaires provoque l’éclatement du macrophage infecté, la 

contamination d’autres cellules du système phagocytaire mononucléaire à proximité 

(macrophages, monocytes, histiocytes, ostéoclastes, ou microgliocytes) et ainsi la 

dissémination du parasite dans tout l’organisme. Il est alors possible de le retrouver dans de 

nombreux tissus et organes, notamment au niveau du système nerveux, du tissu adipeux, de 

la rate, du foie, des poumons ou encore des nœuds lymphatiques (Silveira Neto et al. 2015). 

Les phlébotomes s’infectent par l’ingestion du protozoaire sous forme amastigote lors d’un 

repas de sang sur un hôte infecté.  

L’ingestion d’un repas de sang par le phlébotome, comme chez de nombreux autres 

arthropodes hématophages, a pour conséquence la création d’une membrane péritrophique, 

formée de chitine et de glycoprotéines, qui enveloppe le repas de sang en l’isolant de l’intestin 

moyen. Les parasites, sous forme amastigote, se libèrent du macrophage les contenant et 

commencent à se différencier en promastigotes procycliques. Cette métamorphose est le fruit 

d’une combinaison de changements environnementaux, notamment de température et de 

pH, assurant que cette transformation s’effectue au sein du vecteur (Sunter, Gull 2017). 

La forme promastigote obtenue est motile, critère essentiel à la survie des parasites au sein 

du phlébotome. En effet, après environ 4 jours, le repas de sang non digéré restant et la 

membrane péritrophique sont déféqués par le phlébotome : la motilité flagellaire de la forme 

promastigote permet aux parasites de s’échapper de la membrane péritrophique et de migrer 

vers l’intestin moyen où ils s’attachent à l’épithélium intestinal en insérant leur flagelle entre 

les microvillosités de l’intestin pour échapper à la défécation.  

Les promastigotes procycliques migrent ensuite vers la valve stomodéale, jonction entre 

l’intestin moyen et antérieur du phlébotome, pour finalement atteindre rostralement les 

pièces buccales de celui-ci, guidés par chimiotactisme (notamment via le gradient de sucre au 

sein du phlébotome) et osmotactisme (Oliveira, Melo, Gontijo 2000; Barros et al. 2006).  
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La dernière étape de différenciation des promastigotes est la métacyclogénèse, permettant 

d’obtenir des formes promastigotes métacycliques. Elle a lieu 8 à 20 jours après l’ingestion 

par le vecteur et est induite par la combinaison de plusieurs signaux tels que la diminution du 

pH et des nutriments dans les parties plus rostrales du vecteur. Avant cette ultime étape, le 

phlébotome n’est pas infectant pour les hôtes vertébrés sur lesquels il réalise des repas 

sanguins. Ainsi, le parasite subit des modifications morphologiques importantes au sein du 

phlébotome, ce qui en fait un vecteur biologique (Sunter, Gull 2017). 

 

 

2. La relation vecteur – parasite 

Il y a une relation coévolutive étroite entre les espèces de Leishmania et de phlébotomes dans 

l’« Ancien Monde ». En effet, les leishmanies et les phlébotomes ont survécu pendant 

plusieurs millions d’années sous une forte pression sélective au gré des changements 

écologiques naturels. Cette longue histoire évolutive a engendré une distribution 

géographique similaire des parasites et des phlébotomes (Akhoundi et al. 2016). 

Des études ont par exemple mis en évidence une spécificité remarquable de deux espèces de 

phlébotomes, P. papatasi et P. sergenti pour les espèces de Leishmania qu’ils transmettent 

dans la nature.  

En effet, il a été vu précédemment que les formes promastigotes procycliques peuvent 

s’attacher à l’épithélium de l’intestin moyen du phlébotome grâce à leur flagelle qui s’insère 

entre les microvillosités intestinales afin d’éviter l’élimination du parasite via le péristaltisme 

conduisant à la défécation. Cet attachement est médié par des interactions entre le 

lipophosphoglycane présent à la surface du parasite et des récepteurs spécifiques de l’intestin 

du phlébotome, générant des interactions spécifiques entre une espèce de phlébotome et de 

Leishmania (Myskova et al. 2007). Il a été démontré qu’en mettant en incubation des souches 

de L. major, L. donovani, L. tropica et L. amazonensis avec des portions d’intestin moyen de  

P. papatasi, seules les promastigotes de la souche L. major étaient en mesure de se fixer au 

niveau de l’intestin moyen de P. papatasi. P. papatasi permet donc le développement 

spécifique de L. major ; il en est de même pour P. sergenti avec L. tropica (Sacks, Kamhawi 

2001). 
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Cependant, il a aussi été mis en évidence un certain nombre d’espèces de phlébotomes dites 

« permissives » au développement de différentes espèces de Leishmania. Cela concerne 

notamment P. argentipes, P. halepensis, P. arabicus et Lutzomyia longipalpis.  

Les mécanismes d’adhérence à l’intestin moyen du phlébotome permettant cette large 

permissivité seraient indépendants du lipophosphoglycane et vraisemblablement médiés par 

la lectine mais n’ont pas encore été complètement élucidés à ce jour. Ainsi, P. arabicus peut 

être le vecteur de L. tropica, L. major ou encore L. infantum.  

Cette permissivité a des implications importantes sur la transmission et l’évolution du parasite 

en générant l’apparition de nouveaux foyers de leishmaniose dans le monde. Elle a 

notamment conduit à l’établissement de L. infantum en Amérique Latine via Lutzomyia 

longipalpis (Sacks, Kamhawi 2001; Myskova et al. 2007). 

 

 

3. La relation hôte – vecteur 

Contrairement à la relation parasite-vecteur qui démontre une certaine spécificité, il semble 

que le phlébotome soit plus permissif quant au choix de sa source de nourriture que ce qu’il 

était envisagé auparavant par le monde scientifique.  

En effet, au cours des vingt dernières années, de nombreuses espèces de mammifères 

sauvages ont été diagnostiquées atteintes de leishmaniose via des méthodes moléculaires 

et/ou sérologiques, incluant des Canidés (renard, loup), des Lagomorphes (lapin, lièvre), des 

Félidés (lynx), des Mustélidés (blaireau, furet) ou encore des Rongeurs (souris, rat). Leur rôle 

épidémiologique en tant que source d’infection pour le phlébotome et réservoir secondaire 

de l’infection demeure cependant inconnu à ce jour (Millán, Ferroglio, Solano-Gallego 2014). 

Des analyses de contenus stomacaux ont montré que les phlébotomes sont capables de se 

nourrir à partir notamment d’humains, chiens, chats, chevaux, bovins, ovins, porcs, rongeurs 

et même d’oiseaux. Il semble que le choix de l’hôte pour effectuer un repas sanguin dépende 

surtout de la présence d’animaux à proximité du lieu d’habitation, la disponibilité de l’hôte 

l’emporte alors souvent sur une réelle préférence trophique. Il a également été démontré que 

si une femelle phlébotome est dérangée au cours de son repas sanguin, elle peut compléter 
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ce dernier par une nouvelle piqûre sur le même individu ou bien sur un autre, qu’il soit ou non 

de la même espèce (Rossi et al. 2008; Sales et al. 2015). 

Concernant l’espèce féline, des études ont montré qu’elle constitue une source de sang pour 

les phlébotomes et que via le repas sanguin, les phlébotomes peuvent transmettre les 

leishmanies aux chats et inversement s’infecter depuis ces derniers (Afonso et al. 2012; Vioti 

et al. 2021). Leur rôle épidémiologique en tant qu’espèce réservoir dans le contexte 

zoonotique de la leishmaniose sera plus amplement abordé dans la section II.B.2.  

Les espèces de phlébotomes et Leishmania retrouvées chez le chat ont été abordées dans les 

sections I.A.2. et I.B.2. 

 

 

4. Les autres modes de transmission de la leishmaniose 

a. Autres voies de transmission possibles 

La transmission par les phlébotomes est considérée comme le mode de transmission le plus 

important de la leishmaniose aux humains et aux animaux. Le risque de transmission en 

l’absence de phlébotomes est considéré comme négligeable. Il existe cependant des voies de 

transmission non vectorielles responsables de cas autochtones décrits notamment chez le 

chien, telles que la transmission transplacentaire, la transmission vénérienne et la 

transmission par le biais de transfusions sanguines (Rosypal et al. 2005; Silva et al. 2009; 

de Freitas et al. 2006). 

Une transmission par contact direct de chien à chien par morsure a également été suspectée, 

se basant sur l’hypothèse d’ulcères cutanés ou muqueux contenant un nombre important de 

macrophages infectés. Cette hypothèse n’a cependant pas encore été confirmée 

(Bourdoiseau, Chermette 2015). 

Chez le chat, la transmission vectorielle via les phlébotomes est le seul mode de transmission 

de Leishmania connu à ce jour. La transmission par le biais de transfusions sanguines est 

considérée comme une voie de transmission non vectorielle probable de Leishmania chez le 

chat bien qu’aucun cas d’infection par le parasite n’ait été identifié par PCR parmi les chats 

donneurs de sang à ce jour (Mesa-Sanchez et al. 2021).  
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Au vu des observations faites sur les autres espèces de mammifères, il semble cependant 

judicieux d’appliquer certaines précautions lors du recours aux transfusions sanguines, 

comme la réalisation de tests de dépistage sur le sang des chats donneurs vivant en zone 

endémique de leishmaniose par exemple (Pennisi, Persichetti 2018). De même, il est probable 

que les autres modalités de transmission non vectorielles décrites chez le chien aient lieu 

également chez le chat. 

 

 

b. Autres vecteurs possibles 

D’autre part, bien que les phlébotomes soient aujourd’hui considérés comme étant les seuls 

vecteurs biologiques adaptés à la transmission de Leishmania spp., d’autres arthropodes 

hématophages ont été suspectés d’être également des vecteurs potentiels.  

En effet, l’ADN de L. infantum a été retrouvé dans l’intestin de tiques appartenant aux espèces 

Riphicephalus sanguineus et Ixodes ricinus et de puces du genre Ctenocephalides en Italie et 

au Brésil (Colombo et al. 2011; Trotta et al. 2012).  

Cependant, la détection d’ADN du parasite au sein d’un vecteur n’est pas la preuve de sa 

compétence vectorielle. De même, la capacité du parasite à réaliser sa métacyclogénèse au 

sein de ces ectoparasites n’est pas démontrée à ce jour (Quinnell, Courtenay 2009). Ainsi, les 

phlébotomes restent à l’heure actuelle les seuls vecteurs compétents de Leishmania spp. 

 

 

D. Réaction immunologique face à la leishmaniose  

1. La réponse immunitaire à Leishmania spp. 

L’infection par le parasite Leishmania engendre la mise en place d’une réaction immunitaire 

essentielle, caractérisée par de multiples et complexes interactions moléculaires qui ne sont 

pas encore toutes comprises à ce jour du fait du faible nombre d’études scientifiques menées 

à ce sujet, des différences de méthodologie d’une étude à l’autre, du large spectre 

d’expression clinique de la maladie ou encore des différences observées in vitro et in vivo.  
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La réponse immunitaire mise en place lors de l’infection par Leishmania est malgré tout 

caractérisée par des évènements généraux conservés d’une espèce à l’autre, représentée sur 

la Figure 7. 

Les pièces buccales du phlébotome permettent de créer un lac sanguin qui permet au parasite 

sous forme promastigote de passer la barrière cutanée lors de la piqûre. Il va ensuite être 

reconnu par les cellules résidentes des tissus qui sont recrutées sur le site d’inoculation du fait 

de l’inflammation créée : les neutrophiles et les monocytes qui se différencient en 

macrophages ou cellules dendritiques.   

Les neutrophiles peuvent éliminer le parasite via leur piège extracellulaire appelé Neutrophil 

Extracellular Traps (NET). Tout comme les macrophages, les neutrophiles peuvent être 

infectés par les formes promastigotes de Leishmania à la différence que ces dernières 

n’évoluent pas sous formes amastigotes au sein des neutrophiles. Ainsi, l’infection des 

Figure 7 : Réponse immunitaire à l’infection à Leishmania (Soares, Duarte, Sousa 2016) 

LT CD4 + = lymphocytes T CD4 activés ; Th1 = lymphocytes T helper/auxiliaires Th1 ; IFN-γ = interféron 

gamma; IL = interleukine ; TNF-α = Facteur de Nécrose Tumorale α ; Tc = lymphocytes T CD8+ 

cytotoxiques ; NK = cellules Natural Killer ; Th17 = lymphocytes T helper/auxiliaires Th17 ; Treg = 

lymphocytes T régulateurs ; TFH = lymphocytes T-Folliculaire Helper ; Th2 = lymphocytes T 

helper/auxiliaires Th2 ; TGF-β = facteur de croissance transformant β ; LB = lymphocytes B 
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neutrophiles est considérée comme non-obligatoire et transitoire : suite à l’apoptose des 

neutrophiles, les parasites peuvent ensuite infecter les macrophages (Peters, Sacks 2009).  

Comme dit précédemment, les monocytes recrutés au site d’inoculation se différencient en 

macrophages ou en cellules dendritiques.  

Les macrophages sont les cellules hôtes principales du parasite au sein desquelles a lieu le 

passage de la forme promastigote à la forme amastigote et la multiplication du parasite par 

divisions binaires longitudinales. Le parasite présente plusieurs moyens de défense pour éviter 

l’élimination par les macrophages, notamment le lipophosphoglycane, molécule recouvrant 

la forme promastigote, qui permet au parasite d’échapper au stress oxydatif produit par le 

macrophage. Cette molécule est aussi impliquée dans le mécanisme d’attache du parasite à 

l’intestin du vecteur comme évoqué dans la section I.C.2. (Sunter, Gull 2017; Rossi, Fasel 

2018).  

Ainsi, par le biais de ces différents évènements se met en place la phase initiale de la réponse 

immunitaire innée qui précède la réponse immunitaire acquise, qualifiée aussi d’adaptative.  

Les cellules dendritiques sont, comme les macrophages, des cellules présentatrices 

d’antigènes qui interviennent dans la mise en place de la réponse immunitaire acquise. Elles 

possèdent des récepteurs particuliers, les Pattern Recognition Receptors (PRR), capables de 

reconnaître des patterns moléculaires largement conservés et associés au pathogène (appelés 

PAMP : Pathogen Associated Molecular Patterns). Elles vont donc reconnaître le parasite, le 

phagocyter puis migrer vers les nœuds lymphatiques où elles présentent le pathogène aux 

cellules effectrices de l’immunité acquise, notamment les lymphocytes LT CD4, appelés ainsi 

en raison de la protéine CD4 présente à leur surface.  

La présentation du parasite aux LT CD4 va induire leur activation en LT CD4 + et leur 

différenciation en un certain type de lymphocyte T auxillaire ou « helper » (LTh) effecteur. 

On distingue notamment les lymphocytes T auxiliaires Th1 qui sécrètent à leur tour des 

cytokines telles que l’interféron γ (IFN- γ), l’interleukine 2 (IL-2) ou encore le Facteur de 

Nécrose Tumorale α (TNF- α), permettant d’activer des cellules phagocytaires comme les 

macrophages, des lymphocytes T cytotoxiques (LT CD8 +) et des cellules Natural Killer (NK). 

Cela aboutit à une réponse immunitaire à médiation cellulaire, très efficace pour permettre 

l’élimination des parasites, via notamment la production d’oxyde nitrique.   
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A l’inverse, les lymphocytes T auxiliaires Th2 sécrètent des cytokines telles que l’interleukine 

4 (IL-4), l’interleukine 10 (IL-10), l’interleukine 13 (IL-13) et le facteur de croissance 

transformant β (TGF- β), permettant d’activer les granulocytes éosinophiliques et de stimuler 

la production d’anticorps par les lymphocytes B. Cela aboutit à une réponse immunitaire à 

médiation humorale.  

On retrouve d’autres populations de lymphocytes T tels que les Th17, Treg (T-régulateurs) et 

TFH (T-Folliculaire Helper) qui sécrètent leurs propres combinaisons de cytokines. Les Th17 

sont impliqués dans des phénomènes d’inflammations locales et chroniques, les Treg jouent 

un rôle de régulation de la réaction immunitaire et les TFH permettent une immunité 

humorale durable. Leur rôle reste cependant moindre dans l’infection par Leishmania par 

rapport aux Th1 et Th2 (Rossi, Fasel 2018; Priolo et al. 2019).  

 

 

2. Équilibre entre réponse immunitaire cellulaire et 

humorale 

C’est l’équilibre entre les différentes voies évoquées ci-dessus qui conditionne la clairance ou 

la persistance et la multiplication du parasite, modulant donc la réponse immunitaire face à 

Leishmania. On distingue deux types de réponses immunitaires : une réponse immunitaire 

protectrice et une réponse immunitaire pathologique.   

Lors de la mise en place d’une réponse immunitaire protectrice, les cellules de la réponse 

immunitaire innée parviennent à éliminer efficacement les parasites et la réponse 

immunitaire acquise mise en place est principalement en faveur de la voie Th1. Les réponses 

Th2 et Th17 sont modérées. Les lymphocytes Treg permettent d’empêcher le développement 

d’une inflammation chronique ; ils produisent cependant l’interleukine 10 (IL-10) qui empêche 

l’élimination complète du parasite en inhibant partiellement la voie Th1. Ainsi, l’infection peut 

persister mais de manière contrôlée avec une faible réplication du parasite et une 

dissémination limitée de ce dernier (Maia, Campino 2018). 

Lors de la mise en place d’une réponse immunitaire pathologique, des parasites vont échapper 

aux cellules de l’immunité innée et poursuivre leur développement, engendrant un 

recrutement excessif de monocytes et neutrophiles à l’origine d’une inflammation massive. 
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Une réponse Th2 démesurée se met en place, synthétisant des cytokines produisant elles-

mêmes des composés pouvant être utilisés comme nutriments par le parasite, favorisant la 

persistance de ce dernier et le caractère chronique de l’infection. Les autres voies des 

lymphocytes T auxiliaires participent également au phénomène : la voie Th1 sécrète des 

cytokines de façon disproportionnée conduisant à une destruction tissulaire favorisant la 

dissémination du parasite ; la voie Th17 engendre une réponse trop importante qui favorise 

la formation de lésions parasitaires métastasiques et la voie Treg participe à la persistance et 

la réactivation du parasite (Rossi, Fasel 2018).  

Ainsi, la réponse immunitaire protectrice est associée à une résistance face à la maladie et le 

développement d’une forme asymptomatique de l’infection alors que la réponse immunitaire 

pathologique est associée à une sensibilité et une dysimmunité qui aboutissent à une 

expression clinique de la leishmaniose. Les conditions faisant basculer l’équilibre entre ces 

voies en faveur d’une réponse immunitaire ou de l’autre ne sont pas encore clairement 

déterminées à ce jour ; une composante génétique serait en partie responsable de la 

dynamique immunitaire (Baneth et al. 2008).  

 

 

3. Particularités de la réponse immunitaire chez le chat 

Plusieurs différences sont mises en évidence entre chien et chat vis-à-vis de la leishmaniose 

féline.  

Chez le chien comme chez le chat, la mise en évidence d’anticorps anti-Leishmania à elle seule 

ne permet pas de conclure à une infection à Leishmania, elle peut simplement refléter une 

exposition au parasite (Maia, Campino 2018). 

En revanche, il est prouvé que la sévérité de la maladie est associée à une augmentation du 

taux d’anticorps dirigés contre Leishmania (produits par le biais de la réponse immunitaire à 

médiation humorale via la voie Th2) et une amélioration clinique de la leishmaniose est 

observée lors d’une réduction significative des titres en anticorps anti-Leishmania (Pennisi, 

Persichetti 2018). 

Chez le chien, il existe une corrélation positive entre la charge parasitaire et le taux d’anticorps 

produits par l’organisme qui n’est pas retrouvée chez le chat. Ainsi, certains chats avec un fort 
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taux d’anticorps anti-Leishmania peuvent présenter une faible charge parasitaire dans le sang 

et inversement, certains chats avec une haute charge parasitaire peuvent présenter un faible 

taux d’anticorps anti-Leishmania, sans que l’on puisse à ce jour donner une explication à ces 

observations. La charge parasitaire chez le chat ne serait donc pas corrélée à la sévérité de la 

maladie (Day 2016). 

De plus, il est largement reconnu que les chats sembleraient être moins affectés par les 

maladies infectieuses transmises par les arthropodes que les chiens ; ils partageraient 

également moins d’agents pathogènes zoonotiques avec l’Homme. Ce constat se retrouve 

avec la leishmaniose féline, où la prévalence de l’infection chez le chat est plus faible que chez 

le chien dans les zones endémiques de la maladie (Sarkari et al. 2009; Cardoso et al. 2010).  

Pourtant, le chat est un animal domestique aussi populaire que le chien dans le monde et qui 

partage les mêmes niches écologiques que le chien et l’Homme depuis sa domestication il y a 

environ 10 000 ans. En 2011 aux Etats-Unis, il y avait environ 69 millions de chiens vivant dans 

36,5 % des ménages et 74 millions de chats dans 30,4 % des ménages. Au Royaume-Uni la 

même année, il y avait environ 11,5 millions de chiens dans 30 % des foyers et 10 millions de 

chats dans 23 % des foyers (Murray et al. 2015; Day 2016). En 2020, la France comptait 15,1 

millions de chats domestiques contre 7,5 millions de chiens (FACCO 2020).  

Plusieurs hypothèses sont émises afin d’expliquer cette différence de prévalence observée 

entre chien et chat, notamment l’hypothèse selon laquelle les chats présenteraient une 

résistance immunitaire naturelle et génétique contre les pathogènes vectorisés. Leur système 

immunitaire serait plus compétant pour générer une réponse immunitaire protectrice et 

stérilisante contre les agents pathogènes transmis par les arthropodes et serait également 

moins sensible aux protéines salivaires immunomodulatrices contenues dans la salive des 

arthropodes (Day 2016). 

Le chien et le chat ont des composants du système immunitaire sensiblement similaires avec 

un motif immunitaire commun. Les chats, au même titre que les chiens, sont capables de 

développer une expression clinique de la maladie à la suite d’un déséquilibre immunitaire en 

faveur de la réponse immunitaire pathologique et d’un épuisement immunitaire progressif. 

Cependant, des différences d’interaction des composants du système immunitaire pourraient 

conduire à des résultats immunologiques distincts et ainsi en partie expliquer la différence de 

prévalence observée entre les deux espèces.  
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Il est supposé que le chat présente un équilibre Th1 et Th2 naturellement plus orienté vers 

Th1, ce qui lui confère une résistance naturelle à Leishmania plus importante que le chien vu 

que c’est la réponse Th1 qui est la plus adaptée pour contrôler l’infection (Day 2016). 

Ce modèle ne semble cependant pas cohérent vis-à-vis des infections virales intracellulaires 

qui sont paradoxalement fréquemment retrouvées chez le chat (calicivirus félin, virus 

leucémogène félin, virus de l’immunodéficience féline, herpèsvirus félin de type I ou encore 

virus de la péritonite infectieuse féline).  

De plus chez le chat, la séroconversion survient généralement au moment de la résolution des 

premières lésions dermatologiques et persiste par la suite, suggérant également une 

différence de prévalence par le biais d’une réponse immunitaire à médiation humorale 

protectrice chez les chats (Soares, Duarte, Sousa 2016; Pennisi, Persichetti 2018). 

Il est aussi envisagé que les chats pourraient produire des signaux chimiques répulsifs pour 

certains insectes arthropodes comme cela est observé chez les humains ou bien que leur 

microbiome intestinal leur conférerait une plus grande résistance aux maladies vectorielles. 

En raison du faible nombre de cas de leishmaniose féline rapportés, il est difficile d’étudier 

précisément ces mécanismes (Day 2016; Priolo et al. 2019).  

 

 

II. Epidémiologie de la leishmaniose 

A. Répartition géographique de la leishmaniose en Europe 

et en France 

1. Répartition des espèces de Leishmania et des vecteurs 

La répartition des espèces de Leishmania et des vecteurs de leishmaniose a déjà été abordée 

dans les sections I.A.2. et I.B.2. Il a notamment été vu que la distribution géographique et la 

densité des phlébotomes dépendent fortement de la température et de l’humidité relative.  

Cependant, avec les changements climatiques en cours, à l’origine d’une hausse des 

températures, des précipitations et de l’humidité dans les régions à climats tempérés, une 
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modification de la répartition des phlébotomes est attendue. Celle-ci se manifeste par un 

élargissement de l’aire de distribution des phlébotomes et l’établissement de nouvelles 

espèces dans des régions où les basses températures empêchaient jusqu’à présent leur 

diapause hivernale. En effet, le taux d’humidité détermine la disponibilité des sites de repos 

pour les phlébotomes tandis que les hausses de températures réduisent la durée de leur cycle 

de développement ainsi que la période d’incubation de Leishmania au sein de l’organisme du 

vecteur (Negev et al. 2015). 

Ainsi, au cours des dernières décennies, il est observé que les phlébotomes se propagent 

davantage vers le nord et le centre de l’Europe. Plusieurs foyers de P. perniciosus, P. ariasi et 

P. neglectus ont par exemple été identifiés dans certaines zones non-endémiques en France, 

mais aussi en Allemagne et dans le nord de l’Italie (Maroli et al. 2008; Dereure et al. 2009). 

Une étude portant sur les évolutions climatiques probables au cours du XXIème siècle couplées 

à la capacité de dispersion potentielle de certaines espèces de phlébotomes dans des aires 

géographiques présentant des conditions climatiques favorables à leur développement a 

conclu que d’ici la moitié du XXIème siècle, l’Europe centrale constituera une niche 

bioclimatique idéale pour le développement des phlébotomes (Fischer et al. 2011; Koch et al. 

2017).  

De même, une étude similaire a conclu que d’ici la fin des années 2060, le sud du Royaume-

Uni, la France, l’Allemagne et l’ouest de la Pologne pourraient être peuplés de phlébotomes, 

principalement P. ariasi et P. perniciosus ; tandis que le bassin méditerranéen pourrait 

présenter des conditions climatiques adaptées au développement de nombreuses espèces de 

phlébotomes (Trájer et al. 2013; Semenza, Suk 2018). 

De ce fait, dans un contexte de changement climatique progressif associé à un phénomène de 

mondialisation accru, il est essentiel de suivre de façon proactive la répartition des différentes 

espèces de phlébotomes. Cela a pour but d’anticiper l’émergence de nouveaux foyers 

endémiques et d’élaborer en conséquence des stratégies de lutte tenant compte du caractère 

zoonotique de la maladie et de l’enjeu sur la santé publique. 
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2. Répartition de la leishmaniose féline 

La leishmaniose féline est rare en comparaison de son équivalent canin. Elle est qualifiée de 

sporadique et est principalement retrouvée dans les zones endémiques de leishmaniose 

humaine et canine.  

En effet, la leishmaniose canine est endémique dans plus de 70 pays à travers le monde, 

incluant les pays du pourtour méditerranéen avec une prévalence de l’infection variant de 5 

à 70% selon les régions (Solano-Gallego et al. 2009; Franco et al. 2011; Millán, Ferroglio, 

Solano-Gallego 2014; Bourdoiseau, Chermette 2015). La répartition de la leishmaniose canine 

à l’échelle Européenne est représentée sur la Figure 8.  

 

Figure 8 : Répartition de la leishmaniose canine en Europe en 2010 (Bourdeau, 2011) 

NB. Cette carte a été réalisée à partir de travaux, enquêtes européennes et conférences (EMOP 2004; 

WorldLeish4 2009; ESVD 2009; RESFIZ 2009). Les limites des zones ne sont pas données avec 

précision.  
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De même, la répartition des cas de leishmaniose canine rapportés entre 1986 et 2017 à 

l’échelle de la France est représentée sur la Figure 9. 

La leishmaniose féline est cependant considérée comme une maladie féline émergente du fait 

du nombre de cas rapportés de plus en plus fréquents au cours des deux dernières décennies. 

Cette recrudescence du nombre de cas de leishmaniose féline peut aussi être liée au 

développement de la médecine féline ainsi qu’à la mise en place de techniques de diagnostic 

plus sensibles et spécifiques (Pennisi et al. 2015; Cantacessi et al. 2015).  

En Europe, les cas cliniques décrits sont presque uniquement liés à l’espèce L. infantum 

comme pour le chien et se retrouvent essentiellement au niveau du bassin méditerranéen 

avec une prévalence très variable allant de 0,7 à 75% comme le montre le Tableau 5.  

 

 

 

Figure 9 : Répartition des cas de leishmaniose canine rapportés entre 1986 et 2017 et 

tendances évolutives (Bourdeau et al. 2019) 
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Tableau 5 : Prévalence de la leishmaniose féline dans différents pays du pourtour 

méditerranéen (Ahuir-Baraja et al. 2021) 

ELISA = Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay (litt. : méthode de dosage immuno-enzymatique sur 

support solide) ; PCR = Polymerase Chain Reaction (litt. : réaction de polymérisation en chaîne) ; IFAT = 

ImmunoFluorescence Antibody Test (litt. : test de détection des anticorps par immunofluorescence) 

Pays 
Méthode 

diagnostique 

 
Pourcentage de 

cas positifs 
 

Référence 

Italie (Sicile) ELISA, PCR 36% (Priolo et al. 2019) 

Portugal (Lisbonne) IFAT, PCR 20,4% (Maia et al. 2010) 

Espagne (Sud) IFAT, PCR 48,3% 
(Martín-Sánchez et al. 

2007) 

Grèce (Macédoine 
et Thessalie) 

IFAT, ELISA, PCR 46% 
(Chatzis et al. 2014; 

2020) 

Albanie IFAT, PCR 0,7% (Silaghi et al. 2014) 

Allemagne IFAT, PCR 4% (Schäfer et al. 2021) 

Chypre ELISA, PCR 5,8% 
(Attipa, Papasouliotis, 

et al. 2017) 

Qatar (Doha) PCR 1,3% (Lima et al. 2019) 

Iran (Kerman) PCR 13,9% 
(Akhtardanesh et al. 

2020) 

Israël ELISA 75% (Baneth et al. 2020) 

 

Cette forte variabilité de prévalence entre les études peut certainement s’expliquer par 

différents niveaux d’endémicité d’une région à l’autre, des différences de caractéristiques 

entre les populations étudiées ou encore par les méthodes de diagnostic employées pour le 

diagnostic de l’infection, aucune n’étant standardisée chez le chat.  

En France métropolitaine, la leishmaniose féline est très sporadique avec moins d’une 

vingtaine de cas cliniques publiés sur les 30 dernières années et très peu d’études 

épidémiologiques sur le sujet. Quelques rares études sérologiques ont été menées et ont 

montré une prévalence de l’infection variant de 0,6% à 12,4% selon les études (Pennisi, Killick-

Kendrick, Desjeux 2002). 
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B. Rôle épidémiologique des hôtes intermédiaires 

Lors de leur repas de sang, les phlébotomes sont capables d’infecter de nombreuses espèces 

de mammifères, (voir section I.C.3.), qui sont alors hôtes du parasite Leishmania et s’avèrent 

ensuite plus ou moins indispensables à sa transmission, selon qu’elles sont hôtes accidentels 

ou réservoirs du parasite.  

Un hôte accidentel est un hôte pouvant être infecté par Leishmania lors de la piqûre d’un 

phlébotome, mais souvent incapable de transmettre le parasite à un phlébotome sain à son 

tour, il est alors qualifié de cul-de-sac épidémiologique.  

Un hôte réservoir est un hôte pouvant être infecté par Leishmania lors de la piqûre d’un 

phlébotome et également lui-même capable de transmettre le parasite à un phlébotome sain. 

Une espèce hôte réservoir est une espèce représentant une source de nourriture significative 

pour le vecteur, à l’origine de contacts fréquents vecteur-hôte. De plus, l’infection par le 

parasite doit générer une charge parasitaire importante sans toutefois être trop pathogène 

pour l’espèce hôte afin d’assurer la pérennité du parasite en son sein et sa transmission 

(Quinnell, Courtenay 2009; Maia, Campino 2011). 

Dans le cas de maladies zoonotiques telle que la leishmaniose, les génotypes parasitaires 

retrouvés dans une espèce supposée réservoir doivent être les mêmes que ceux retrouvés 

chez l’Homme (Dalvi, Carvalho, Werneck 2018).  

Au sein des espèces hôtes réservoirs, on distingue les réservoirs dits primaires et ceux dits 

secondaires de l’infection.  

Une espèce hôte réservoir primaire est une espèce au sein de laquelle le parasite peut 

persister indéfiniment, même s’il s’agit de la seule espèce présente et infectée dans une aire 

géographique donnée. Si des mesures de contrôle sont appliquées sur cette espèce, la 

transmission du parasite est interrompue et une diminution voire une élimination du parasite 

peut être constatée.  

Une espèce hôte réservoir secondaire est une espèce pouvant participer à la transmission du 

parasite dans une aire géographique donnée mais qui est incapable de maintenir le parasite 

en l’absence d’un réservoir primaire dans cette même aire géographique. Si des mesures de 

contrôle sont appliquées sur cette espèce, la transmission du parasite est diminuée mais 



44 
 

persiste tout de même du fait de la coexistence avec un réservoir primaire de l’infection 

(Quinnell, Courtenay 2009; Maia, Campino 2011). 

Ainsi, pour adapter les stratégies de contrôle d’une infection parasitaire, il est essentiel 

d’identifier le rôle précis de chaque espèce hôte du parasite. A ce jour, le rôle épidémiologique 

des différentes espèces pouvant se révéler hôtes du parasite n’est pas toujours bien élucidé. 

 

 

1. Rôle épidémiologique du chien  

Le rôle épidémiologique du chien a été investigué dès les années 1930 afin d’établir plus 

précisément son rôle dans la transmission des parasites Leishmania.  

Il est aujourd’hui considéré que le chien est un réservoir primaire pour L. infantum. Il présente 

à ce titre de nombreuses caractéristiques favorables à la transmission et au maintien du 

parasite : le chien constitue en effet une source de nourriture pour les phlébotomes, peut être 

infecté par le parasite via les phlébotomes et peut contaminer les phlébotomes sains lors des 

repas de sang effectués par ces derniers (Quinnell, Courtenay 2009). 

Par ailleurs, L. infantum est une espèce zoonotique et la relation de proximité entretenue 

entre les chiens et l’Homme est un facteur favorisant la transmission du parasite à la 

population humaine. Les souches parasitaires isolées depuis ces deux espèces sont souvent 

indissociables. Le rôle épidémiologique du chien n’est pas encore clairement établi pour les 

autres espèces de Leishmania (Pennisi et al. 2015). 

La prévalence de l’infection dans les régions endémiques est bien plus élevée que celle de la 

maladie clinique et de ce fait, la forte proportion de chiens infectés mais asymptomatiques 

favorise la propagation inaperçue de l’infection à L. infantum dans la population canine. La 

détection précoce des porteurs asymptomatiques est cruciale pour assurer le contrôle de la 

maladie dans les zones endémiques et non endémiques (Baneth et al. 2008). 

Des mesures de contrôle de l’infection (antiparasitaires externes, vaccination) ont été 

appliquées à l’espèce canine et ont permis une diminution de la prévalence de l’infection et 

de la maladie clinique sans permettre l’éradication de cette dernière. Cela peut s’expliquer en 

partie par des difficultés éthiques à appliquer certaines mesures, notamment l’abattage 
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systématique des chiens infectés, préconisé à une époque dans certains pays endémiques 

comme le Brésil. Il est aussi envisagé que d’autres espèces hôtes, réservoirs du parasite, 

contribuent au maintien de ce dernier en régions endémiques (Maia, Campino 2011). 

Par exemple, une récente épidémie de leishmaniose humaine identifiée en périphérie de 

Madrid a permis de souligner le rôle des lagomorphes sauvages comme réservoirs du parasite 

(Molina et al. 2012; Moreno et al. 2014). 

 

 

2. Rôle épidémiologique du chat 

Pendant longtemps, les chats ont été considérés comme hôtes accidentels de l’infection à 

Leishmania en raison du peu de cas cliniques de leishmaniose féline décrits en zones 

endémiques depuis le début du XXème siècle. Cependant, après les années 1980, le nombre de 

cas de leishmaniose féline rapportés n’a cessé d’augmenter, conjointement à l’augmentation 

des connaissances théoriques et pratiques en médecine féline (Pennisi 2015). 

En effet, plusieurs études ont révélé au cours des dernières années une prévalence non 

négligeable de la leishmaniose féline dans certaines zones endémiques de leishmaniose 

canine, notamment au niveau du pourtour méditerranéen. Il a également été montré que des 

personnes atteintes de leishmaniose causée par L. infantum possédaient des chats eux aussi 

infectés par le parasite (Pennisi et al. 2015). 

Le chat a alors commencé à être envisagé comme potentiel réservoir de L. infantum. Par la 

suite, plusieurs études menées en conditions expérimentales ont permis de montrer que les 

chats constituent une source de repas sanguin pour les phlébotomes, que les phlébotomes 

peuvent transmettre certaines espèces de leishmanies aux chats et inversement qu’ils 

peuvent s’infecter à partir de ces derniers lors de leur repas de sang (Afonso et al. 2012; Vioti 

et al. 2021). 

De surcroît, l’infection chez les chats peut persister longtemps, confirmant leur possible rôle 

dans l’épidémiologie de la leishmaniose (Maia, Campino 2011). 

Les chats présentent par ailleurs plusieurs caractéristiques non négligeables pouvant favoriser 

la transmission du parasite et son maintien dans les zones endémiques.  
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D’une part, les chats domestiques sont désormais plus nombreux que les chiens domestiques 

dans l’Union Européenne, où ils vivent au sein de plus de 70 millions de foyers (Pennisi 2015). 

Ils sont de plus en plus proches de l’Homme avec lequel ils partagent les mêmes souches du 

parasite (Soares, Duarte, Sousa 2016). 

D’autre part, la population de chats errants est considérée comme plus importante que celle 

de chiens errants : ils sont supposés plus exposés aux parasites et aux vecteurs de par leur 

comportement d’exploration et leur instinct de chasseur (Pennisi et al. 2015; Soares, Duarte, 

Sousa 2016; Dalvi, Carvalho, Werneck 2018). 

Cependant, bien que la prévalence de la leishmaniose féline soit non négligeable dans 

certaines régions endémiques, elle demeure aujourd’hui nettement inférieure à celle 

retrouvée chez le chien dans les mêmes aires géographiques (Pennisi 2015). 

Plusieurs hypothèses peuvent expliquer cette différence de prévalence, comme une 

médicalisation moins importante des chats par rapport aux chiens engendrant une sous-

estimation des cas de maladies félines ; un mode de vie exclusivement en intérieur sur 

certaines aires urbaines qui diminuerait l’exposition aux phlébotomes. D’autres hypothèses 

sont émises, comme l’existence chez le chat d’une résistance immunitaire naturelle et 

génétique contre les pathogènes vectorisés associée à une sensibilité moindre aux protéines 

salivaires immunomodulatrices contenues dans la salive des arthropodes (voir section I.D.1) 

(Day 2016). 

Ainsi, les chats sont actuellement considérés comme un réservoir secondaire de L. infantum 

(Pennisi et al. 2015). Cependant, davantage d’études doivent être menées afin de caractériser 

plus précisément leur rôle épidémiologique dans le contexte de maintenance et transmission 

de L. infantum, avec au préalable la standardisation d’une démarche diagnostique afin de 

pouvoir comparer les différentes études entre elles (Dalvi, Carvalho, Werneck 2018; Iatta et 

al. 2019). 
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C. Facteurs prédisposants à l’infection et co-infections  

1. Facteurs prédisposants à l’infection à Leishmania 

De nombreuses publications ont étudié différents facteurs pouvant prédisposer les chats à 

l’infection à Leishmania spp.  

a. Pelage 

Premièrement, la longueur du pelage a pu être considérée comme un facteur protecteur vis-

à-vis de l’infection, supposant qu’un pelage long et dense protégerait davantage des piqûres 

de phlébotomes. Cependant, les zones glabres telles que les oreilles et la face sont les sites 

privilégiés de piqûres pour les phlébotomes, il n’a donc pas été démontré d’association entre 

la longueur du pelage et l’infection (Maia, Ramos, et al. 2015). 

b. Race 

Aucune race de chats ne semble prédisposée à l’infection par Leishmania spp. ni à l’expression 

de la maladie, contrairement au chien pour qui il a été démontré que la réponse immunitaire 

à l’infection est en partie médiée par des facteurs génétiques. Ainsi, par exemple, la race Boxer 

est plus susceptible de développer la maladie contrairement à la race Podenco d’Ibiza qui 

présente une résistance naturelle (Pennisi, Persichetti 2018). 

c. Âge 

Il n’y a pas de réels consensus concernant une association entre l’âge du chat et la prévalence 

de l’infection. De nombreuses études épidémiologiques ne trouvent pas d’association entre 

ces deux paramètres (Maia, Ramos, et al. 2015; Attipa, Papasouliotis, et al. 2017; Priolo et al. 

2019), tandis que d’autres estiment que les chats adultes sont plus susceptibles d’être 

infectés, avec quelques variations concernant l’âge seuil : 12 mois (Morganti et al. 2019) ; 18 

mois (Iatta et al. 2019) ou encore 24 mois (Cardoso et al. 2010). Il est notamment suggéré que 

la prévalence de l’infection augmente avec l’âge du chat du fait d’une exposition cumulative 

aux piqûres de phlébotomes, et donc au risque d’infection.   
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d. Sexe, statut reproducteur 

Actuellement, les études épidémiologiques ne permettent pas de conclure sur une réelle 

association entre le sexe du chat et la prévalence de l’infection. Concernant le statut 

reproducteur, une seule étude datant de 2019 révèle une association significative entre la 

prévalence de l’infection et le statut reproducteur du chat : les chats entiers seraient plus à 

risque que les chats stérilisés (Iatta et al. 2019). 

e. Dysimmunité 

D’autre part, la prévalence de l’infection et de l’expression clinique de l’affection est 

significativement augmentée chez les chats présentant une dysimmunité, favorisant alors la 

survie et le développement du parasite en altérant la réponse immunitaire à médiation 

cellulaire (Pennisi et al. 2015). 

Une étude répertoriant 46 cas cliniques de leishmaniose féline rapportés entre 1977 et 2014 

en Europe a objectivé que la moitié des chats malades présentait une réponse immunitaire 

altérée (Pennisi 2015). 

f. Autres facteurs 

De multiples autres facteurs ont été étudiés, tels que le mode de vie en intérieur strict ou en 

extérieur (Cardoso et al. 2010; Priolo et al. 2019) ; le mode de vie urbain ou rural (Cardoso et 

al. 2010; Attipa, Papasouliotis, et al. 2017), sans révéler à ce jour d’association significative 

positive ou négative avec la prévalence de l’infection.  

 

 

2. Co-infections à la leishmaniose féline  

Plusieurs études ont également révélé la coexistence de la leishmaniose féline avec une 

infection concomitante, à l’origine d’une dysimmunité chez le chat ou secondaire à celle-ci. 

Il a ainsi été démontré une association positive significative entre l’infection par L. infantum 

et l’infection au FIV (Feline Immunodeficiency Virus, syndrome d’immunodéficience acquise 

du chat) (Iatta et al. 2019). 
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A l’inverse, une association positive significative entre l’infection par L. infantum et le FeLV 

(Feline Leukemia Virus, virus de la leucose féline) est controversée à ce jour, bien qu’il s’agisse 

d’un rétrovirus affectant le système immunitaire (Attipa, Papasouliotis, et al. 2017; Priolo et 

al. 2019). 

Une faible association positive significative entre l’infection par L. infantum et le FCoV (Feline 

Corona Virus, coronavirus félin) a été observée sans trouver d’explication au phénomène  

(Spada et al. 2016). 

D’autres co-infections parasitaires et bactériennes ont été décrites dans la littérature. 

L’ensemble des différents organismes, incluant bactéries, virus et autres protozoaires 

détectés en co-infection avec L. infantum chez les chats sont exposés dans le Tableau 6.  

Un phénomène de facilitation inter-pathogène serait suggéré pour expliquer la présence de 

co-infections : un premier pathogène favoriserait par la suite l’installation d’autres 

pathogènes, sans pour autant déterminer quel pathogène a été le premier à infecter l’animal 

(Ahuir-Baraja et al. 2021). 

Tableau 6 : Organismes retrouvés en co-infection avec L. infantum chez le chat (Ahuir-Baraja 

et al. 2021) 

 

 

 

Organismes Référence 

FIV et FeLV (Grevot et al. 2005; Iatta et al. 2019) 

Toxoplasma gondii 
(Duarte et al. 2010; Lopes et al. 

2017) 

Toxoplasma gondii et FIV (Miró et al. 2014) 

Hepatozoon felis et Candidatus mycoplasma 
haemominutum (mycoplasme hémotrope du chat) 

(Attipa, Neofytou, et al. 2017) 

Mycoplasma spp., FIV et FeLV (Marcondes et al. 2018) 

Rickettsia felis (Morelli et al. 2019) 

Ehrlichia spp. et Bartonella spp. (Pedrassani et al. 2019) 

Babesia spp. (seulement sur chats sauvages) (Ortuño et al. 2022) 

Hepatozoon spp. (seulement sur chats sauvages) (Ortuño et al. 2022) 
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III. Clinique de la leishmaniose 

A. Une infection très souvent asymptomatique 

La leishmaniose est une affection souvent asymptomatique au sein de la population féline 

(Solano-Gallego et al. 2007; Maia et al. 2010; Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Il a été démontré que la prévalence de l’infection dans les régions endémiques de 

leishmaniose est bien plus élevée que celle de la maladie clinique. Par exemple, une étude 

menée à São Paulo au Brésil a révélé que sur 200 chats infectés par le parasite Leishmania, 

seulement 2 présentaient des signes cliniques de la maladie (Costa et al. 2010). 

Certains chats peuvent présenter des signes cliniques de façon transitoire, suivis d’une 

rémission spontanée pouvant être expliquée par une réponse immunitaire à dominante Th1 

qui conduit à une séroconversion et à la résolution clinique de l’affection (Montoya et al. 

2018).  

Ainsi, de nombreux chats sont porteurs du parasite et peuvent le transmettre mais 

n’expriment pas de symptômes cliniques de l’affection.  

 

 

B. Une expression clinique polymorphe 

Bien que le développement de la médecine féline ait conduit à une augmentation du nombre 

de cas rapportés de leishmaniose féline au cours des dernières dizaines d’années, il y a peu 

d’informations aujourd’hui concernant les aspects cliniques de l’infection chez le chat. Les 

connaissances actuelles se basent sur des études épidémiologiques descriptives et des 

rapports de cas cliniques, soit un faible niveau de preuves scientifiques, à interpréter par 

conséquent avec prudence (Pennisi et al. 2015). 

En Europe, entre 1977 et 2014, un total de 46 cas cliniques et 15 descriptions histologiques 

ont été publiés, pour lesquels la leishmaniose féline a été diagnostiquée par des méthodes 

sérologiques et/ou d’observation directe du parasite sur des chats adultes, âgés de 2 à 21 ans. 

Les chats infectés se trouvaient dans des pays endémiques de leishmaniose, à savoir l’Italie 

(27 cas), l’Espagne (21 cas), la France (6 cas) et le Portugal (3 cas). Il y avait également quatre 
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chats diagnostiqués en Suisse mais qui étaient importés d’Espagne ou y avaient séjourné 

(Pennisi 2015; Pennisi, Persichetti 2018). 

Sur la base de ces rapports de cas, la leishmaniose féline se manifeste principalement par des 

signes cutanés, cutanéo-muqueux, oculaires, systémiques ou viscéraux dont la fréquence est 

reportée dans le Tableau 7. 

Tableau 7 : Fréquence des signes cliniques retrouvés sur 46 cas de leishmaniose féline (Pennisi 

et al. 2015)  

Signes d’atteinte cutanée et/ou cutanéo-muqueuse ; Signes d’atteinte oculaire ; Signes d’atteinte 

systémique ou viscérale  

Certains chats présentent uniquement des signes cutanés, d’autres combinent signes cutanés 

et atteinte de l’état général, alors qu’à l’inverse, certains chats ne présentent aucune lésion 

cutanée à l’examen clinique (Hervás et al. 1999; Pennisi et al. 2015). 

Il est d’ailleurs suggéré que la présentation clinique de l’affection varie selon l’espèce de 

leishmanie impliquée. Par exemple, L. infantum présente souvent un tropisme mixte, viscéral 

et cutané, tandis que L. mexicana présente un tropisme cutané uniquement, comme décrit 

chez l’Homme (Trainor et al. 2010). 

 

Fréquence des signes cliniques observés (%) 

Environ 50% des cas 20 – 30% des cas < 10% des cas 

Lésions cutanées ou 
cutanéo-muqueuses 

Adénomégalie 
 

Lésions buccales  
Lésions oculaires 
Amaigrissement  

Anorexie 
Léthargie  

Déshydratation  

Prurit 
Pâleur des muqueuses 

Vomissements  
Diarrhée 
Cachexie  

Fièvre  
Hypothermie 

Jetage nasal chronique 
Respiration sifflante 

Dyspnée 
Avortement  

Hépatomégalie 
Ictère 

Splénomégalie 
Polyurie/Polydipsie 



52 
 

D’autre part, l’expression clinique de la maladie est fréquemment associée à une dysimmunité 

due à des pathologies immunosuppressives (FIV, FeLV), un traitement immunosuppresseur, 

des co-infections, comme celles citées dans le Tableau 6 ou une affection débilitante 

concomitante (tumeur maligne, diabète sucré, carcinome épidermoïde, pemphigus foliacé, 

…). Cela peut influencer le tableau clinique observé : il est alors difficile d’être certain qu’un 

signe clinique soit dû à la leishmaniose féline plutôt qu’à une autre affection concomitante 

(Pennisi et al. 2013; Pennisi 2015; Pimenta et al. 2015; Pennisi, Persichetti 2018). 

Le temps d’incubation de l’infection avant l’expression des signes cliniques est inconnu chez 

le chat ; il varie de 3 mois à 7 ans post-infection chez le chien (Miró et al. 2008). 

Une étude menée au Brésil a révélé que les premières manifestations cliniques de la maladie 

commencent à apparaître dans les deux semaines qui suivent l’infection expérimentale de 

chats par L. braziliensis ; une régression des symptômes cliniques a également été observée 

entre 8 et 10 mois après l’infection par le parasite (Simões-Mattos et al. 2005). 

Ainsi, la leishmaniose féline présente une expression clinique polymorphe avec de nombreux 

signes cliniques non-spécifiques et parfois frustres, d’intensité légère à sévère et d’évolution 

aigüe à chronique, rendant le diagnostic difficile à établir notamment dans les régions non 

endémiques de leishmaniose (Maia, Sousa, et al. 2015; Fernandez-Gallego et al. 2020). 

 

 

1. Atteinte cutanée et cutanéo-muqueuse 

L’atteinte dermatologique est la plus fréquemment rapportée quelle que soit l’espèce de 

leishmanie impliquée, seule ou associée à d’autres signes cliniques systémiques et/ou 

viscéraux (Pennisi 2015; Fernandez-Gallego et al. 2020; Abramo et al. 2021). 

Une étude regroupant 66 cas de leishmaniose féline se manifestant par des troubles 

dermatologiques indique que les lésions cutanées les plus fréquentes sont des dermatites 

nodulaires (> 70% des cas de l’étude) suivies des dermatites ulcératives et croûteuses (> 30%) 

avec des lésions cutanées et/ou cutanéo-muqueuses (Abramo et al. 2021). 

Les dermatites exfoliatives sont plus rarement rapportées, contrairement à la leishmaniose 

canine où elles sont fréquentes (Pennisi et al. 2015). 
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Les nodules cutanés et cutanéo-muqueux sont le plus souvent localisés au niveau de la face 

(paupières, pavillon externe des oreilles, museau, babines, muqueuse gingivale et linguale) et 

sur les parties distales des membres. Des nodules ont également été rapportés au niveau de 

la muqueuse anale (Silveira Neto et al. 2015; Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Ils sont de taille variable, généralement inférieure à 1 cm, non douloureux, non prurigineux et 

leur surface peut être d’aspect normal, alopécique ou ulcérée (Pennisi et al. 2015). 

Les ulcères peuvent présenter une répartition diffuse ou focale, superficielle ou profonde. Ils 

ont une distribution corporelle similaire à celle des nodules, il est également possible d’en 

trouver au niveau du tronc ou sur les proéminences osseuses en cas de dermatite ulcéreuse 

diffuse. Les ulcérations peuvent se compliquer d’infections bactériennes : les ulcères sont 

alors recouverts de croûtes hémorragiques et/ou de matériel purulent (Hervás et al. 1999; 

Pennisi et al. 2015; Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Ces différentes lésions cutanées peuvent apparaître sur tout le corps de l’animal selon un 

schéma focal, multifocal, régional ou diffus. Certains chats peuvent présenter différents types 

de lésions cutanées simultanément ou les développer l’une après l’autre ; elles peuvent 

coexister avec des lésions cutanéo-muqueuses et muqueuses, souvent à l’origine d’un 

complexe gingivostomatite et/ou d’une glossite (Pennisi et al. 2015; Fernandez-Gallego et al. 

2020; Dos Santos et al. 2021). 

Des photographies représentant les différentes lésions cutanées évoquées sont disponibles 

en Figure 10. 

 

 

 

 

 

 

 



54 
 

 Figure 10 : Photographies de lésions cutanées et cutanéo-muqueuses chez des chats atteints 

de leishmaniose clinique 

A - Dermatite nodulaire au niveau des paupières des deux yeux et de la conjonctive de l’œil droit (Brianti 

et al. 2019) ; B - Nodule au niveau de la région carpienne gauche (Fernandez-Gallego et al. 2020) ; C 

- Dermatite ulcéreuse avec lésions au niveau de la truffe, du pavillon auriculaire droit et de la région 

carpienne gauche (Rivas et al. 2018) ; D - Lésion ulcéreuse en région temporale droite de la face (Ahuir-

Baraja et al. 2021) ; E - Lésion ulcéreuse sur le coussinet métatarsien gauche (Fernandez-Gallego et al. 

2020) ; F - Stomatite et glossite affectant respectivement les joues et le bord de la langue (Pennisi et 

al. 2015) ; G - Ulcères dans la cavité buccale à l’origine d’un complexe gingivostomatite (Dos Santos et 

al. 2021) 
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L’alopécie et le prurit sont peu décrits chez le chat infecté et sont souvent expliqués par 

d’autres maladies cutanées concomitantes telles que la démodécie ou la dermatite allergique 

aux piqûres de puces (Pennisi et al. 2015). 

D’autres lésions dermatologiques moins fréquentes sont également rapportées, 

incluant notamment :  

- des papules et nodules hémorragiques riches en formes amastigotes de 

Leishmania (Pennisi et al. 2004; 2015)  

- une onychogryphose caractérisée par des griffes anormalement longues, 

déformées et fissurées, qui est un signe relativement spécifique de leishmaniose 

canine (Headley et al. 2019)  

- une dépigmentation au niveau de la truffe (Rüfenacht et al. 2005) 

- une hyperkératose du coussinet plantaire (Fernandez-Gallego et al. 2020)  

Quelques cas plus rares de leishmaniose féline associés de façon concomitante à d’autres 

pathologies dermatologiques comme un carcinome épidermoïde invasif ou un pemphigus 

foliacé ont également été décrits (Grevot et al. 2005; Rüfenacht et al. 2005; Maia, Sousa, et 

al. 2015). 

Ces différentes lésions sont représentées sur la Figure 11.  
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Figure 11 : Photographies de lésions dermatologiques moins fréquemment rapportées chez 

des chats atteints de leishmaniose clinique 

A - Onychogryphose associée à un nodule érythémateux (Headley et al. 2019) ; B - Hyperkératose du 

coussinet plantaire (Fernandez-Gallego et al. 2020) ; C - Croûtes, pustules, érythème et dépigmentation 

de la truffe sur un chat présentant une leishmaniose associée à un pemphigus foliacé (Rüfenacht et al. 

2005) ; D - Lésions ulcérées au niveau de la truffe sur un chat présentant une leishmaniose associée à 

un carcinome épidermoïde (Maia, Sousa, et al. 2015) 

 

De ce fait, la leishmaniose féline devrait être incluse dans le diagnostic différentiel de 

nombreuses atteintes dermatologiques. Il est essentiel de ne pas négliger cette étiologie 

notamment chez un chat présentant des lésions nodulaires et/ou ulcéreuses en région 

endémique de leishmaniose. D’autre part, en cas de présentation atypique de leishmaniose 

féline cutanée, il ne faut pas exclure l’implication d’une autre pathologie concomitante.  
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2. Atteinte oculaire 

Les manifestations oculaires de l’affection sont également fréquemment rapportées chez le 

chat comme chez le chien. Elles se retrouvent chez 20 à 30% des chats atteints de leishmaniose 

(voir Tableau 7) (Pennisi et al. 2015). 

Une étude datant de 2020 portant sur 16 chats présentant une expression clinique de la 

leishmaniose révèle que 37,5% d’entre eux présentaient une atteinte oculaire. Il s’agit parfois 

des seuls symptômes observés mais dans 2 cas sur 3, les atteintes oculaires sont associées à 

des signes cliniques systémiques (Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Les atteintes oculaires les plus fréquentes sont des uvéites uni ou bilatérales, suivie des 

blépharites (inflammation des paupières) et des panophtalmies (inflammation purulente du 

globe oculaire) secondaires à des masses nodulaires palpébrales et conjonctivales comme 

abordé dans la section III.B.1.  

D’autres symptômes variés sont décrits dans la littérature et sont observables sur la Figure 12, 

tels que des ulcères cornéens pouvant générer une perforation cornéenne, des opacifications 

de la cornée, des kératites, des conjonctivites possiblement associées à un chémosis (œdème 

liquidien conjonctival), des choriorétinites ou des glaucomes (Leiva et al. 2005; Pimenta et al. 

2015; Richter, Schaarschmidt-Kiener, Krudewig 2014; Hervás et al. 2001; Fernandez-Gallego 

et al. 2020). 
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Les analyses histologiques des structures oculaires infectées se sont révélées riches en formes 

amastigotes du parasite Leishmania. Comme chez le chien, le parasite semble surtout se 

retrouver dans la chambre antérieure de l’œil (Hervás et al. 2001). 

 

 

3. Atteinte systémique et viscérale 

La leishmaniose féline se caractérise par de multiples signes cliniques systémiques et parfois 

viscéraux répertoriés par fréquence dans le Tableau 7.  

Près d’un chat sur deux ayant une expression clinique de leishmaniose présente des signes 

d’atteinte systémique. Ils sont non spécifiques, souvent associés à une atteinte 

Figure 12 : Photographies de lésions oculaires chez des chats atteints de leishmaniose clinique 

A - Uvéite bilatérale avec caillot sanguin (hyphéma) dans la chambre antérieure (Pennisi et al. 2015) ; 

B - Nodule conjonctival sur la paupière supérieure, uvéite avec précipités kératiques et inflammation 

de l’iris sur l’œil droit (Pimenta et al. 2015) ; C - Panuvéite exsudative avec écoulement mucoïde, 

chémosis et œdème cornéen endothélial diffus, présence d’une ulcération cornéenne stromale derrière 

la membrane nictitante (Leiva et al. 2005) ; D - Papules palpébrales, œdème cornéen associé à un 

chémosis sévère et une conjonctivite proliférative (Fernandez-Gallego et al. 2020) 
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dermatologique ou oculaire et parfois à une atteinte viscérale, affectant alors le foie, la rate 

ou la moelle osseuse (Hervás et al. 1999; Leiva et al. 2005; Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Le signe clinique systémique le plus souvent rapporté chez le chat comme chez le chien (> 50% 

des cas) est une adénomégalie focale ou généralisée (Brianti et al. 2019; Silva et al. 2020; 

Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Par ailleurs, chez 20 à 30% des chats atteints de leishmaniose, il est rapporté un 

amaigrissement, une dysorexie voire une anorexie, une gingivostomatite comme abordé dans 

la section III.B.1., une léthargie ou une déshydratation.  

De façon moins fréquente il est également possible d’observer une pâleur des muqueuses, un 

ictère, une cachexie, une hypo ou hyperthermie, un avortement, un syndrome polyuro-

polydipsie, des troubles digestifs (diarrhées, vomissements) ou respiratoires (jetage nasal 

chronique, dyspnée, éternuements) (Pennisi et al. 2015). 

Enfin, des signes d’atteinte musculosquelettique avec une amyotrophie ; neurologique avec 

une ataxie ; mammaire avec une mastite ou urogénital avec des saignements vaginaux 

associés à des ecchymoses ont également été décrits dans la littérature. Cependant, dans 

certains cas, ils semblent secondaires à des affections concomitantes à la leishmaniose féline 

(da Silva et al. 2010; Fernandez-Gallego et al. 2020; Pereira, Valente, et al. 2019; Maia, Sousa, 

et al. 2015). 

Un rapport de cas est paru début 2022 à propos d’un chat mâle castré de dix ans vivant en 

Espagne et diagnostiqué atteint de leishmaniose féline avec pour seuls signes cliniques une 

légère perte de poids et une diarrhée chronique de l’intestin grêle ne répondant pas au 

traitement antibiotique. Ainsi, en région endémique, il est indispensable d’inclure la 

leishmaniose féline dans le diagnostic différentiel de multiples signes cliniques non spécifiques 

(Tabar et al. 2022). 

Toutes les espèces de Leishmania affectant le chat peuvent être à l’origine de signes cliniques 

systémiques. En revanche, l’espèce L. infantum semble être majoritairement responsable 

d’une atteinte viscérale. En effet, une étude consistant à inoculer des formes promastigotes 

de l’espèce L. braziliensis par voie intradermique à des chats n’a pas permis d’isoler de formes 

amastigotes du parasite dans le foie, la rate ou la moelle osseuse au bout de 72 semaines 

après inoculation alors qu’à l’inverse, des formes amastigotes du parasite ont été isolées à 
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plusieurs reprises dans ces organes chez des chats infectés naturellement par L. infantum 

(Simões-Mattos et al. 2005). 

D’autre part, l’atteinte viscérale engendre une hypertrophie d’un ou plusieurs organes 

pouvant être expliquée par leur infiltration par les formes amastigotes du parasite, une 

augmentation des cellules du système phagocytaire mononucléaire ou des modifications 

structurales. Une étude sur 16 chats cliniques de la leishmaniose a révélé que l’hépatomégalie 

serait l’atteinte viscérale la plus fréquente, devant la splénomégalie et la néphromégalie 

(Fernandez-Gallego et al. 2020). 

La maladie rénale est en effet une complication reconnue de la leishmaniose canine, causée 

par le dépôt de complexes immuns au niveau des glomérules rénaux, engendrant alors une 

glomérulopathie. Chez le chat, il est difficile de déterminer si les signes d’atteinte rénale 

objectivés sont secondaires à la leishmaniose, à une maladie rénale chronique concomitante 

ou à des effets indésirables de traitements contre la leishmaniose (Baneth et al. 2008). 

Les signes d’atteinte viscérale sont associés à une forte mortalité, du fait qu’ils sont souvent 

synonymes de dissémination du parasite au sein de l’organisme (Soares, Duarte, Sousa 2016). 

 

 

IV. Diagnostic de la leishmaniose 

A. Démarche diagnostique clinique 

Contrairement à l’espèce canine, aucune démarche diagnostique clinique consensuelle 

n’existe à ce jour pour le chat en cas de suspicion de leishmaniose, seules des 

recommandations dérivant de celles de l’espèce canine ont été formulées (Bourdoiseau, 

Chermette 2015). La confirmation d’un diagnostic de leishmaniose féline peut donc être un 

véritable défi pour le clinicien. 
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1. Bilan anamnestico-clinique 

Dans un premier temps, le bilan anamnestico-clinique doit permettre d’orienter vers 

l’hypothèse d’une leishmaniose lorsqu’un chat présente un profil épidémiologique et/ou des 

signes cliniques compatibles avec l’affection.  

Les chats atteints cliniquement de leishmaniose sont généralement des chats adultes, vivant 

en zone endémique ou y ayant circulé, présentant une maladie pouvant générer une 

dysimmunité ou recevant un traitement immunosuppresseur (Pimenta et al. 2015; Pennisi 

2015; Pennisi, Persichetti 2018). 

Par ailleurs, comme abordé dans la section III.B., l’expression clinique de la leishmaniose féline 

se manifeste par des symptômes très variés avec essentiellement des troubles cutanés, 

oculaires, systémiques voire viscéraux pour lesquels la leishmaniose doit faire partie du 

diagnostic différentiel, notamment dans les régions endémiques de la maladie.  

Les chats atteints de leishmaniose peuvent présenter de plus des co-infections comme celles 

abordées dans la section II.C.2. ou souffrir de pathologies dysimmunitaires concomitantes 

pouvant affecter le tableau clinique, ce qui complique et diversifie les diagnostics différentiels 

(Solano-Gallego et al. 2011). 

 

 

2. Anomalies lors d’examens complémentaires 

Dans un second temps, des examens complémentaires comprenant la biochimie sanguine, la 

numération formule sanguine, l’électrophorèse des protéines et l’analyse d’urine sont à 

réaliser : ils peuvent révéler des anomalies paracliniques orientant le diagnostic clinique de 

manière non spécifique. Chez le chat, les informations concernant ces anomalies sont limitées 

et se basent surtout sur des rapports de cas (Gramiccia 2011; Garcia-Torres et al. 2022). 

L’anomalie la plus fréquemment décrite (plus de 50% des cas) chez le chat comme chez le 

chien est une hypergammaglobulinémie polyclonale, parfois associée à une hyperprotéinémie 

(Fernandez-Gallego et al. 2020; Abramo et al. 2021; Garcia-Torres et al. 2022). 

L’hypergammaglobulinémie polyclonale se retrouve aussi dans le contexte de nombreuses 

autres maladies inflammatoires, néoplasiques ou à transmission vectorielle chez les chats et 
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n’est donc pas un signe spécifique de leishmaniose. En revanche, le suivi de ce paramètre 

pourrait avoir un intérêt thérapeutique car il a été constaté une diminution de 

l’hypergammaglobulinémie en cas de réponse favorable à un traitement après sa mise en 

place. Ce raisonnement est déjà appliqué chez le chien (Fernandez-Gallego et al. 2020; Savioli 

et al. 2021). 

De façon plus rare (dans moins de 25% des cas), il est possible d’observer une 

hypoalbuminémie à l’origine d’une inversion du rapport albumine sur globulines (Pennisi, 

Persichetti 2018). 

Le profil des protéines sériques chez un chat atteint de leishmaniose avec 

hypergammaglobulinémie et hypoalbuminémie engendrant une inversion du rapport 

albumine sur globulines est observable en Figure 13.  

Récemment, des études ont montré que des taux élevés d’amyloïde A et d’α-2 globulines 

associés à une hypergammaglobulinémie pourraient être de bons indicateurs de la maladie 

chez les chats (Savioli et al. 2021). 

La seconde anomalie paraclinique la plus fréquente lors de leishmaniose féline est une anémie 

normochrome normocytaire non régénérative modérée à sévère, observée à la numération 

formule sanguine dans 25 à 50% des cas.  

Figure 13 : Profil de protéines sériques d’un chat atteint cliniquement de leishmaniose, 

obtenu par électrophorèse sur acétate de cellulose (Brianti et al. 2019) 
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Une pancytopénie (anémie, leucopénie et thrombopénie) modérée à sévère est rapportée 

dans moins de 25% des cas chez des chats présentant le FIV de façon concomitante à la 

leishmaniose, sans qu’il soit possible de déterminer à quelle affection est due la pancytopénie.  

D’autres anomalies hématologiques sont rapportées dans moins de 25% des cas de 

leishmaniose féline, telles qu’une thrombocytopénie ou une leucocytose neutrophilique 

parfois associée à une éosinophilie ou une monocytose. D’autres causes explicatives doivent 

être recherchées lors d’une atteinte sévère de l’une ou plusieurs des lignées sanguines 

(Pennisi, Persichetti 2018; Fernandez-Gallego et al. 2020; Pereira, Maia 2021). 

A l’analyse d’urine, il est possible d’objectiver dans moins de 25% des cas une protéinurie 

associée ou non à une azotémie d’origine rénale. Ces résultats sont compatibles avec une 

maladie rénale aiguë ou chronique, complication possible de la leishmaniose du fait de dépôts 

de complexes immuns au niveau des glomérules rénaux (Pennisi, Persichetti 2018; Fernandez-

Gallego et al. 2020). 

Une étude menée en 2020 a observé que les chats infectés par le parasite Leishmania 

présentaient également des concentrations plus élevées en phosphore inorganique que les 

chats sains (Chatzis et al. 2020). 

Enfin, quelques cas de leishmaniose féline rapportent des anomalies biochimiques autre que 

l’hyperprotéinémie décrite ci-dessus, notamment une hypercréatininémie, une hyperurémie, 

une hyperbilirubinémie, une hyperglycémie ou une augmentation de l’activité enzymatique 

des créatines kinases sériques (abrégées CK) (Pennisi, Persichetti 2018; Persichetti et al. 2018; 

Fernandez-Gallego et al. 2020). 

Contrairement au chien, une augmentation de l’activité des enzymes hépatiques alanines 

amino-transférases (abrégées ALAT) et aspartates amino-transférases (abrégées ASAT) est 

très rarement rapportée chez le chat (Fernandez-Gallego et al. 2020; Abramo et al. 2021). 

La fréquence de la plupart des anomalies paracliniques pouvant être retrouvées chez le chat 

atteint de leishmaniose est présentée dans le Tableau 8.  
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Tableau 8 : Fréquence de plusieurs anomalies paracliniques retrouvées sur des chats atteints 

cliniquement de leishmaniose féline (Pennisi et al. 2015; Pennisi, Persichetti 2018) 

Fréquence des signes cliniques observés (%) 

< 50% des cas 25 – 50% des cas < 25% des cas 

Hypergammaglobulinémie 
 

Anémie normochrome 
normocytaire non 

régénérative modérée à 
sévère 

Hypoalbuminémie 
Leucocytose  
Leucopénie 

Thrombocytopénie 
Pancytopénie 

Protéinurie 
Azotémie d’origine rénale 

Si le bilan anamnestico-clinique et paraclinique est en faveur d’une forte suspicion de 

leishmaniose féline, il convient alors de réaliser des examens complémentaires spécifiques 

permettant d’établir le diagnostic final.  

 

 

B. Méthodes de diagnostic étiologique 

Il existe plusieurs méthodes diagnostiques afin de mettre en évidence la présence du parasite 

Leishmania spp. au sein de l’organisme.  

On distingue d’une part les méthodes de diagnostic direct qui permettent de mettre en 

évidence la présence du parasite sous forme amastigote ou ses composants via des méthodes 

parasitaires (cytologie, histologie, immunohistochimie, culture) ou moléculaires 

(« Polymerase Chain Reaction », abrégé PCR) ; et d’autre part les méthodes de diagnostic 

indirect s’appuyant sur des méthodes sérologiques pour mettre en évidence la réponse 

immunitaire de l’hôte à l’infection parasitaire (Pereira, Maia 2021). 

Chez le chat, ces méthodes dérivent de celles employées chez le chien sans qu’il n’existe 

actuellement de consensus sur les protocoles appliqués. Cela engendre une grande variabilité 

dans les résultats obtenus et il est recommandé en conséquence de combiner plusieurs 
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examens diagnostiques afin de confirmer ou infirmer une suspicion de leishmaniose féline 

(Pennisi 2015). 

 

1. Méthodes de diagnostic direct 

Les méthodes diagnostiques directes visent à mettre en évidence la forme amastigote du 

parasite ou ses composants. Cela nécessite donc de réaliser un prélèvement adapté, c’est-à-

dire habituellement ciblé par le parasite afin d’augmenter la sensibilité du test diagnostique.  

Il n’y a pas de consensus sur l’échantillon biologique idéal à prélever dans le cadre d’un 

diagnostic cytologique ou moléculaire de leishmaniose féline (Costa-Val et al. 2020). 

Chez le chat, les formes amastigotes de Leishmania sont surtout retrouvées dans les 

macrophages des nœuds lymphatiques, de la moelle osseuse, de la peau, des muqueuses 

buccales, des structures oculaires et parfois du foie, de la rate, de l’estomac, des intestins ou 

des reins. A l’inverse, elles ont rarement été observées sur des prélèvements effectués à partir 

de sang total, de buffy coat (couche leucocytaire correspondant à la fraction d'un échantillon 

de sang non coagulé après centrifugation) ou d’urines (Gramiccia 2011; Pennisi 2015; Pennisi, 

Persichetti 2018; Foroughi-Parvar et al. 2021). 

 

 

a. Cytologie 

La cytologie permet de mettre en évidence la présence d’amastigotes en quantité variable sur 

des lames colorées correspondant à des étalements de tissus ou liquides biologiques.  

Elle est particulièrement indiquée chez les chats présentant des lésions dermatologiques 

nodulaires ou ulcéreuses et/ou une adénomégalie focale ou généralisée (Pereira, Maia 2021).  

Les prélèvements sont réalisés de manière peu invasive par cytoponction à l’aiguille fine au 

niveau des lésions nodulaires ou des nœuds lymphatiques ; raclage ou calque cutané sur les 

lésions ulcéreuses et croûteuses. Une ponction de moelle osseuse ou d’autres organes sous 

anesthésie générale est également réalisable (Soares, Duarte, Sousa 2016). 

La coloration classiquement utilisée pour la lecture des lames est celle de May-Grünwald 

Giemsa (abrégée MGG) et la lecture des lames se fait au microscope optique avec un objectif 
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de grossissement x 1 000. Les préparations cytologiques compatibles avec une leishmaniose 

féline présentent généralement une composition cellulaire caractérisée par une inflammation 

pyogranulomateuse, granulomateuse ou lymphoplasmocytaire. Chez le chat comme chez le 

chien, une hyperplasie lymphoïde est fréquemment rencontrée dans les nœuds lymphatiques 

infectés par L. infantum. Les formes amastigotes peuvent aussi être observées en position 

extracellulaire après l’éclatement de leurs cellules hôtes, ce phénomène est visible sur la 

Figure 14. 

La cytologie est une méthode rapide, peu coûteuse et très spécifique, permettant d’établir un 

diagnostic de certitude. En revanche, sa sensibilité varie selon la nature du prélèvement 

réalisé, la charge parasitaire sur l’échantillon prélevé, la qualité de l’étalement et la qualité de 

la lecture, nécessitant un opérateur qualifié (Chatzis et al. 2014). 

 

 

b. Histologie et immunohistochimie  

L’histologie permet de détecter la présence de formes amastigotes de Leishmania sur des 

lames colorées correspondant à des étalements issus de biopsies chirurgicales de tissus.  

Figure 14 : Photographies de lames cytologiques au microscope optique permettant le 

diagnostic de leishmaniose féline (Pennisi et al. 2015; Pennisi, Persichetti 2018; Pereira, Maia 

2021) 

A - Cytoponction à l’aiguille fine d’un nœud lymphatique de chat atteint de leishmaniose. Coloration 

MGG, échelle : 20µm (Pennisi et al. 2015) ; B - Cytoponction à l’aiguille fine d’un nodule palpébral sur 

un chat atteint de leishmaniose, échelle : 30µm (Brianti et al. 2019) 

Des formes amastigotes de Leishmania sont retrouvées à la fois dans les macrophages (flèches rouges) 

et en position extra-cellulaire (flèche noire). 
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Cette technique de diagnostic est d’une part plus invasive que la cytologie et requiert d’autre 

part davantage de temps pour permettre la lecture des lames : en effet, les tissus prélevés 

doivent d’abord être traités avant d’être colorés (généralement avec la coloration MGG ou à 

l’hématoxyline-éosine) puis observés.  

En revanche, cet examen apporte davantage de précisions quant à l’architecture tissulaire que 

l’examen cytologique. Elle permet par exemple de détecter certaines affections 

dermatologiques concomitantes à la leishmaniose, comme un carcinome épidermoïde ou 

pemphigus foliacé (Grevot et al. 2005; Rüfenacht et al. 2005; Maia, Sousa, et al. 2015; 

Paltrinieri et al. 2016).  

Comme lors de l’examen cytologique, les tissus infiltrés par le parasite, observables sur la 

Figure 15, présentent une composition histologique caractéristique d’une inflammation 

granulomateuse ou pyogranulomateuse. Les formes amastigotes sont visualisées dans des 

vacuoles rondes au sein de macrophages ou plus rarement de neutrophiles. Il est aussi 

possible d’observer des formes amastigotes extracellulaires en cas de nécrose des tissus 

environnants (Navarro et al. 2010). 

C’est une méthode diagnostique qui est très spécifique à l’image de la cytologie, nécessitant 

des prélèvements adaptés pour être suffisamment sensible ainsi que la pratique d’un 

opérateur expérimenté.  

L’immunohistochimie est une méthode qui permet d’augmenter la sensibilité de l’histologie. 

Elle permet de localiser certaines protéines dans les cellules d’une coupe de tissu grâce à des 

anticorps spécifiques d’antigènes, capables de catalyser une réaction chimique produisant de 

la couleur ou marqués par un fluorochrome. Cela permet alors de colorer les formes 

amastigotes de Leishmania et d’estimer leur nombre de façon semi-quantitative, comme cela 

est visible sur la Figure 15. 

Une méthode d’immunohistochimie alternative utilisant du sérum hyperimmun hétérologue 

canin a été testée avec succès sur un chat atteint de leishmaniose (Tafuri et al. 2004).  

Cette méthode n’est cependant pas toujours accessible car elle nécessite du matériel précis 

et un observateur expérimenté pour pouvoir être correctement réalisée.  
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Chez le chat, l’histologie et l’immunohistochimie ont permis de mettre en évidence le parasite 

à partir de biopsies réalisées sur plusieurs organes : peau, muqueuse nasale et buccale, 

structures oculaires, nasopharynx, estomac, foie, rate, reins, moelle osseuse et nœuds 

lymphatiques (Ozon et al. 1998; Leal et al. 2018; Fernandez-Gallego et al. 2020; Pereira, Maia 

2021). 

 

 

c. Culture parasitaire 

La culture parasitaire consiste à mettre en culture sur un milieu adapté un échantillon infecté 

par le parasite afin de permettre la multiplication de ce dernier.  

C’est une méthode très spécifique permettant d’identifier l’espèce de Leishmania en cause. 

Cependant, elle est aussi très chronophage avec une durée d’incubation pouvant atteindre 30 

jours et est donc uniquement destinée aux travaux de recherche en laboratoire (Soares, 

Duarte, Sousa 2016; Pennisi, Persichetti 2018). 

Chez le chat, des parasites ont pu être isolés à partir de sang total, lésions nodulaires, rate, 

nœuds lymphatiques et moelle osseuse. Il est conseillé de choisir un échantillon susceptible 

d’être infecté et de présenter une forte charge parasitaire afin d’augmenter la sensibilité de 

Figure 15 : Photographies de lames histologiques réalisées à partir de biopsies d’un nodule 

cutané chez un chat atteint de leishmaniose (Kenner et al. 1999; Ordeix et al. 2005; Navarro 

et al. 2010; Pennisi et al. 2015) 

A - Inflammation granulomateuse diffuse avec présence de macrophages, lymphocytes et plasmocytes. 

Coloration à l’hématoxyline-éosine, échelle : 100mm ; B - Coupe histologique d’un nodule cutané 

montrant un nombre modéré de formes amastigotes de Leishmania dans le cytoplasme de nombreux 

macrophages, indiquées par les flèches rouges. Coloration par immunohistochimie, échelle : 30µm 
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cette méthode diagnostique, qui est généralement assez faible. Les échantillons de sang sont 

considérés comme présentant une mauvaise sensibilité, avec un parasitisme transitoire ou 

faible (Martín-Sánchez et al. 2007; Pereira, Maia 2021). 

 

 

d. Biologie moléculaire  

Les tests de biologie moléculaire sont des tests de réaction de polymérisation en chaîne, 

abrégés PCR, largement utilisés pour le diagnostic de la leishmaniose canine comme féline. Ils 

permettent d’amplifier de manière exponentielle un fragment d’ADN spécifique du parasite 

afin de pouvoir le détecter puis l’étudier. Cette technique permet de caractériser l’espèce de 

Leishmania en cause. Plusieurs séquences cibles du parasite Leishmania peuvent être 

répliquées, la plus fréquemment utilisée et considérée comme la plus sensible correspond à 

l’ADN kinétoplastique en mini-cercle du parasite (Basso et al. 2016; Abramo et al. 2021). 

On distingue la PCR traditionnelle de la PCR quantitative et la PCR nichée.  

La PCR quantitative ou PCR en temps réel, abrégée qPCR permet une analyse quantitative des 

parasites dans l’échantillon étudié, rendant la méthode diagnostique plus sensible et précise. 

Chez le chien, le seuil de détection de la qPCR est inférieur à 1 parasite/mL ; celui de la PCR 

traditionnelle est de plus de 30 parasites/mL. Ces seuils ne sont pas encore déterminés 

précisément chez le chat (Miró et al. 2008). 

La qPCR permet également d’assurer un suivi thérapeutique chez le chien afin de vérifier si 

une diminution de la charge parasitaire a lieu avec la mise en place d’un traitement adapté 

(Pennisi et al. 2005; Manna et al. 2008). 

La PCR nichée, appelée nested-PCR en anglais, permet de limiter l’amplification de segments 

non spécifiques pouvant survenir accidentellement avec la PCR traditionnelle, rendant donc 

la méthode diagnostique plus spécifique.  

Les tests PCR sont plus sensibles et spécifiques que la plupart des autres méthodes 

diagnostiques, notamment la cytologie, l’histologie ou les méthodes sérologiques. Ainsi, un 

même échantillon peut revenir négatif aux examens cytologiques et histologiques et être 

positif par PCR. Il existe cependant des faux-positifs liés à des réactions croisées au niveau de 
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l’ADN, notamment rapportées avec Trypanosoma spp. (Silveira Neto et al. 2015; Benassi et al. 

2017). 

Comme pour les autres méthodes de diagnostic direct, la sensibilité des tests PCR varie selon 

la nature de l’échantillon analysé. Pour rappel, une meilleure sensibilité est obtenue avec des 

échantillons multiples provenant de la peau, de la moelle osseuse, des nœuds lymphatiques, 

de la rate et de la conjonctive oculaire par rapport aux échantillons provenant du sang, du 

buffy coat ou des urines. Ces derniers restent néanmoins fréquemment utilisés en raison de 

la facilité d’obtention d’un prélèvement sanguin ou urinaire en pratique vétérinaire (Solano-

Gallego et al. 2011). 

Chez le chat, de l’ADN de Leishmania spp. a aussi pu être identifié par PCR à partir de frottis 

conjonctival et oral, de tissu nasal, de foie, de reins et de liquide mammaire (da Silva et al. 

2010; Leal et al. 2018; Migliazzo et al. 2015; Costa-Val et al. 2020; Pereira, Maia 2021). 

Enfin, les tests PCR sont très utiles pour mettre en évidence l’infection chez les animaux 

asymptomatiques. En effet, un résultat positif par PCR signifie que l’ADN de Leishmania spp. 

est présent dans l’échantillon étudié, il indique donc l’infection par le parasite mais ne 

renseigne pas sur le caractère actif ou non de cette infection : la PCR ne permet pas de 

déterminer si le parasite est vivant et capable de se multiplier ou non (Gramiccia, Gradoni 

2005; Soares, Duarte, Sousa 2016). 

 

 

2. Méthodes de diagnostic indirect 

a. Sérologie 

Les méthodes sérologiques sont nombreuses et consistent à rechercher chez un individu la 

présence d’anticorps (essentiellement les immunoglobulines G, abrégées IgG) dirigés 

spécifiquement contre Leishmania spp. (Solano-Gallego et al. 2011). 

Afin de fixer ces anticorps, des antigènes bruts du parasite issus de cultures parasitaires ou 

des antigènes purifiés sont utilisés. Le titre en anticorps désigne la plus grande dilution pour 

laquelle le sérum d’un individu fournit toujours une réponse positive au test sérologique. Une 

sérologie est considérée comme significative lorsque le titre en anticorps obtenu dépasse une 
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valeur seuil fixée, différente selon la méthode sérologique utilisée, et pouvant varier en 

fonction du laboratoire réalisant l’analyse (Persichetti et al. 2018).  

Les protocoles utilisés chez le chat sont dérivés de ceux employés pour l’espèce canine mais 

ne sont cependant pas encore standardisés pour le diagnostic de la leishmaniose féline. De ce 

fait, plusieurs enquêtes épidémiologiques s’appuyant sur différentes méthodes sérologiques 

ont révélé des séroprévalences très variables de leishmaniose féline dans les pays 

méditerranéens, allant d’environ 1 à 60%. Les valeurs seuils choisies, différentes d’une 

enquête épidémiologique à l’autre pour une même méthode sérologique, sont probablement 

l’un des facteurs impactant le plus cette différence de prévalence observée et reflètent le 

manque de standardisation dans la technique utilisée pour la détection d’infection à 

Leishmania spp. chez le chat (Gramiccia 2011; Dedola et al. 2018). 

La spécificité et la sensibilité des méthodes sérologiques varient selon le test utilisé, la valeur 

seuil fixée et l’antigène choisi.  

Ainsi, il est essentiel d’interpréter les résultats des tests sérologiques avec prudence et de les 

confronter aux résultats d’autres examens diagnostiques (Pennisi et al. 2015; Pennisi, 

Persichetti 2018). 

Un résultat sérologique négatif ou douteux lors d’une forte suspicion clinique de leishmaniose 

ne permet pas d’exclure l’hypothèse de l’affection : en effet, le risque de faux-négatifs n’est 

pas négligeable et d’autres examens diagnostiques doivent être menés.  

De même, un résultat sérologique positif est toujours à confronter au contexte clinique et à 

conforter avec la réalisation d’autres examens diagnostiques. En effet, des faux-positifs 

peuvent être la conséquence de réactions croisées lors de la réalisation des tests sérologiques, 

notamment avec d’autres parasites comme Trypanosoma spp. ou entre les différentes 

espèces de Leishmania en raison de leur proximité phylogénétique (Gramiccia 2011; Longoni 

et al. 2012; Pennisi et al. 2015). 

Chez le chien, il a également été démontré que les tests sérologiques ne permettent pas de 

distinguer les chiens infectés de ceux vaccinés contre l’affection (Maia, Campino 2018). 

Par ailleurs, comme abordé dans la section I.D.3., il est important de rappeler que chez le chien 

comme chez le chat, la présence d’anticorps anti-Leishmania à elle seule ne permet pas de 
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conclure à une infection à Leishmania, elle peut simplement refléter une exposition au 

parasite (Maia, Campino 2018). 

Il a en revanche été observé que les chats atteints cliniquement de la leishmaniose présentent 

souvent une concentration plus importante en anticorps spécifiques que les chats 

asymptomatiques. De même, un traitement spécifique conduit fréquemment à une 

diminution significative du titre en anticorps dirigés contre Leishmania et une rechute clinique 

se manifeste par une nouvelle augmentation du titre en anticorps (Manna et al. 2015; Pennisi, 

Persichetti 2018). 

 

□ Immuno Fluorescence Antibody Test (IFAT) 

La méthode sérologique la plus fréquemment utilisée pour le diagnostic de la leishmaniose 

est le test de détection des anticorps par immunofluorescence, abrégée IFAT (pour 

ImmunoFluorescence Antibody Test en anglais). Elle permet de mettre en évidence un 

anticorps spécifique dirigé contre Leishmania par l’utilisation d’un conjugué fluorescent.  

En raison de sa sensibilité et sa spécificité très élevées (respectivement 96% et 98%), il s’agit 

de la méthode de référence pour le dépistage de la leishmaniose chez l’Homme et le chien.  

Une étude menée en 2020 a également validé l’IFAT comme étant un test précis pour évaluer 

l’exposition des chats à L. infantum (Maia, Campino 2018; Iatta et al. 2020; Rombolà et al. 

2021). 

Lors de la réalisation d’un test IFAT, les valeurs obtenues correspondent à des facteurs de 

dilution sérique. Sur la base d’observations, la valeur seuil recommandée pour le diagnostic 

de la leishmaniose féline est une dilution sérique 1 : 80. Cela signifie que lorsqu’un chat 

présente une réaction sérologique positive avec ce facteur de dilution, il est considéré comme 

étant infecté ou ayant été infecté par le parasite (Pennisi et al. 2015; Persichetti et al. 2017). 

Cette méthode est adaptée aussi bien pour les études épidémiologiques que pour le 

diagnostic individuel ou le suivi thérapeutique. Elle présente une certaine facilité de 

réalisation mais nécessite un personnel formé et expérimenté pour l’interprétation des 

résultats (Maia, Campino 2008). 
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□ Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay (ELISA) 

La méthode sérologique de dosage immuno-enzymatique sur support solide, abrégée ELISA 

(pour Enzyme Linked ImmunoSorbent Assay en anglais) est également fréquemment 

employée.  

Il existe plusieurs protocoles ELISA mais dans le cadre du diagnostic de la leishmaniose, ce sont 

généralement des tests ELISA indirects qui sont utilisés : un antigène spécifique de Leishmania 

est placé au fond du puits de la microplaque et sera reconnu par les anticorps spécifiquement 

dirigés contre le parasite s’ils sont présents. Un anticorps secondaire, conjugué à une enzyme 

ou un conjugué fluorescent, va ensuite se fixer de façon spécifique sur l’anticorps primaire s’il 

est présent, permettant de visualiser une coloration.  

Les valeurs d’un test ELISA correspondent à des valeurs d’absorbance, appelées « valeurs 

d’unités ELISA ». La valeur seuil recommandée pour le diagnostic de la leishmaniose féline est 

de 40 unités ELISA : si un chat présente une réaction sérologique positive au-dessus de ce 

seuil, il est considéré comme infecté ou ayant été infecté par le parasite (Persichetti et al. 

2017). 

Différents antigènes peuvent être utilisés pour être fixés au fond des puits du test notamment 

des antigènes bruts du parasite issus de cultures parasitaires ou des antigènes recombinants, 

plus spécifiques mais plus difficiles à obtenir.  

Des réactions croisées non spécifiques entre L. infantum et Trypanosoma spp. peuvent être 

observées avec l’usage de certains antigènes. A l’inverse, le superoxide dismutase du fer 

(abrégé Fe-SOD) excrété par les parasites Leishmania spp. est un antigène très spécifique (97-

100%) et très sensible (100%) qui ne présente pas de réaction croisée (Longoni et al. 2012).  

Le test ELISA est donc une méthode sérologique rapide dont la sensibilité et la spécificité 

dépendent en grande partie de la valeur seuil fixée et de l’antigène utilisé ; certaines études 

jugent cette méthode plus sensible que l’IFAT (Pennisi et al. 2015). 
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b. Western Blot (WB) 

La méthode sérologique de transfert de protéines, abrégée WB (pour Western Blot en anglais) 

permet de détecter des antigènes protéiques spécifiques sur une membrane en fonction de 

leur poids moléculaire.  

Plusieurs antigènes différents peuvent être fixés sur la membrane de migration 

d’électrophorèse, ce sont généralement les mêmes que ceux utilisés pour les tests ELISA. Des 

réactions croisées non spécifiques sont également décrites lors de la réalisation de ce test.  

Les résultats sont fournis sous forme de bandes de différents poids moléculaires. La limite 

entre les bandes de bas poids moléculaire et celles de haut poids moléculaire est fixée à 31 

kiloDalton (abrégé kDa). Les chats atteints de leishmaniose présentent des bandes de bas 

poids moléculaire et la présence d’une bande à 18 kDa serait spécifique de l’espèce L. 

infantum (Persichetti et al. 2017). 

C’est une méthode qualitative qui offre une meilleure sensibilité (97%) et spécificité (99%) que 

l’ELISA ou l’IFAT mais qui est principalement destinée à la recherche de par sa difficulté de 

réalisation (Persichetti et al. 2017; Pereira, Maia 2021). 

 

 

c. Test d’agglutination directe (DAT)  

Le test d’agglutination directe, abrégé DAT (pour Direct Agglutination Test en anglais), 

consiste à mettre en contact des antigènes spécifiques avec le sérum de l’animal testé : si des 

anticorps dirigés contre Leishmania sont contenus dans le sérum, ils vont réagir avec les 

antigènes en formant un agglutinat.  

Les valeurs d’un DAT sont des facteurs de dilution sérique. La valeur seuil recommandée pour 

le diagnostic de la leishmaniose féline d’après le groupe LeishVet est une dilution sérique de 

1 : 800. Cela signifie que lorsqu’un chat présente une réaction sérologique positive avec ce 

facteur de dilution, il est considéré comme étant infecté ou ayant été infecté par le parasite 

(Ahuir-Baraja et al. 2021). 
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Cependant, cette technique est considérée comme moins sensible que les autres méthodes 

de diagnostic indirect et peu d’informations sont disponibles sur l’utilisation de cette méthode 

chez le chat comparé au chien ou à l’Homme (Pennisi et al. 2015).  

 

 

d. Autres méthodes 

D’autres méthodes sérologiques pour dépister la leishmaniose féline existent de manière 

anecdotique et ne sont pas utilisées en pratique vétérinaire de routine, comme le test 

d’hémagglutination indirecte, le test cutané aussi appelé test de Montenegro ou encore la 

mesure de l’IFN-γ (Barnes, Stanley, Craig 1993; Pereira, Maia 2021; Priolo et al. 2022). 

 

 

C. Proposition d’approche diagnostique  

En 2021, le groupe LeishVet a créé une approche diagnostique simplifiée pour le diagnostic de 

la leishmaniose féline, indiquant l’ordre des différents examens diagnostiques ainsi que leur 

interprétation, représentée dans la Figure 16. Cette approche a pour objectif d’aiguiller le 

clinicien dans sa démarche diagnostique face à une suspicion de leishmaniose féline ou dans 

le contexte de chats cliniquement sains utilisés comme donneurs de sang ou à des fins de 

reproduction. Elle doit ensuite être adaptée à chaque patient. 



76 
 

Il est important de rappeler que les méthodes sérologiques telles que l’IFAT ou l’ELISA 

conduisant à un résultat positif doivent être idéalement complétées et suivies de méthodes 

diagnostiques directes comme la cytologie, l’histologie ou les tests de biologie moléculaire par 

PCR afin de confirmer définitivement l’hypothèse de leishmaniose.  

D’autre part, la combinaison de méthodes sérologiques et moléculaires aboutit parfois à des 

résultats non concordants pouvant être interprétés de la manière suivante (Morganti et al. 

2019) :  

- Un chat positif à la sérologie mais négatif au test moléculaire témoigne d’une 

exposition au parasite Leishmania suivie d’une guérison parasitologique et du 

développement d’une réponse immunitaire à médiation humorale détectée par la 

sérologie.  

- Un chat négatif à la sérologie mais positif au test moléculaire témoigne d’une 

infection transitoire avec un chat résistant à l’infection ou d’un stade débutant 

d’infection. 

Figure 16 : Proposition d’approche diagnostique de la leishmaniose féline (Pereira, Maia 2021) 
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Davantage d’études doivent être menées pour aboutir à une standardisation des différentes 

méthodes diagnostiques et ainsi systématiser la démarche diagnostique de la leishmaniose 

féline. Cela permettrait alors de perfectionner le diagnostic de l’infection et mieux 

appréhender les caractéristiques de l’affection chez le chat ainsi que son rôle 

épidémiologique.  

 

 

V. Traitement de la leishmaniose, suivi 
et pronostic  

A. Prise en charge thérapeutique 

Une prise en charge thérapeutique peut être envisagée après confirmation de la maladie. 

Cependant, en raison du faible nombre de cas rapportés, traités et suivis dans le temps, très 

peu d’informations sont disponibles concernant les possibilités de traitement de la 

leishmaniose féline.   

Tout comme chez le chien, la mise en place d’un traitement efficace chez le chat peut conduire 

à une diminution voire une résolution des signes cliniques associés à la maladie ainsi qu’à une 

réduction de la charge parasitaire et du titre en anticorps dirigés contre Leishmania mais ne 

permet pas l’élimination totale du parasite (Pereira, Maia 2021). 

D’autre part, il est supposé que l’espèce de Leishmania responsable de l’infection, en plus 

d’influencer la présentation clinique comme mentionné dans la section III.B., modulerait 

également la sensibilité ou la résistance du parasite à une molécule thérapeutique (Aït-Oudhia 

et al. 2012; Soares, Duarte, Sousa 2016). 

Plusieurs schémas thérapeutiques, dérivant de ceux utilisés chez le chien, ont été utilisés de 

façon empirique. Une liste non exhaustive de ces derniers est répertoriée dans le Tableau 9.  
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Tableau 9 : Protocoles thérapeutiques employés sur des chats atteints de leishmaniose 

PO : per os, par voie orale ; SC : voie injectable sous-cutanée ; IM : voie injectable intra-musculaire 

Traitement et Dosage 
Durée de 

traitement 
Référence 

Allopurinol 10-15mg/kg/12h PO 2 à 3 mois 

(Leiva et al. 2005; 
Rüfenacht et al. 2005; 

Richter, Schaarschmidt-
Kiener, Krudewig 2014) 

Allopurinol 20mg/kg/24h PO 
15 mois 

7 mois 

(Pennisi et al. 2004; 
Brianti et al. 2019) 

Allopurinol 50mg/chat/12h PO 12 mois 
(Fernandez-Gallego et al. 

2020) 

Allopurinol 100mg/chat/24h PO 4 mois (Pocholle et al. 2012) 

Allopurinol 10mg/kg/12h ou 24h PO 

Antimoniate de méglumine 50mg/kg/24h SC 

Long terme 

30 jours 

(Pimenta et al. 2015; 
Fernandez-Gallego et al. 

2020) 

Allopurinol 10mg/kg/12h PO 

Miltéfosine 2mg/kg/24h PO 

Long terme 

28 jours 

(Fernandez-Gallego et al. 
2020) 

Antimoniate de méglumine 50mg/kg/24h SC 25 jours (Leal et al. 2018) 

Antimoniate de méglumine 
175mg/chat/48h IM 

55 jours (Durão et al. 1993) 

Antimoniate de méglumine 
300mg/chat/24h SC 

4 mois 
(Fernandez-Gallego et al. 

2020) 

Antimoniate de méglumine 5mg/kg/24h SC 

Kétoconazole 10mg/kg/24h PO 

3 cycles de 4 
semaines à 10 

jours 
d’intervalle 

(Hervás et al. 1999) 

Miltéfosine 2mg/kg/24h PO 28 jours (Leal et al. 2018) 

Domperidone 0,5mg/kg/24h PO 1 mois (Maia, Sousa, et al. 2015) 

Fluconazole 5mg/kg/24h PO 2 mois (Pennisi et al. 2004) 

Spiramycine 150 000 UI/kg/24h PO 

Métronidazole 25mg/kg/24h PO 
35 jours (Pennisi et al. 2004) 

Itraconazole 50mg/chat/24h PO 2 mois (Pennisi et al. 2004) 

En France, deux possibilités de traitement thérapeutique contre la leishmaniose féline sont 

disponibles hors AMM : l’allopurinol et l’antimoniate de méglumine, en association ou non.   

Aucune étude n’a été menée afin de déterminer précisément leurs caractéristiques 

pharmacocinétiques et pharmacodynamiques, leur efficacité et leur sûreté d’emploi chez les 

chats. Ces traitements sont donc à utiliser avec une grande prudence et imposent une 
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surveillance régulière des individus traités (Pennisi 2015; Pereira, Maia 2021; Ahuir-Baraja et 

al. 2021). 

Enfin, les traitements spécifiques contre la leishmaniose doivent être complétés par des 

traitements de soutien adaptés aux signes cliniques et paracliniques présentés par les 

individus traités, notamment dans le cas de lésions oculaires, dermatologiques ou dans un 

contexte de maladie rénale concomitante.  

 

 

1. Allopurinol 

L’allopurinol est un dérivé de l’hypoxanthine, une base nucléique purique, initialement utilisé 

en médecine humaine pour le traitement de la goutte en limitant la formation d’acide urique 

grâce à son pouvoir inhibiteur de la xanthine oxydase qui transforme habituellement la 

xanthine en acide urique.  

Il s’agit du traitement le plus utilisé contre la leishmaniose canine et féline. L’allopurinol 

présente en effet une activité leishmaniostatique qui permet d’obtenir une faible charge 

parasitaire au sein de l’organisme : la molécule est métabolisée par les parasites Leishmania 

en un analogue hautement toxique de l’adénosine triphosphate (abrégé ATP), conduisant à 

une synthèse protéique défectueuse pour le parasite (Koutinas et al. 2001). 

Il est recommandé en première intention par l’European Advisory Board on Cat Disease, 

abrégé ABCD, considéré comme efficace à la dose de 10 à 20 mg/kg en une (abrégé SID) ou 

deux (abrégé BID) prises journalières. La dose quotidienne doit être adaptée afin d’obtenir 

une réponse clinique satisfaisante, de nombreuses autres posologies sont décrites dans la 

littérature dont certaines sont indiquées dans le Tableau 9 ci-dessus.  

Cette molécule peut être administrée par voie injectable sous-cutanée ou par voie orale. C’est 

un traitement de longue durée sur généralement plus de 6 mois, parfois prescrit à vie. Comme 

pour le chien, il peut être arrêté lorsque le suivi clinique, sérologique et parasitaire est 

satisfaisant mais des rechutes sont fréquemment rapportées après l’arrêt du traitement 

(Pennisi et al. 2013; Soares, Duarte, Sousa 2016). 

Une amélioration clinique peut être observée au bout d’une période variable, allant de 

quelques semaines à plusieurs mois. Certains chats ne répondent cependant pas au 
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traitement et présentent alors une dégradation clinique plus ou moins rapide (Pennisi et al. 

2004; 2015; Marcos et al. 2009). 

Chez le chien comme chez le chat, l’usage de l’allopurinol semble relativement sûr, quelques 

cas de dysfonctionnement hépatique et rénal sont décrits chez le chien. De même chez le chat, 

en appliquant les posologies recommandées, plusieurs effets indésirables ont parfois été 

décrits dans la littérature. Ils incluent une augmentation de l’activité des enzymes hépatiques 

ALAT et ASAT ; la présence de cristaux de xanthine dans les urines de par l’inhibition de la 

xanthine oxydase par l’allopurinol, empêchant la transformation de xanthine en acide urique ; 

une coprostase et des réactions cutanées également décrites chez l’Homme, caractérisées par 

une alopécie, un érythème, des lésions croûteuses sur la face, les oreilles et en région cervicale 

(Rüfenacht et al. 2005; Domínguez Ruiz, Hernandez, Rodríguez 2019; Maia, Sousa, et al. 2015; 

Brianti et al. 2019). 

 

 

2. Antimoniate de méglumine 

Les antimoines sont utilisés pour le traitement de la leishmaniose depuis le début des années 

1910, au départ chez l’Homme puis chez les animaux et notamment le chien. Le Glucantime® 

est la seule présentation bénéficiant d’une Autorisation de Mise sur le Marché (abrégé AMM) 

leishmaniose canine en France (Bourdoiseau, Chermette 2015). 

L’antimoniate de méglumine, aussi appelé antimoniate de n-méthyl glucamine, est un 

antimoine de synthèse ayant une activité leishmanicide : il permet d’inhiber les enzymes 

nécessaires au fonctionnement métabolique du parasite et augmente les capacités de 

phagocytose des neutrophiles, macrophages et monocytes (Muniz-Junqueira, de Paula-

Coelho 2008). 

Il n’y a pas de recommandations précises concernant le dosage de la molécule, différents 

protocoles existent et sont indiqués dans le Tableau 9. Elle est généralement utilisée sur des 

périodes courtes d’environ 1 mois et doit être administrée par voie injectable sous-cutanée 

ou intra-musculaire. Elle est souvent utilisée en association avec l’allopurinol, occasionnant 

davantage de rechutes lorsqu’elle est utilisée seule (Pennisi et al. 2015; Pereira, Maia 2021; 

Abramo et al. 2021). 
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Chez le chat comme chez le chien, une néphrotoxicité a parfois été rapportée avec une dose 

de 50mg/kg SID d’antimoniate de méglumine. Il est difficile de déterminer si les lésions 

tubulaires sont secondaires au traitement ou à une maladie rénale sous-jacente, il est donc 

primordial d’utiliser cette molécule thérapeutique avec précaution notamment sur un chat 

présentant une fonction rénale altérée (Leal et al. 2018). 

 

 

3. Autres traitements 

D’autres molécules et protocoles thérapeutiques ont été testés afin de lutter contre la 

leishmaniose féline et sont indiqués dans le Tableau 9.  

Il existe par exemple la miltéfosine, un alkyl-lysophospholipide également utilisé lors de 

chimiothérapies ou dans le traitement de la sporotrichose, une maladie fongique féline. La 

molécule s’accumule dans les macrophages où elle présente une toxicité pour les parasites 

Leishmania ; elle augmente également l’activité des cellules phagocytaires (Baneth, Shaw 

2002; Sundar, Olliaro 2007). 

Une étude utilisant la miltéfosine à la même posologie que chez le chien soit 2mg/kg per os 

SID sur des chats atteints de leishmaniose a permis de mettre en évidence une amélioration 

clinique au bout de 7 jours de traitement.  

L’usage de ce traitement dans l’espèce féline est cependant controversé du fait que la 

miltéfosine possède comme excipient de l’éthylène glycol, pouvant générer chez le chat la 

formation de corps de Heinz et donc entraîner une diminution de la durée de vie des globules 

rouges. Des épisodes de vomissements transitoires au bout d’une semaine de traitement et 

une insuffisance rénale aiguë après trois semaines de traitement ont également été signalés 

dans un cas clinique (Leal et al. 2018; Pennisi, Persichetti 2018; Garcia-Torres et al. 2022). 

De plus contrairement à l’Italie et l’Espagne, la miltéfosine n’est pas autorisée en médecine 

vétérinaire en France, elle est à ce jour réservée uniquement à la médecine humaine 

(Bourdoiseau, Chermette 2015). 
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D’autres molécules ou associations de molécules ont été testées comme la pentamidine 

administrée par voie injectable intramusculaire ou la dompéridone en association avec 

l’allopurinol ou la miltéfosine (Soares, Duarte, Sousa 2016; Pennisi, Persichetti 2018).  

Des traitements antifongiques (kétoconazole, fluconazole, itraconazole), antiparasitaires 

(lévamisole) et antibiotiques (métronidazole, spiramycine) ont été testés seuls ou en 

association avec des traitements spécifiques de la leishmaniose et sont considérés comme 

non efficaces (Pennisi et al. 2004; Pereira, Maia 2021; Pennisi et al. 2015). 

Enfin, lorsque la leishmaniose féline se traduit cliniquement pas des lésions dermatologiques 

nodulaires ou ulcérées, une prise en charge chirurgicale par exérèse ou cautérisation peut être 

envisagée. Cependant, en l’absence de traitement médical associé, une rechute est souvent 

constatée (Rüfenacht et al. 2005; Pennisi et al. 2015; Basso et al. 2016). 

 

 

B. Suivi thérapeutique 

Au vu du peu d’informations disponibles concernant les traitements de la leishmaniose féline, 

un suivi clinique, biologique et sérologique régulier de l’animal sous traitement est essentiel. 

Le propriétaire doit également être informé des signes de rechute afin de présenter son 

animal au plus vite en cas de suspicion de rechute.  

Le groupe LeishVet a émis plusieurs recommandations concernant le suivi thérapeutique d’un 

chat traité avec de l’allopurinol ou de l’antimoniate de méglumine. Celles-ci sont présentées 

dans le Tableau 10.  
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Tableau 10 : Recommandations du groupe LeishVet concernant le suivi des chats traités contre 

la leishmaniose (Bourdoiseau, Chermette 2015; Silvestrini 2019; LeishVet 2019) 

 

 

C. Pronostic 

Une fois le diagnostic de leishmaniose établi, un pronostic peut être prononcé.  

Chez le chien, la sévérité de l’affection est gradée en 4 stades cliniques selon l’examen 

clinique, biologique et sérologique de l’animal, permettant ainsi d’émettre un pronostic 

individuel selon le degré de gravité de l’affection.  

D’après le groupe LeishVet, l’espérance de vie d’un chat atteint de leishmaniose est 

généralement bonne, de l’ordre de plusieurs années après le diagnostic en l’absence de 

facteurs aggravants. La présence d’infections virales concomitantes telles que le FIV ou le FeLV 

ne semble pas influencer le pronostic (Pennisi et al. 2015; Pereira, Maia 2021). 

En revanche, l’euthanasie de l’animal peut être envisagée dans certains cas, notamment en 

présence de facteurs aggravants tels qu’une insuffisance rénale évolutive et/ou réfractaire au 

traitement, une anémie arégénérative irréversible, une panleucopénie, une atteinte viscérale, 

une néoplasie, une situation de rechute clinique péjorative pour l’animal ou si une personne 

immunodéprimée se trouve dans l’entourage proche de l’animal. Elle est alors décidée par les 

propriétaires et exécutée par le praticien. Il existe également de rares cas où le chat atteint 

Nature de l’examen Fréquence 

Examen clinique 

Numération formule sanguine 

Biochimie sanguine 

Analyse d’urine avec rapport protéines 
sur créatinine urinaires (abrégé RPCU) 

Le premier mois de traitement : chaque 
semaine pour l’antimoniate de méglumine ; 
tous les 15 jours pour l’allopurinol 

La première année ou après l’arrêt du 
traitement : tous les 3 mois 

Après la première année : tous les 6 mois 

Sérologie +/- PCR 

La première année ou après l’arrêt du 
traitement : tous les 3 mois 

Après la première année : tous les 6 mois 
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de leishmaniose meurt d’une forme aiguë atypique (Bourdoiseau, Chermette 2015; Silveira 

Neto et al. 2015; Pereira, Maia 2021). 

Une étude menée en 2016 sur un effectif de 14 chats malades n’avait pas montré de différence 

significative sur l’espérance de vie des chats selon qu’ils soient traités ou non contre la 

leishmaniose (Pennisi, Persichetti 2018). 

Une seconde étude plus récente, combinant un total de 63 cas cliniques, a révélé que 

l’espérance de vie des chats traités contre la leishmaniose était significativement plus longue 

que celle des chats non traités, avec un temps de survie moyen respectivement de 520 et 210 

jours (Garcia-Torres et al. 2022). 

Ainsi, le traitement contre la leishmaniose féline devrait toujours être tenté : il peut permettre 

d’offrir une meilleure qualité de vie à l’animal via la résolution clinique de l’affection tout en 

engendrant une diminution significative de sa charge parasitaire, ce qui permet de réduire 

l’effet réservoir de Leishmania spp. pour les phlébotomes naïfs (Brianti et al. 2019). 

 

 

VI. Prévention de la leishmaniose 

La leishmaniose est une maladie zoonotique vectorisée en voie d’expansion représentant un 

enjeu majeur en médecine humaine comme vétérinaire. Dans les zones endémiques, les chats 

sont fréquemment exposés aux piqûres de phlébotomes, ce qui est associé à un risque accru 

d’infection à Leishmania spp. (Pereira, Cristóvão, et al. 2019). 

Ainsi, afin de diminuer la prévalence de l’infection et le risque de développer la maladie 

clinique chez le chat, plusieurs stratégies préventives dérivant de celles recommandées pour 

le chien ont été mises en place (Pennisi et al. 2015). 

Il est d’autant plus important de prévenir l’infection du fait que les traitements employés 

contre la leishmaniose humaine comme animale ne permettent pas une élimination totale du 

parasite. D’autre part, il a également été démontré que l’usage préventif d’allopurinol n’est 

pas efficace pour empêcher l’infection par le parasite chez le chien (Miró et al. 2008). 
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De nombreuses études ont montré une diminution voire un arrêt de la transmission des 

leishmanies en l’absence de phlébotomes ou bien en présence de méthodes de lutte efficaces 

contre les phlébotomes dans une région donnée. De ce fait, la plupart des mesures 

préventives adoptées dans la lutte contre la leishmaniose ont pour objectif de réduire 

l’exposition des espèces réservoirs aux phlébotomes (Ashford 2000; Quinnell, Courtenay 

2009). 

 

 

A. Mesures préventives thérapeutiques 

Afin de lutter contre les phlébotomes, des insecticides et répulsifs de la famille des pyréthrines 

et des pyréthrinoïdes sont fréquemment utilisés.  

Les pyréthrinoïdes sont des dérivés de synthèse de la famille des pyréthrines qui ont une 

activité insecticide : ces molécules déclenchent une ouverture des canaux sodiques 

membranaires, provoquant une dépolarisation des cellules nerveuses du phlébotome 

aboutissant à sa mort si la quantité de produit appliquée est suffisante. Il s’agit de la meilleure 

stratégie de prévention contre la leishmaniose chez le chien (Pennisi 2015).  

Les pyréthrinoïdes sous forme volatile comme la perméthrine, la deltaméthrine et la 

fluméthrine présentent également un effet répulsif contre les insectes volants et les acariens, 

bien que quelques cas de résistance à la deltaméthrine soient décrits chez les phlébotomes 

(Quinnell, Courtenay 2009). 

En revanche, la plupart des pyréthrinoïdes comme la perméthrine ou la deltaméthrine sont 

toxiques pour les chats : en effet, ces derniers ne possèdent pas les enzymes nécessaires à la 

métabolisation hépatique des pyréthrinoïdes. Ils peuvent donc présenter des signes de 

toxicité dès l’administration de faibles doses de pyréthrinoïdes, tels que du ptyalisme, des 

vomissements, une dyspnée, une faiblesse, des crises épileptiformes, des trémulations, une 

hyperexcitabilité et un abattement pouvant parfois aller jusqu’au décès (Linnett 2008; Ahuir-

Baraja et al. 2021).  

La fluméthrine est le seul pyréthrinoïde non toxique homologué pour le chat. Elle est utilisée 

depuis 1986 pour son activité acaricide et est principalement employée dans l’espèce féline 
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pour la lutte contre les ectoparasites comme les puces ou les tiques. Une étude a récemment 

prouvé l’efficacité de cette molécule pour la prévention de la leishmaniose chez le chat via le 

port d’un collier combinant la fluméthrine à 4,5% et l’imidaclopride à 10% (Seresto ND) (Brianti 

et al. 2017). 

L’imidaclopride est une molécule qui présente une activité insecticide en agissant sur les 

récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine de la membrane post-synaptique des récepteurs 

des cellules nerveuses des insectes, interférant ainsi dans la neurotransmission des 

informations en synergie avec la fluméthrine.  

L’étude a été menée sur 159 chats sains répartis en deux groupes : un groupe traité, doté du 

collier combinant fluméthrine et imidaclopride et un groupe témoin ne portant pas le collier. 

Ces chats vivaient en Sicile dans une zone fortement endémique de leishmaniose. Au bout de 

3 mois, 6,3% des chats du groupe traité se sont avérés positifs à L. infantum par des méthodes 

sérologiques et/ou de biologie moléculaire, contre 25% des chats du groupe témoin. D’autre 

part, seulement 3,9% des chats inclus dans l’étude ont présenté des réactions cutanées locales 

liées au port du collier. Ce dernier protège également contre les tiques, les puces et les autres 

arthropodes (Brianti et al. 2017). 

Ce collier est également considéré comme efficace de 88 à 100% pour la prévention de 

l’infection à L. infantum chez les chiens vivant en zone endémique, tout en assurant le contrôle 

des tiques et des puces sur une durée pouvant atteindre 8 mois (Otranto et al. 2013). 

Cependant il est important de souligner que ce produit ne possède pas d’AMM spécifique à la 

protection contre les piqûres de phlébotomes. 

Il n’y a pas de recommandations particulières concernant l’usage de ce collier chez le chat 

pour la prévention de la leishmaniose en termes de durée d’action. Il est cependant supposé 

qu’à l’image du chien, le port du collier doit être initié avant la saison d’activité des 

phlébotomes et être porté par tous les chats vivant ou voyageant en zone endémique de 

leishmaniose ou d’autres maladies à transmission vectorielle, comme la dirofilariose par 

exemple.   

La pulvérisation d’insecticides à base de pyréthrines ou pyréthrinoïdes à effet rémanent et/ou 

la mise en place de filets imprégnés d’insecticides sur les murs et toits des habitations et des 

refuges pour animaux ont été proposées comme mesures supplémentaires de prévention de 
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la leishmaniose canine mais ne sont pas réellement applicables dans l’espèce féline en raison 

de la toxicité des composés utilisés (Maroli et al. 2010; Pereira, Maia 2021). 

Il n’existe pas d’autre méthode de prévention efficace contre la leishmaniose féline à ce jour.  

Par ailleurs, depuis une dizaine d’années, il existe en Europe et en Amérique du Sud des 

vaccins commercialisés pour les chiens visant à prévenir au mieux le risque d’infection par 

Leishmania spp.  

Le seul vaccin actuellement disponible en Europe pour la prévention de la leishmaniose canine 

est un vaccin non adjuvé constitué d’une protéine recombinante Q de L. infantum 

(LetiFendND). Il est réservé à des chiens âgés de plus de 6 mois, cliniquement sains et 

séronégatifs pour L. infantum. La primovaccination nécessite une injection unique suivie d’un 

rappel annuel ; l’immunité s’installe à partir de la 4ème semaine post-injection de 

primovaccination. Malheureusement, l’espèce canine est la seule pour laquelle des vaccins 

sont disponibles à l’heure actuelle (Moreno et al. 2012; Bourdoiseau, Chermette 2015; 

Fernández Cotrina et al. 2018). 

 

 

B. Mesures préventives hygiéniques 

D’autres mesures préventives non chimiques existent, notamment des mesures hygiéniques 

employées dans le but de limiter la rencontre entre le chat et le phlébotome.  

Il est par exemple conseillé de garder les chats en intérieur strict durant les périodes d’activité 

des phlébotomes, du soir au petit matin essentiellement pendant les mois de mai à octobre 

et de restreindre leur accès aux lieux présentant des conditions favorables à la présence de 

phlébotomes : murs en pierre sèche, lieux abrités et humides (Rocha et al. 2019; Alten et al. 

2016). Cependant, pour des raisons évidentes, il est très difficile de faire respecter ce genre 

de mesures aux propriétaires. 

Il est aussi possible de recourir à des barrières physiques comme la fermeture des fenêtres 

pendant la nuit ou la mise en place de moustiquaires à mailles très fines sur les portes et les 

fenêtres afin de limiter la pénétration des phlébotomes à l’intérieur des habitations (Faiman, 

Cuño, Warburg 2009). 
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Enfin, plusieurs modes de transmission non vectorielle sont suspectés d’exister chez le chat, 

tels que la transmission vénérienne, transplacentaire ou via des transfusions sanguines. Bien 

qu’aucun de ces modes de transmission n’ait été démontré à ce jour chez le chat, il semble 

toutefois judicieux de réaliser des tests de dépistage sur les chats donneurs de sang ainsi que 

sur les chats reproducteurs vivant en zone endémique de leishmaniose (Pennisi, Persichetti 

2018; Mesa-Sanchez et al. 2021; Pereira, Maia 2021). 
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PARTIE 2. ETUDE EXPÉRIMENTALE 
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I. Contexte et intérêt de l’étude 

A. La leishmaniose : un enjeu de santé publique 

1. La leishmaniose humaine 

La leishmaniose est une parasitose zoonotique majeure : il s’agit de la troisième maladie 

humaine à transmission vectorielle la plus importante, derrière le paludisme et la filariose 

lymphatique, avec 12 millions de cas dans le monde et environ 30 000 décès chaque année 

d’après l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) (Pennisi et al. 2013; OMS).  

Plus de 90 espèces de phlébotomes peuvent transmettre le parasite L. infantum, à l’origine de 

700 000 à plus d’un million de nouveaux cas chaque année (Alvar et al. 2012; OMS). 

La leishmaniose affecte essentiellement les enfants de moins de dix ans et les personnes 

immunodéprimées, par exemple touchées par le virus de l’immunodéficience humaine 

(abrégé VIH) responsable du sida chez l’Homme ou prenant un traitement 

immunosuppresseur. La malnutrition et les mauvaises conditions d’hygiène représentent 

aussi des facteurs de risque pour la propagation de l’infection dans les populations humaines  

(ESCCAP; Alvar et al. 2012). 

Chez l’Homme, il existe trois formes principales de la maladie : (OMS)  

- La leishmaniose viscérale, la plus grave car mortelle dans 95% des cas si elle n’est pas 

traitée, qui engendre une perte de poids, une hépatomégalie associée à une splénomégalie, 

une anémie et des poussées irrégulières de fièvre. On estime que 50 000 à 90 000 nouveaux 

cas de leishmaniose viscérale sont déclarés chaque année dans le monde, ce chiffre étant 

probablement sous-estimé.  

- La leishmaniose cutanée, la plus fréquente, qui se manifeste principalement par des 

ulcères cutanés simples ou multiples sur les parties exposées du corps. On estime que 600 000 

à 1 million de nouveaux cas sont diagnostiqués chaque année dans le monde.  

- La leishmaniose cutanéomuqueuse, plus rarement rapportée, qui détruit de façon 

partielle ou totale les muqueuses du nez, de la bouche et de la gorge.  
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Cette maladie est endémique dans plus de 90 pays dans le monde.  

La leishmaniose cutanée et la leishmaniose viscérale sont endémiques dans respectivement 

47% et 51% des pays européens. L’affection touche 82% des territoires de la région 

Méditerranée orientale (correspondant aux pays situés au sud et à l’est de la Sicile), qui 

constitue donc un foyer éco-épidémiologique majeur de leishmaniose (Ruiz-Postigo et al. 

2021). 

Des stratégies de surveillance ont été mises en place dans la plupart des pays endémiques afin 

d’évaluer les foyers autochtones et leur dynamique, les cas d’importations et d’éventuelles 

augmentations d’incidence dans les foyers endémiques situés à l’étranger pour ainsi anticiper 

les implications de cette affection sur le plan de la santé publique.  

En France, la leishmaniose humaine n’est pas une maladie à déclaration obligatoire. Elle est 

cependant recensée depuis 1999 par le Centre National de Référence des Leishmanioses 

(CNRL), au départ en France métropolitaine puis également en Guadeloupe depuis 2003. Les 

données épidémiologiques de surveillance sont ensuite communiquées annuellement à Santé 

Publique France (CNRL; Dedet et al. 2013).  

Ainsi, en France, 104 cas autochtones de leishmaniose humaine ont été déclarés entre 2013 

et 2019, dont 78 formes viscérales, 28 formes cutanées et 6 formes cutanéomuqueuses 

(CNRL). 

 

 

2. Le concept « One Health » 

Le concept « One Health » (signifiant littéralement « une seule santé ») est mis en avant 

depuis le début des années 2000 avec la prise de conscience des liens étroits entre la santé 

humaine, animale et celle des écosystèmes. Il vise à promouvoir une approche 

pluridisciplinaire et globale des enjeux sanitaires en prenant en compte tous les facteurs 

d’émergence des maladies. Ce concept est promu par les institutions internationales que sont 

l’Organisation Mondiale de la Santé, l’Organisation Mondiale de la Santé Animale et 

l’Organisation des Nations Unies pour l’Agriculture et l’Alimentation.  

La gestion sanitaire de nombreuses maladies infectieuses émergentes et ré-émergentes 

comme la leishmaniose s’inscrit pleinement dans cette approche.  
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Un groupe d’experts nommé LeishVet a été fondé en 2005 par des spécialistes en parasitologie 

vétérinaire afin de développer la recherche, les initiatives, les connaissances et la 

communication sur les leishmanioses animales (Solano-Gallego et al. 2011; Pennisi et al. 

2015). 

 

 

B. Présentation de l’étude 

1. Objectifs 

Cette étude a eu pour but de déterminer la prévalence de la leishmaniose féline dans le sud 

de la France ; les dernières études menées à ce sujet remontant à avant l’an 2000.  

Ce travail s’inscrit au sein d’une étude multicentrique, débutée en 2019, avec pour objectifs 

de :  

- déterminer la prévalence globale de l’infection à L. infantum chez les chats dans 

plusieurs pays du bassin méditerranéen (France, Italie, Espagne, Portugal, Grèce et 

également Israël) en utilisant les mêmes méthodes de diagnostic (combinaison de 

méthodes sérologiques et de biologie moléculaire). 

- déterminer une éventuelle association significative entre l’infection à L. infantum et 

des facteurs de risque, tels que des facteurs épidémiologiques (race, sexe, statut 

reproducteur, âge, mode de vie) ou cliniques et paracliniques (anomalies cliniques et 

paracliniques, statut FIV/FeLV). 

L’étude expérimentale présentée dans cette thèse est une étude pilote qui a été soutenue 

financièrement par le laboratoire pharmaceutique ELANCO. Certains résultats obtenus sont 

encore actuellement en attente d’interprétation afin d’être comparés aux résultats des autres 

pays concernés par cette étude multicentrique.  
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2. Présentation de l’étude pionnière menée en Italie  

L’étude pionnière de ce vaste projet est parue en 2019. Elle a été menée sur 2 659 chats à 

travers l’Italie afin de déterminer la prévalence de la leishmaniose féline dans une zone 

endémique connue, avec des cas de leishmaniose viscérale humaine rapportés. Ainsi, une 

prévalence cumulée globale de 3,9% a été observée grâce à l’utilisation combinée de 

méthodes sérologiques et moléculaires. La prévalence de l’infection à L. infantum était 

significativement plus élevée dans les régions du sud (10,5%) que dans celles du nord (1,6%) 

ou du centre (2,3%) de l’Italie. Elle était également significativement associée à la classe d’âge 

(19 mois à 6 ans par rapport à < 18 mois, p = 0,0003), au statut reproducteur (entier par 

rapport à castré, p = 0,0028) ou à l’infection concomitante par le FIV (p = 0,0051) (Iatta et al. 

2019). 

 

 

II. Matériel et méthode 

A. Population de chats 

1. Recrutement de cliniques vétérinaires dans le sud de la 

France 

Afin de constituer la population féline participant à cette étude, plusieurs cliniques 

vétérinaires situées dans des départements répartis du sud-ouest au sud-est de la France ont 

été contactées. Au total, dix cliniques situées dans sept départements du sud de la France ont 

accepté de participer à l’étude, avec l’objectif de prélever 30 chats chacune afin d’obtenir un 

total de 300 chats. Leur distribution géographique est représentée sur la Figure 17.  

 

 

 



94 
 

 

 

 

2. Travail préliminaire : élaboration de cahiers 

d’observation clinique  

Une fois les différentes cliniques vétérinaires participant à l’étude contactées, un travail 

préliminaire a consisté en l’élaboration de cahiers d’observation clinique à destination de 

chacun des investigateurs, afin de recueillir les données descriptives de chaque animal inclus 

dans l’étude (identification, âge, sexe, localisation géographique, …), comme décrit ci-dessous. 

Un exemplaire de cahier d’observation clinique est consultable en Annexe 1. Ainsi, chaque 

cahier contenait :  

- Une fiche d’information à destination du propriétaire lui expliquant les enjeux et 

objectifs de l’étude menée, ainsi que la nature des prélèvements devant être effectués 

sur les chats participant à l’étude 

- Un consentement éclairé devant être rempli par le propriétaire acceptant que son chat 

participe à l’étude, avec une copie remise à ce dernier et une autre conservée par la 

structure vétérinaire réalisant le prélèvement 

Figure 17 : Répartition géographique des dix cliniques vétérinaires incluses dans l’étude 

Source de la carte vierge : https://www.regions-departements-france.fr/ 
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- Une fiche clinique de renseignements à propos de l’animal, permettant de collecter 

différentes données épidémiologiques : le lieu et le mode de vie (chat domestique ou 

errant), l’âge, la race, le sexe et le statut reproducteur, le respect des critères 

d’inclusion dans l’étude (précisés dans la section suivante), les anomalies à l’examen 

clinique réalisé par le vétérinaire le jour du prélèvement, le statut FIV/FeLV s’il était 

connu et d’éventuels résultats paracliniques, plus amplement détaillés par la suite 

dans la section II.B.2 de l’étude expérimentale 

- Une fiche de transfert des différents prélèvements réalisés  

Une réunion de lancement de l’étude a également été réalisée en visioconférence avec les 

vétérinaires praticiens participant à l’étude avant le début de la phase d’échantillonnage, afin 

de rappeler les enjeux et objectifs de l’étude et le protocole de réalisation et conservation des 

prélèvements avant leur envoi pour analyse.  

Enfin, tout au long de la phase d’échantillonnage, un suivi régulier était effectué par mail et/ou 

par téléphone avec l’ensemble des différentes structures vétérinaires, afin de suivre l’avancée 

des prélèvements et répondre aux éventuelles questions. 

 

  

3. Critères d’inclusion dans l’étude 

Afin de pouvoir être inclus dans l’étude, les chats devaient :  

- être âgés de plus d’un an 

- avoir un accès régulier à l’extérieur 

- ne pas avoir reçu de traitement antiparasitaire externe ou de répulsif au cours du mois 

qui précédait leur participation à l’étude 

Les chats présentant des affections chroniques comme une insuffisance rénale chronique ou 

un diabète pouvaient être inclus dans l’étude. Les chats errants vivant dans la rue ou en refuge 

pouvaient aussi être acceptés dans l’étude si les critères d’inclusion étaient respectés.  
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B. Prélèvements sanguins et analyses 

1. Protocole de prélèvement et conservation  

Pour chaque animal inclus dans l’étude, il était demandé de remplir le cahier d’observation 

clinique et de réaliser un examen clinique complet, en identifiant chaque individu par un 

numéro unique permettant le suivi des informations. Cet identifiant correspondait aux trois 

premières lettres du nom de la clinique vétérinaire ayant réalisé le prélèvement suivies du 

numéro « 01 » à « 30 », par exemple : EAU-01 pour le premier chat inclus par la clinique 

vétérinaire des Hautes-Eaux.  

Des échantillons de sang étaient ensuite prélevés pour l’ensemble des chats, à savoir :  

- 2mL de sang dans un tube de prélèvement EDTA (pour Éthylène Diamine Tétra 

Acétique) 

- 0,5mL de sérum, récupéré après centrifugation d’un tube sec contenant du sang total 

Ces échantillons de sérum et de sang devaient être étiquetés selon l’identifiant de l’individu 

comme expliqué ci-dessus puis être conservés à -20°C jusqu’à leur envoi au service de 

parasitologie de l’École Nationale Vétérinaire de Toulouse (abrégée ENVT).  

De plus, pour 10 chats parmi les 30 prélevés dans chacune des cliniques, il était demandé la 

réalisation d’examens complémentaires avec l’accord du propriétaire, notamment :  

- Une numération formule sanguine  

- Une biochimie sanguine comprenant le dosage des protéines totales, de l’albumine, 

de la créatinine, de l’urée, des PAL et des ALAT  

Les résultats de ces examens sanguins supplémentaires devaient être imprimés et joints dans 

le cahier d’observation clinique, à renvoyer avec les prélèvements sanguins effectués.  

Les classeurs des différentes cliniques vétérinaires et les prélèvements des chats ont été 

centralisés début novembre 2021 au service de Parasitologie de l’ENVT. Les colis contenant 

les classeurs adressés initialement aux différentes cliniques participant à l’étude contenaient 

également le nécessaire pour permettre l’envoi des prélèvements (pain de glace, enveloppe 

hermétique réfrigérée), qui devait être réalisé via Chronospost (en 24h). À leur arrivée à 

l’ENVT, l’ensemble des classeurs et des prélèvements a été vérifié et au besoin réidentifié de 
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façon plus lisible avant leur envoi pour analyse à l’Université de Médecine Vétérinaire de Bari, 

en Italie.  

 

 

2. Analyse par sérologie  

En effet, les différents prélèvements étaient ensuite envoyés à l’Université de Médecine 

Vétérinaire de Bari en Italie afin de procéder à des analyses par sérologie et biologie 

moléculaire.  

Des tests sérologiques ont été effectués avec la méthode IFAT afin de mettre en évidence 

d’éventuels anticorps dirigés contre L. infantum dans le sérum des chats participant à l’étude.  

Cette méthode a été abordée dans la section IV.B.2.a. de l’étude bibliographique. 

Les antigènes utilisés dans ce protocole sont issus de cultures parasitaires du zymodème 

MON-1 de L. infantum provenant d’un prélèvement de moelle osseuse d’un chien infecté par 

le parasite. Leur mise en culture à 24°C est maintenue jusqu’au début de la phase stationnaire. 

Les promastigotes sont alors récupérés par centrifugation à 500g à 22°C pendant 10min puis 

lavés à trois reprises dans une solution saline tamponnée au phosphate, abrégée PBS (pour 

Phosphate-Buffered Saline en anglais) à 7,2 de pH. La concentration en antigènes 

promastigotes est ensuite ajustée à 2-5 x 107 promastigotes/mL par comptage avec un 

hémocytomètre. Par la suite, 10µL de cette suspension sont placés dans chaque puits d’une 

lame Thermo Fisher Scientific, mis à sécher à 37°C pendant 30min puis fixés à l’acétone froide 

à -20°C pendant 2h avant d’être à nouveau mis à sécher à l’air ambiant. Les lames sont ensuite 

conservées à -20°C pendant trois mois au maximum.  

Afin de réaliser le test IFAT, 10µL de sérum de chat sont prélevés, dilués au seuil 1 : 80 avec 

du PBS puis incubés au contact des lames d’antigènes pendant 30min à 37°C. Des contrôles 

positifs et négatifs sont réalisés pour chacune des lames d’antigènes. Les lames sont ensuite 

lavées par immersion dans une solution PBS à trois reprises puis mises à sécher à 37°C pendant 

environ 10min. Ensuite, un mélange de 10µL de solution diluée à 1 : 50 contenant des 

anticorps dirigés contre les IgG de chat conjugués à de l’isothiocyanate de fluorescéine de 

lapin (visant à fixer puis mettre en évidence la présence d’anticorps dirigés spécifiquement 

contre L. infantum) et de 20µL de solution Bleu d’Evans à 1% diluée à 1 : 5 (utilisée comme 
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colorant de contraste en microscopie) a été ajouté à chaque puits. L’ensemble est mis une 

nouvelle fois en incubation pendant 30min à 37°C puis les lames sont lavées deux fois par 

immersion dans du PBS et une fois à l’eau distillée avant d’être séchées.  

La lecture des lames s’effectue au microscope à fluorescence, à l’objectif de grossissement 

x40. Les échantillons obtenus sont considérés comme positifs lorsqu’ils produisent une 

fluorescence cytoplasmique et membranaire : cela signifie que le chat testé est infecté ou a 

été infecté par le parasite.  

 

 

3. Analyse par biologie moléculaire  

Ces tests sérologiques ont été complétés par des analyses de biologie moléculaire employant 

la technique de qPCR à partir des prélèvements de sang total sur tube EDTA. Ces tests visent 

à mettre en évidence l’ADN de L. infantum ou des virus FIV et FeLV, étudiés comme éventuels 

facteurs de risque d’infection. Cette méthode a été plus amplement abordée dans la section 

IV.B.1.d. de l’étude bibliographique.  

À ce jour, les tests qPCR pour permettre la mise en évidence des virus FIV/FeLV sont en cours 

de réalisation.  

 

 

4. Analyses supplémentaires prévues 

Une fois l’ensemble de ces analyses effectuées, il est prévu que les prélèvements soient 

envoyés à l’Université de Rehovot en Israël pour des analyses sérologiques supplémentaires 

via la méthode ELISA, afin de comparer la spécificité et la sensibilité des deux méthodes 

sérologiques utilisées dans l’étude. Les échantillons de sérum seront également testés pour la 

détection d’anticorps dirigés contre le nématode pulmonaire Aelurostrongylus abstrusus ainsi 

que pour la recherche d’ADN de Cytauxzoon felis, organisme protozoaire transmis aux chats 

domestiques par les morsures de tiques et dont l’hôte réservoir naturel est le lynx roux (Lynx 

rufus). Ces analyses sont en cours de réalisation au moment de la rédaction de ce manuscrit. 
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C. Analyse statistique des résultats 

Plusieurs analyses statistiques et cartographiques seront réalisées par l’université de Bari en 

Italie.  

D’une part, la localisation des chats positifs à L. infantum sera géoréférencée à l’aide d’un 

système d’information géographique (SIG, ArcGIS version 10.3 ESRI) selon la province du 

propriétaire du chat.  

D’autre part, la concordance des résultats obtenus par les méthodes IFAT et ELISA sera 

évaluée par le test McNemar pour des échantillons appariés et le Kappa de Cohen sera 

déterminé comme mesure de concordance entre les deux méthodes.  

L’odds ratio et son intervalle de confiance à 95% d’infection à L. infantum seront calculés pour 

chaque catégorie de variable par une régression logistique univariée et multivariée afin 

d’évaluer l’association entre le risque d’infection à L. infantum diagnostiqué par IFAT et/ou 

ELISA et des variables indépendantes comme le sexe, la classe d’âge, le statut reproducteur, 

la zone géographique et les infections concomitantes par le FIV ou le FeLV.  

Les analyses statistiques seront effectuées avec le logiciel SAS V9.4 pour ordinateur personnel. 

Elles n’ont cependant pas encore été réalisées à ce jour, nécessitant l’ensemble des résultats 

pour chacun des différents pays participant à l’étude multicentrique. De ce fait, une analyse 

statistique avec le test de Fisher exact a été réalisée à la place sur les résultats obtenus à 

l’échelle de la population de chats étudiée dans le sud de la France, la taille trop restreinte de 

notre échantillon ne permettant pas l’application des tests statistiques évoqués ci-dessus.  
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III. Résultats 

A. Description de la population féline étudiée 

Au total, 233 chats ont été inclus dans l’étude menée à l’échelle du sud de la France, la 

répartition précise des chats prélevés au sein des dix cliniques vétérinaires participant à 

l’étude est plus amplement abordée dans la section III.C.1.  

Les chats ont été prélevés entre avril et octobre 2021. Cette période correspond à la saison 

d’activité des phlébotomes. 

La plupart des chats (95%) sont de race Européenne commune mais on compte également 

quatre chats de race Main Coon, deux Siamois, deux Himalayen, un Exotic Shorthair, un British 

Shorthair et un Norvégien parmi les chats prélevés.  

L’effectif total compte 109 mâles, 123 femelles et un chat de sexe inconnu, le sexe ratio 

mâles/femelles est donc de 0,89. La plupart des individus sont des chats de propriétaire et 

sont stérilisés (respectivement 75% et 73% des chats).  

Au moment de l’étude, les chats étaient âgés d’un à dix-huit ans ; un chat présentait un âge 

indéterminé. Les chats ont été répartis en trois groupes selon leur classe d’âge : ces groupes 

ont été choisis identiques à ceux définis dans l’étude pionnière menée en Italie en 2019, 

abordée en section I.B.2. Ainsi, parmi les 232 chats pour lesquels l’âge est connu, 50 avaient 

dix-huit mois ou moins, 70 avaient entre dix-huit mois et six ans et 112 avaient plus de six ans.  

Enfin, 107 chats présentaient au moment de leur examen clinique au moins un signe clinique 

compatible avec une leishmaniose féline clinique, c’est-à-dire un signe d’une atteinte 

générale, oculaire, cutanée ou cutanéo-muqueuse. Le statut FIV était connu pour 48 chats de 

l’effectif total avec un statut FIV positif pour 13 d’entre eux. Quant au statut FeLV, il était 

connu pour quatre chats de l’effectif total avec un statut FeLV positif pour l’un d’entre eux.   
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B. Prévalence de l’infection de la leishmaniose féline 

Parmi l’ensemble des 233 chats ayant participé à l’étude, 17 chats étaient positifs à L. infantum 

par IFAT, soit 7,2% [4,3% – 11,4%] de l’effectif total avec un intervalle de confiance à 95%. Une 

qPCR a été réalisée dans un second temps uniquement sur les chats ayant donné un résultat 

positif à l’IFAT : les 17 chats étaient négatifs avec cette méthode. Les résultats obtenus ne 

permettent donc pas d’obtenir une réelle valeur de prévalence de l’infection à L. infantum, ils 

reflètent uniquement que 17 chats parmi les 233 prélevés ont été exposés au parasite.  

Les données épidémiologiques, cliniques et paracliniques détaillées de ces 17 chats sont 

indiquées dans le Tableau 11.  
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Tableau 11 : Données épidémiologiques des 17 chats séropositifs à L. infantum à l’IFAT 

Département 
Clinique 

vétérinaire 
Localisation 
de l’animal 

Description de 
l’animal et mode 

de vie 

Seuil de 
positivité au 

test IFAT 

Anomalies 
cliniques 

Anomalies 
paracliniques 

31. Haute-
Garonne 

Clinique 
Vétérinaire 
des Hautes 

Eaux 
- 

Auterive 

Auterive 
(31190) 

EAU-11 : Chat 
Main Coon femelle 

entière de 2 ans 
Chat domestique 

1 : 80 
Absence 

d’anomalie 
/ 
 

Auterive 
(31190) 

EAU-19 : Chat 
Européen femelle 
stérilisée de 7 ans 
Chat domestique 

1 : 80 

Hyperthermie, 
amaigrissement, 

asthénie, 
muqueuses 

pâles, 
vomissements 

Hyperurémie 
Leucocytose 

Miremont 
(31190) 

EAU-05 : Chat 
Européen femelle 
entière de 3 ans 
Chat domestique 

1 : 160 
Absence 

d’anomalie 
/ 

32. Gers 

Clinique 
Vétérinaire 

les 
Poumadères 

- 
Isle-Jourdain 

Pujaudran 
(32600) 

POU-09 : Chat 
européen 

mâle stérilisé 
de 10 ans 

Chat domestique 

1 : 80 
Amaigrissement, 

dysorexie, 
gingivostomatite 

FIV + 
Hyperprotéinémie 
Créatininémie et 
urémie dans les 

valeurs hautes de 
l’intervalle de 

référence 

34. Hérault 

Clinique 
Vétérinaire 

Vétocia 
- 

Montpellier 

Montpellier 
(34000) 

VET-05 : Chat 
Siamois femelle 

stérilisée de 2 ans 
Chat domestique 

1 : 80 
Absence 

d’anomalie 
/ 

Montpellier 
(34000) 

VET-09 : Chat 
européen femelle 

stérilisée de 16 
ans 

Chat domestique 

1 : 80 
Amaigrissement, 

diarrhée, 
gingivostomatite 

/ 

Montpellier 
(34000) 

VET-18 : Chat 
européen mâle 

stérilisé de 4 ans 
Chat domestique 

1 : 640 
Absence 

d’anomalie 
/ 

Montpellier 
(34080) 

VET-02 : Chat 
européen mâle 

stérilisé de 14 ans 
Chat domestique 

1 : 80 
Absence 

d’anomalie 
/ 

Montpellier 
(34080) 

VET-25 : Chat 
européen mâle 
stérilisé de 18 

mois 
Chat domestique 

1 : 80 
Absence 

d’anomalie 
Absence 

d’anomalie 

NB. Les résultats de la numération formule et de la biochimie sanguine ont été indiqués lorsqu’elles étaient réalisées 

(voir protocole de la section II.B.1. de la partie expérimentale) ; pour les chats n’ayant pas eu ces examens 

complémentaires, la case correspondante est marquée du symbole « / ». Le statut FIV/FeLV a été indiqué lorsqu’il était 

connu. Les anomalies cliniques et paracliniques compatibles avec une leishmaniose féline sont indiquées en bleu. 
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Département 
Clinique 

vétérinaire 
Localisation 
de l’animal 

Description de 
l’animal et mode 

de vie 

Seuil de 
positivité au 

test IFAT 

Anomalies 
cliniques 

Anomalies 
paracliniques 

64. Pyrénées-
Atlantiques 

Clinique 
vétérinaire 
Animalia 

Ttikiak 
- 

Saint-Jean-
de-Luz 

 

Ahetze 
(64210) 

ANI-15 : Chat 
européen mâle 
entier de 13 ans 

Chat errant 

1 : 160 

Amaigrissement, 
dysorexie, 
polyurie-

polydipsie, 
muqueuses 

pâles, 
adénomégalie, 

gingivostomatite 

FIV + / FeLV + 
Hyperprotéinémie 

Hyperurémie 
Anémie 

Leucocytose 

Hendaye 
(64700) 

ANI-13 : Chat 
européen femelle 
stérilisée de 9 ans 
Chat domestique 

1 : 80 

Gingivostomatite 
Suivie pour 

maladie 
inflammatoire de 

l’intestin 

Diminution de 
l’activité 

enzymatique des 
PAL 

Clinique 
vétérinaire 
Lapuyade 

- 
Pau 

Pau 
(64000) 

LAP-12 : Chat 
européen femelle 
stérilisée de 3 ans 

Chat errant 

1 : 80 Diarrhées / 

Pau 
(64000) 

LAP-24 : Chat 
européen femelle 

entière d’âge 
inconnu 

Chat errant 

1 : 160 

Coryza, lésions 
cutanées 

croûteuses, 
ulcères buccaux, 

jetage nasal 

/ 

66. Pyrénées-
Orientales 

Clinique 
Vétérinaire 
Néovet – La 
Croix Bleue  

- 
Perpignan 

Canet 
(66140) 

NEO-22 : Chat 
européen mâle 
entier de 3 ans 

Chat domestique 

1 : 80 

Dyspnée 
Hernie 

diaphragmatique 
suite à un 

accident de la 
voie publique 

/ 

Canohès 
(66680) 

NEO-20 : Chat 
Main Coon mâle 
stérilisé de 6 ans 
Chat domestique 

1 : 80 
Suivi pour 

anémie 
/ 

Espira de 
l’Agly 

(66600) 

NEO-12 : Chat 
européen mâle 
stérilisé de 18 

mois 
Chat domestique 

1 : 160 

Asthénie, 
dysorexie, 

lésions 
cutanées avec 

ulcères et 
croûtes, 

gingivostomatite 
avec ulcères 

buccaux 

FIV - / FeLV – 

Perpignan 
(66100) 

NEO-13 : Chat 
européen mâle 

stérilisé de 10 ans 
Chat errant 

1 : 160 

Amaigrissement, 
dysorexie, 

ulcères buccaux,  
gingivostomatite 

FIV + / FeLV -  
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C. Étude de l’association entre la séroprévalence de 

l’infection à L. infantum et différents facteurs 

1. Répartition géographique 

La répartition des 233 chats prélevés au sein des dix cliniques vétérinaires ayant participé à 

l’étude est représentée sur la Figure 18.  

 

Les chats revenus positifs à l’IFAT proviennent de six cliniques sur les dix ayant participé à 

l’étude. Les chats positifs sont situés dans cinq départements sur les sept sélectionnés au 

départ : ceux-ci sont situés au niveau du sud-ouest de la France, à proximité de la frontière 

avec l’Espagne : les Pyrénées-Atlantiques, le Gers, la Haute-Garonne, les Pyrénées-Orientales 

et l’Hérault. La Figure 19 représente de façon plus précise la répartition de ces 17 chats en 

fonction de leur ville d’origine.   

Figure 18 : Répartition géographique des 233 chats provenant de dix cliniques vétérinaires 

réparties dans sept départements du sud de la France 

Le nombre de chats prélevés dans chaque clinique est indiqué en noir. Lorsque des chats sont revenus 

positifs à l’IFAT, l’encadré de la ville de la clinique correspondante apparaît en rouge et le nombre de 

chats positifs parmi ceux prélevés est indiqué en rouge entre parenthèses.  

Source de la carte vierge : https://www.regions-departements-france.fr/ 
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Il est intéressant de souligner que plusieurs chats séropositifs à L. infantum proviennent du 

sud-ouest de la France, notamment du Pays Basque qui n’est pourtant pas connu pour son 

endémicité de leishmaniose à ce jour.  

 

 

2. Race  

La répartition des chats selon leur race et leur résultat de sérologie est présentée en Figure 

20.  

 

 

 

 

 

Figure 19 : Répartition géographique des 17 chats revenus positifs avec la méthode IFAT 

Les points rouges indiquent les cliniques vétérinaires dans lesquelles les chats positifs ont été prélevés, 

les points violets représentent la localisation de la ville d’origine (indiquée dans un encadré noir) des 

chats positifs à l’IFAT.  

Source de la carte vierge : https://www.regions-departements-france.fr/ 
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Le résultat obtenu ne peut être statistiquement analysé compte tenu du fait que la répartition 

raciale des chats est inégale, avec 95% de la population étudiée appartenant à la race 

Européenne commune.  

 

3. Sexe 

La répartition des 232 chats sexés ayant participés à l’étude selon leur sexe et leur réponse au 

test IFAT est présentée en Figure 21.  

Figure 21 : Répartition des chats en fonction de leur sexe et de leur résultat au test IFAT 

(n=232) 

 

Figure 20 : Répartition des chats selon leur race et leur résultat au test IFAT (n=233) 
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Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre le sexe du chat et son 

résultat au test IFAT (p-value = 0,62 > 0,05).  

 

 

4. Statut reproducteur  

Parmi l’effectif total, 230 chats présentaient un statut reproducteur connu. La répartition de 

ces chats selon leur statut reproducteur et leur réponse au test IFAT est présentée en Figure 

22.  

Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre le statut reproducteur du 

chat et son résultat au test sérologique (p-value = 0,77 > 0,05).  

 

 

5. Classe d’âge  

Parmi l’effectif total, l’âge des chats prélevés était connu pour 232 d’entre eux. Ces chats ont 

été répartis au sein de trois classes d’âge définies à l’identique de celles utilisées dans l’étude 

pionnière menée en Italie (Iatta et al. 2019). 

La répartition des chats selon leur classe d’âge et leur résultat au test IFAT est représentée en 

Figure 23. Le chat d’âge non déterminé s’est révélé positif au test IFAT.  

Figure 22 : Répartition des chats selon leur statut reproducteur et leur résultat au test IFAT 
(n = 230) 
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Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre la classe d’âge du chat et 

son résultat au test IFAT (p-value = 0,70 > 0,05).  

 

 

6. Mode de vie  

L’ensemble des chats inclus dans l’étude présente un accès régulier au milieu extérieur. Cet 

effectif rassemble à la fois des chats domestiques vivant avec leurs propriétaires mais aussi 

des chats errants récupérés par des associations ou des refuges. La Figure 24 représente la 

répartition de l’effectif total selon son mode de vie et son résultat au test IFAT.  

Figure 23 : Répartition des chats en fonction de leur classe d'âge et de leur résultat au test 

IFAT (n=232) 

Figure 24 : Répartition des chats en fonction de leur mode de vie et de leur résultat au test 

IFAT (n = 233) 
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Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre le mode de vie du chat et 

son résultat au test IFAT (p-value = 1 > 0,05).  

 

 

7. Signes cliniques compatibles avec la leishmaniose féline 

La répartition des 233 chats ayant participé à l’étude selon la présence ou non d’au moins un 

signe clinique en faveur d’une leishmaniose féline (comprenant une atteinte générale, 

oculaire, cutanée ou cutanéomuqueuse) et leur réponse au test IFAT est présentée en Figure 

25. 

Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre les signes cliniques du 

chat compatibles avec une leishmaniose et son résultat au test IFAT (p-value = 0,62 > 0,05).  

 

 

8. Statut FIV / FeLV 

Enfin, la Figure 26 représente la répartition des 48 chats dont le statut FIV était connu au 

moment de l’échantillonnage en fonction dudit statut et de leur réponse au test IFAT. 

 

Figure 25 : Répartition des chats en fonction de leurs signes cliniques et de leur résultat au 

test IFAT (n=233) 
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Le test de Fisher exact ne révèle pas d’association significative entre le statut FIV du chat et 

son résultat au test IFAT (p-value = 0,08 > 0,05).  

Par ailleurs, sur l’ensemble des chats inclus dans l’étude, seuls quatre présentaient un statut 

FeLV connu, trois étaient négatifs et sont également revenus négatifs au test IFAT et un était 

positif et est également revenu positif au test IFAT.  

 

 

IV. Discussion  

A. Séroprévalence de l’infection dans le sud de la France 

L’étude expérimentale menée dans le cadre de ce travail est la première étude depuis plus de 

20 ans visant à déterminer la prévalence de l’infection à L. infantum sur des chats vivant dans 

le sud de la France, zone considérée comme endémique de leishmaniose.  

En effet, très peu d’études épidémiologiques ont été menées à l’échelle de la France afin de 

déterminer la prévalence de la leishmaniose féline : la littérature fait mention de trois études 

datant d’avant 2000 et résumées dans le Tableau 12 (Pennisi, Killick-Kendrick, Desjeux 2002). 

 

Figure 26 : Répartition des chats selon leur statut FIV et leur résultat au test IFAT (n=41) 
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Tableau 12 : Etudes épidémiologiques menées en France sur la leishmaniose féline (Pennisi, 
Killick-Kendrick, Desjeux 2002) 

Taille de 
l’échantillon 

Lieu de 
l’étude 

Méthode 
diagnostique 

 
Pourcentage de 

cas positifs 
 

Référence 

174 chats 
Alpes-

Maritimes 
IFAT 0,6% (Bez 1992) 

110 chats 
Périphérie 

de Marseille 

Western Blot 

ELISA  
2,7% (Maréchal 1993) 

97 chats 
Périphérie 

de Nice 
Western Blot 12,4% (Ozon et al. 1999) 

Selon ces études, la prévalence de la leishmaniose féline varie ainsi de 0,6% à 12,4%. Ces 

valeurs sont obtenues avec des méthodes diagnostiques différentes sans précision sur les 

valeurs seuils utilisées, ce qui représente un facteur limitant pour la comparaison des 

données.  

Dans notre étude, 17 chats sur 233 sont ressortis positifs au test IFAT pour L. infantum : cela 

représente donc une séroprévalence de 7,2% [4,3% – 11,4%] avec un intervalle de confiance 

à 95%. Cette estimation peut être légèrement biaisée au vu des limites du protocole qui seront 

évoquées par la suite dans la section IV.C.2. 

A l’échelle nationale, notre étude sert d’étude pilote qui pourrait être complétée en étant 

réalisée sur une population de chats plus importante et donc plus représentative de 

l’ensemble des chats vivant dans le sud de la France.  

 

 

B. Collaboration avec plusieurs cliniques vétérinaires : 

avantages et inconvénients 

Le choix a été fait de travailler conjointement avec plusieurs cliniques vétérinaires réparties 

dans différents départements s’étendant du sud-ouest au sud-est de la France. Cela avait pour 

but d’obtenir une population de chats vivant dans l’aire géographique la plus étendue possible 

et donc la plus représentative de l’aire de distribution des phlébotomes.  
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Les cahiers d’observation cliniques destinés à chacune des cliniques vétérinaires participant à 

l’étude ont permis de systématiser la réalisation des prélèvements et la collecte des données 

épidémiologiques pour chaque chat inclus dans l’étude. Une fiche d’examen clinique détaillée 

avec un ensemble de signes cliniques à vérifier sous forme de cases à cocher était notamment 

fournie pour permettre la réalisation d’un examen clinique complet et identique d’un clinicien 

praticien à l’autre, consultable en Annexe 1. 

De plus, un suivi aussi régulier que possible par mail et/ou téléphone a été réalisé afin de 

suivre au mieux l’avancée de chaque clinique au cours de la phase d’échantillonnage. 

Cependant, certaines cliniques vétérinaires ont parfois été difficiles à contacter sur cette 

période et l’effectif total récolté s’est avéré inférieur à celui attendu avec un total de 233 chats 

participant à l’étude pour un nombre de 300 initialement visé.  

 

 

C. Protocole combinant deux méthodes diagnostiques 

1. Centralisation des prélèvements pour réalisation des 

tests diagnostiques  

Cette étude multicentrique représente la plus grande enquête épidémiologique combinant 

des tests sérologiques et moléculaires pour évaluer la présence de L. infantum chez les chats 

menée à ce jour.  

Le choix a été fait de centraliser les prélèvements des différents pays participant à l’étude à 

l’université de Bari en Italie afin d’y réaliser les premiers tests diagnostiques en appliquant 

strictement le même protocole d’analyse à tous les échantillons, limitant ainsi les biais 

d’interprétation et de manipulation. Cela avait cependant pour conséquence de ne pas 

participer directement à la réalisation des différents tests diagnostiques.  
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2. Limites du protocole  

Par ailleurs, bien que cette étude combine plusieurs méthodes diagnostiques comme cela est 

recommandé pour permettre de confirmer ou infirmer une suspicion de leishmaniose féline, 

le protocole appliqué ici présente quelques limites.  

En premier lieu, tous les échantillons ont été testés avec la méthode diagnostique IFAT, 

validée comme méthode diagnostique précise pour évaluer l’exposition des chats à  

L. infantum et présentant une sensibilité et une spécificité très élevées en utilisant le seuil de 

dilution de 1 : 80 recommandé par le groupe Leishvet (Maia, Campino 2018; Iatta et al. 2020; 

Rombolà et al. 2021). Sur les 17 chats positifs à l’IFAT au seuil de 1 : 80, 5 ont présenté un titre 

en anticorps de 1 : 160 et 1 chat avait un titre en anticorps de 1 : 640.  

Par la suite, les échantillons revenus positifs au test IFAT pour L. infantum ont été testés par 

la méthode de biologie moléculaire qPCR afin de mettre en évidence l’ADN du parasite. 

L’ensemble des 17 tests qPCR ainsi réalisés est revenu négatif. Cela ne permet donc pas de 

conclure à une infection par L. infantum chez les chats revenus positifs au test IFAT mais 

simplement à une exposition de ces derniers au parasite (Maia, Campino, 2018).  

Les tests PCR sont plus sensibles et spécifiques que la plupart des autres méthodes 

diagnostiques, s’avérant très utiles pour mettre en évidence l’infection chez les animaux 

asymptomatiques. Il est cependant nécessaire de rappeler que comme pour toute méthode 

de diagnostic direct visant à mettre en évidence la présence du parasite, la sensibilité des tests 

PCR varie beaucoup selon la nature de l’échantillon utilisé. Dans notre étude, les échantillons 

analysés provenaient de sang total : l’observation de formes amastigotes de Leishmania y est 

possible mais le sang total est généralement considéré comme un mauvais substrat. Une 

meilleure sensibilité est obtenue avec des échantillons issus de la peau, de la moelle osseuse, 

des nœuds lymphatiques, de la rate ou de la conjonctive oculaire : l’utilisation d’échantillons 

provenant de ces différents organes aurait été idéale et aurait pu améliorer la sensibilité de la 

qPCR (Silaghi et al. 2014). Néanmoins, pour des raisons évidentes d’éthique animale et de 

facilité d’obtention de la totalité des prélèvements, souvent réalisés sur des chats ne 

présentant pas de lésions cutanées ou d’adénomégalie, il a été décidé de procéder à des 

prélèvements sanguins sur l’ensemble de la population de chats étudiée, plus adaptés à la 

réalisation d’une enquête épidémiologique comme celle menée ici.  
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Enfin, il est important de rappeler que seuls les échantillons revenus positifs au test 

sérologique IFAT ont ensuite été testés par la méthode de biologie moléculaire qPCR. Or, 

comme abordé dans la section IV.C. de l’étude bibliographique, il peut arriver qu’un 

échantillon soit négatif en utilisant une méthode de diagnostic sérologique comme l’IFAT mais 

positif en utilisant une méthode de biologie moléculaire comme la PCR. Cela permet alors de 

mettre en évidence chez l’individu une infection transitoire ou débutante. De ce fait, il est 

possible que des chats infectés transitoirement ou de façon débutante par le parasite  

L. infantum n’aient pas été détectés avec l’application du protocole tel qu’il a été réalisé ici.   

 

 

D. Caractéristiques épidémiologiques des chats positifs à 

l’IFAT  

Pour la suite de la discussion, il est primordial d’insister sur le fait que la taille trop petite de 

l’effectif total à l’échelle de la France ainsi que de l’effectif des chats ayant donné une réponse 

positive à l’IFAT n’a pas permis d’appliquer les tests statistiques initialement prévus par 

l’étude. Des tests de Fisher exacts pouvant être appliqués quelles que soient les conditions 

expérimentales ont été utilisés à la place : aucune association significative n’a été mise en 

évidence entre la prévalence de l’infection à L. infantum et différentes caractéristiques 

épidémiologiques, cliniques et paracliniques des chats de l’étude. Les résultats obtenus 

peuvent traduire une réelle absence d’association significative entre plusieurs facteurs mis en 

relation ou bien être faussés de par la taille trop restreinte de la population étudiée. Afin de 

compléter les résultats obtenus, il serait nécessaire de procéder à des études 

épidémiologiques similaires sur un échantillon de taille plus conséquente afin d’augmenter la 

représentativité de la population étudiée.  

 

 

1. Répartition géographiques des chats positifs à l’IFAT  

La répartition de la leishmaniose féline en France n’est pas connue avec précision à ce jour. 

Une étude sérologique a été menée en 1999 sur 97 chats vivant en périphérie de Nice dans le 
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département des Alpes-Maritimes, révélant une séroprévalence de la leishmaniose féline de 

12,4% (Grevot et al. 2005). 

Dans notre étude, deux des dix cliniques vétérinaires ayant contribué à la constitution de la 

population de chats étudiée étaient également situées dans le département des Alpes-

Maritimes mais aucun chat parmi les 21 prélevés là-bas n’a révélé de résultat positif à l’IFAT. 

Cela peut en partie être lié à un trop faible nombre d’échantillons prélevés dans ce 

département.  

La leishmaniose féline est qualifiée de sporadique et est principalement retrouvée dans les 

zones endémiques de leishmaniose humaine et canine (Pennisi et al. 2015; Cantacessi et al. 

2015). 

La Figure 27 représente le nombre de cas autochtones et importés de leishmaniose humaine 

notifiés au CNRL entre 1998 et 2007 en France métropolitaine et la Figure 28 représente la 

répartition des cas de leishmaniose canine en France métropolitaine en 2015.  

 

Figure 27 : Nombre de cas autochtones et importés de leishmaniose humaine par région 

notifiés au CNRL entre 1998 et 2007 (CNRL) 
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En observant ces deux cartes, il apparaît que la leishmaniose, humaine comme canine, se 

concentre essentiellement dans les départements français méditerranéens. Or, cette 

tendance n’est pas retrouvée dans notre étude : les 17 chats positifs à l’IFAT sont répartis dans 

cinq départements situés dans le sud-ouest de la France, à proximité de la frontière avec 

l’Espagne. Ces zones géographiques ne sont actuellement pas connues comme étant 

endémiques de leishmaniose. Les chats séropositifs vivant dans ces départements pourraient 

être des cas importés d’Espagne ou y ayant voyagé, l’Espagne étant un pays où sont rapportés 

plusieurs cas de leishmaniose féline. Ces informations n’ont cependant pas été demandées au 

moment de la participation des chats à l’étude. Elles seraient néanmoins intéressantes à 

connaître : il sera envisageable de contacter les propriétaires, avec l’accord de leur vétérinaire 

traitant, afin d’obtenir ces informations. 

Toutefois, la répartition géographique des chats retrouvés séropositifs dans notre étude peut 

être liée à la répartition géographique des différentes espèces de vecteurs. En effet, comme 

abordé dans le Tableau 4 de la section I.B.2. de l’étude bibliographique, cinq espèces de 

phlébotomes vecteurs avérés ou potentiels de leishmaniose chez le chat ont été identifiés en 

France : il s’agit de P. perniciosus, P. ariasi, P. perfiliewi, P. sergenti, P. papatasi et P. mascitti 

(Pennisi 2015).  

Figure 28 : Répartition des cas de leishmaniose canine en France métropolitaine en 2015 

(Bourdoiseau et Chermette, 2015) 
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Les deux premiers correspondent aux espèces de phlébotomes majoritairement responsables 

de la transmission de L. infantum en France. Leur aire de distribution en France est 

représentée sur la Figure 29. 

  

Ainsi, l’aire de répartition de ces espèces de phlébotomes, notamment P. ariasi, est cohérente 

avec les aires géographiques où les chats positifs à l’IFAT ont été identifiés. Ces départements 

ne sont pas directement situés sur le pourtour méditerranéen : les résultats obtenus 

soulignent l’importance de ne pas négliger cette affection dans l’ensemble du sud de la France.  

 

 

P. ariasi P. perniciosus 

Figure 29 : Aire de distribution des espèces de phlébotomes P. ariasi et P. perniciosus en 

janvier 2014 (Bourdoiseau, Chermette 2015) 

La carte de gauche représente l’aire de distribution de P. ariasi, celle de droite représente la répartition 

de P. perniciosus. Les aires géographiques colorées en rouge témoignent de la présence de l’espèce de 

phlébotome, celles en verte témoignent de son absence. Les zones grises sont celles pour lesquelles il 

n’y a pas de données disponibles.  
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2. Sexe, statut reproducteur et mode de vie 

Les données bibliographiques actuelles ne permettent pas de conclure à une association 

significative entre le sexe de l’animal et la séroprévalence de l’infection, ce qui est cohérent 

avec les résultats obtenus dans notre étude.  

D’autre part, l’étude pionnière menée en Italie en 2019 a révélé que les chats entiers 

présentaient un risque significativement accru d’infection à L. infantum par rapport aux chats 

stérilisés. Cela pourrait être en lien avec le comportement d’exploration de l’environnement 

extérieur plus marqué des chats entiers par rapport aux chats stérilisés. Dans notre étude, 

8,47% des chats entiers étaient séropositifs contre 7,02% des chats stérilisés sans qu’une 

différence significative entre ces deux groupes soit pour autant mise en évidence.  

D’autre part, la bibliographie rapporte que la population importante de chats errants, 

s’aventurant dans un périmètre extérieur plus étendu que les chats domestiques, est 

davantage exposée aux espèces vectrices du parasite et donc est plus à risque d’être infectée 

par ce dernier (Pennisi et al. 2015; Soares, Duarte, Sousa 2016; Dalvi, Carvalho, Werneck 

2018). Cependant dans notre étude, aucune association significative entre la prévalence de 

l’exposition au parasite et le mode de vie domestique ou errant du chat n’a été mise en 

évidence. Il convient cependant de rappeler que l’effectif de chats étudié est relativement 

faible et que 75% d’entre eux sont des chats domestiques, ce qui peut influencer les résultats 

obtenus.  

 

 

3. Âge  

Dans le cadre de notre travail, l’étude de ce paramètre a consisté à définir trois classes d’âge 

dans lesquelles était réparti l’ensemble de l’effectif étudié. Les résultats obtenus n’ont pas 

permis de mettre en évidence une association significative entre la séroprévalence de 

l’infection à L. infantum et la classe d’âge du chat, comme c’est le cas dans de nombreuses 

autres études épidémiologiques (Maia, Ramos, et al. 2015; Attipa, Papasouliotis, et al. 2017; 

Priolo et al. 2019).  
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Cependant, les classes d’âge utilisées dans cette étude ont été définies de façon identique à 

celles utilisées dans l’étude pionnière menée par Iatta et al. en 2019 et pour lesquelles il avait 

été mis en évidence une différence significative entre deux classes d’âge : les chats âgés de 19 

mois à 6 ans présentaient en effet un risque d’infection à L. infantum significativement plus 

élevé que les chats âgés de moins de 18 mois (Iatta et al. 2019). Plusieurs études suggèrent 

que la prévalence de l’infection augmente avec l’âge du chat du fait d’une exposition 

cumulative aux piqûres de phlébotomes et donc au risque d’infection (Morganti et al. 2019; 

Cardoso et al. 2010).  

 

 

4. Signes cliniques compatibles avec la leishmaniose féline 

et statut FIV  

Parmi les 107 chats de l’étude présentant des signes cliniques compatibles avec la 

leishmaniose féline, 8,41% d’entre eux se sont avérés positifs à l’IFAT pour L. infantum, contre 

6,35% des 126 chats ne présentant pas de signes cliniques compatibles lors de l’examen 

clinique. Aucune différence significative n’a pu être mise en évidence entre ces deux groupes : 

les chats présentant des signes cliniques compatibles avec la leishmaniose féline ne 

présentent pas un résultat positif à l’IFAT pour L. infantum de façon significativement plus 

importante que ceux ne présentant pas de signes cliniques compatibles avec l’affection.  

Au sein des 17 chats ayant eu un résultat positif à l’IFAT, neuf présentaient des signes cliniques 

compatibles avec une leishmaniose féline au moment de l’examen clinique : une 

gingivostomatite était rapportée chez six d’entre eux, un amaigrissement pour cinq de ces 

chats, une dysorexie était notée pour quatre d’entre eux et trois des neuf chats présentaient 

des ulcères buccaux. Des lésions cutanées croûteuses et ulcéreuses ont été rapportées à deux 

reprises, de même que des muqueuses pâles, une asthénie ou encore de la diarrhée.  Enfin, 

une adénomégalie (signe clinique jugé le plus fréquent chez les chats atteints cliniquement de 

leishmaniose féline) était rapportée chez un seul de ces neuf chats, de même qu’une 

hyperthermie, un jetage nasal, une polyurie-polydipsie et des épisodes vomitifs. Le détail des 

signes cliniques identifiés chez ces 17 chats ainsi que ceux compatibles avec une leishmaniose 

féline est consultable dans le Tableau 11 de la section III.B. de l’étude expérimentale.   
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De plus, parmi les 17 chats séropositifs, cinq d’entre eux ont bénéficié d’analyses sanguines 

supplémentaires incluant une numération formule sanguine et une biochimie sanguine. Trois 

de ces cinq chats présentaient des anomalies paracliniques compatibles avec une 

leishmaniose féline, celles-ci étant également présentées dans le Tableau 11.  

Enfin, concernant le statut FIV des chats, seul un petit échantillon de 41 individus présentait 

un statut FIV connu. Parmi les 13 chats présentant un statut FIV+, 23% présentaient également 

un résultat positif au test IFAT contre 3% des 27 chats présentant un statut FIV-. Cependant 

les résultats obtenus n’ont pas permis de montrer une association significative entre la 

prévalence de l’infection à L. infantum et l’infection concomitante par le FIV, pourtant 

retrouvée dans de nombreuses études épidémiologiques de la littérature (Spada et al. 2013). 

La taille de l’échantillon étudié ici est peut-être également trop restreinte pour permettre de 

mettre en évidence cette association de façon significative.  

 

 

E. Une étude multicentrique en cours de réalisation 

Les résultats présentés ici à l’échelle du sud de la France s’inscrivent au sein d’une étude 

multicentrique encore en cours de réalisation. En effet, d’autres tests diagnostiques doivent 

être réalisés sur les prélèvements effectués en France, incluant notamment des techniques de 

biologie moléculaire pour déterminer le statut FIV/FeLV de l’ensemble des chats prélevés ainsi 

que des tests sérologiques avec la méthode ELISA, réalisés en Israël sur l’ensemble des 

échantillons. Ces manipulations expérimentales supplémentaires permettront de compléter 

les informations exploitées dans la présente étude et seront suivies d’analyses statistiques sur 

l’ensemble des résultats obtenus dans les différents pays. Cela permettra de mieux 

caractériser le profil épidémiologique du chat et son rôle dans la transmission de la 

leishmaniose.  
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Conclusion  

Ce travail constitue en premier lieu une synthèse bibliographique, qui s’est voulue la plus 

exhaustive possible en regroupant les connaissances actuelles sur la leishmaniose féline, 

abordant à la fois la biologie du parasite et du vecteur, les modes de transmission de 

l’affection, les mécanismes de la réaction immunitaire, l’épidémiologie, la clinique, les 

méthodes diagnostiques, le traitement et le suivi des individus atteints, le pronostic et la 

prévention de l’infection par le parasite.  

La deuxième partie de ce travail consiste en une étude clinique visant à déterminer la 

prévalence de l’infection à L. infantum chez le chat dans le sud de la France. Ce travail s’inscrit 

dans une étude multicentrique incluant d’autres pays du pourtour méditerranéen (Italie, 

Espagne, Portugal, Grèce, Israël) visant à mieux appréhender et comprendre le rôle 

épidémiologique du chat dans la transmission de la leishmaniose, dans une vision One Health. 

D’après nos recherches, les dernières études menées sur une population de chats dans le sud 

de la France datent de plus de 20 ans (Ozon et al. 1999).  

Un total de dix cliniques vétérinaires réparties dans sept départements du sud de la France a 

contribué à inclure 233 chats pour lesquels des données épidémiologiques ont été collectées 

et des prélèvements sanguins ont été réalisés. Ces prélèvements ont ensuite été analysés par 

une combinaison de méthodes diagnostiques alliant test sérologique et test de biologie 

moléculaire, permettant d’établir une séroprévalence de l’exposition à L. infantum de 7,2% 

dans la population étudiée. Aucune association significative n’a été mise en évidence entre la 

prévalence de l’exposition au parasite et une diversité de facteurs tels que le sexe, le statut 

reproducteur, l’âge, le mode de vie, les signes cliniques objectivés lors de l’examen clinique 

ou le statut FIV de l’animal. Cependant, une étude à plus grande échelle incluant un nombre 

plus important d’animaux serait nécessaire afin de confirmer ces résultats préliminaires. 

Cette étude souligne l’importance d’une standardisation des méthodes de diagnostic chez le 

chat, espèce dont le rôle dans l’épidémiologie de la leishmaniose reste encore méconnu, et 

pour laquelle cette étude a apporté des éléments de réponse.  
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Annexes 

Annexe 1 : Cahier d’observation clinique transmis à chacune des cliniques participant à l’étude 

Etude Leishmaniose féline   
Nom et Adresse ou Cachet du 

Vétérinaire➢ 
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prévalence de l'infection féline à 

Leishmania infantum dans les 
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méditerranéen 
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Version : Draft 09 février 2021 
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France 
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FICHE D’INFORMATION DU PROPRIETAIRE 

Nom de l’animal: ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

Nom du 
propriétaire: 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

 Nom Prénom 
 
Madame, Monsieur, 

 
La leishmaniose est une maladie chronique à manifestation cutanée, muqueuse et/ou viscérale qui peut être grave et 
généralement fatale sans traitement. Elle est due en France à un parasite (protozoaire) appelé Leishmania infantum. 
Elle est principalement transmise par la piqûre de petits moucherons appelés  phlébotomes qui jouent le rôle de 
« vecteurs ». De nombreuses espèces animales peuvent être infectées, dont le chien, à moindre mesure le chat et 
l’Homme. Le chien et les canidés sauvages sont considérés comme des « réservoirs » du parasite et sont à l’origine 
de l’infection des phlébotomes. Certains chiens peuvent déclarer des signes cliniques et être malades.  
La répartition géographique de cette maladie dépend de celle des phlébotomes vecteurs et des mammifères 
réservoirs: elle est fréquente dans le pourtour du bassin méditerranéen et notamment le sud de la France.  La 
prévalence de cette infection est cependant méconnue chez le chat. 
 
Avec votre vétérinaire, nous vous invitons à faire participer votre chat à une enquête de prévalence. Cette étude 
est conduite par l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse et le laboratoire Elanco afin d’évaluer la prévalence de la 
leishmaniose chez les chats. Les informations qui suivent vous aideront à comprendre les objectifs de l'étude. Veuillez 
les lire attentivement et demander à votre vétérinaire de vous expliquer tout ce que vous n’auriez pas parfaitement 
compris. 
 
 
➢ Informations relatives au déroulement de l’étude 
Cette étude vise à évaluer  

• la prévalence de l'infection à L. infantum chez les chats de différentes régions du sud de la France, par 
des tests sérologiques (Test d'immunofluorescence indirecte IFAT et ELISA)  

• et à étudier l'association entre l'infection à L. infantum et deux autres maladies félines : le FeLV (ou 
leucose féline due au virus leucémogène félin) et le FIV (due au virus d’immunodéficience féline), comme 
facteurs de risque potentiels. 

Une prise de sang sera effectuée pour collecter des échantillons de sérum et de sang pour vérifier l'état de santé des 
animaux.  

• Tous les chats doivent être âgés de plus d'un an, avoir des antécédents d'accès régulier à l'extérieur et ne 
pas avoir été traités avec un antiparasitaire externe ou un répulsif au cours du mois précédent le prélèvement. 

 
 
Votre chat bénéficiera d’un examen clinique approfondi avant tout prélèvement.  
 
➢ Confidentialité  
En dehors de votre vétérinaire, seules les personnes désignées par l’ENVT et le laboratoire Elanco, promoteur de 
l’étude, ou les représentants des autorités sanitaires, auront accès aux données recueillies concernant votre chat au 
cours de cette étude. Ces personnes sont liées par le secret professionnel. 
 

Si vous avez d’autres questions concernant cette étude, votre vétérinaire y répondra immédiatement. 
 
Nous vous remercions de participer à cette étude. 

 
Bien sincèrement, 
Pr Vétérinaire E. Bouhsira 

Signature de 
l‘investigateur: 

 Date: ⎯⎯ ⎯⎯ ⎯⎯ 
 jour        mois année 

 

Case ID/ Nr de cas 

______ 
FICHE D’INFORMATION DU PROPRIETAIRE  

Country/ Pays: 
___FRANCE__ 
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COPIE A REMETTRE AU PROPRIETAIRE  

 
Description de 

l‘étude: 

Enquête multicentrique sur la prévalence de l'infection féline à Leishmania 
infantum dans les régions endémiques du bassin méditerranéen 

Vétérinaire: ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

Nom de l’animal: ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 
N° 
du 
cas      

 

1. Je, soussigné.e, certifie être le/la propriétaire (respectivement un représentant autorisé) de l’animal 
mentionné ci-dessus. 

2. J’ai reçu, lu et compris la “ Fiche d'Information du Propriétaire ”. 

3. Le vétérinaire a expliqué la nature de l’étude. Le vétérinaire a répondu à chacune de mes questions 
concernant l’étude 

4. J’ai informé mon vétérinaire de tous les médicaments administrés à mon animal durant les 30 
derniers jours, au mieux de mes connaissances. 

5. J’autorise volontairement mon animal à participer à cette étude. 

6. Je suis d’accord pour que le vétérinaire réalise un prélèvement de sang sur mon animal. 

7. J’accepte de coopérer avec mon vétérinaire de façon à ce que l’étude soit menée conformément à 
toutes les instructions données. 

8. J’accepte que des données personnelles soient intégrées et utilisées dans le cadre des études 
appropriées (incluant sans limite le transfert de données personnelles à d’autres membres du 
sponsor, aux représentants et personnes sous contrat avec le sponsor, et aux autorités vétérinaires à 
l’intérieur et à l’extérieur de l’Union Européenne, en relation avec cette étude et les activités de 
recherche à venir d’Elanco) 

Nom du 
propriétaire: 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

 Nom Prénom 

Signature : 
 
 

Date : 
⎯⎯ ⎯⎯ ⎯⎯ 

J J        M M      AA 

    

  

Case ID/ Nr de cas 

______ 

CONSENTEMENT ECLAIRE DU 
PROPRIETAIRE 

Country/ Pays: 
___FRANCE__ 
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Case ID/ Nr de cas 

______ 

CONSENTEMENT ECLAIRE DU 
PROPRIETAIRE 

Country/ Pays: 
___FRANCE__ 

  COPIE A CONSERVER PAR L’INVESTIGATEUR 

 
Description de 

l‘étude: 

Enquête multicentrique sur la prévalence de l'infection féline à Leishmania 
infantum dans les régions endémiques du bassin méditerranéen 

Vétérinaire: ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

Nom de l’animal: ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ N° du 
cas      

 

1. Je, soussigné.e, certifie être le/la propriétaire (respectivement un représentant autorisé) de l’animal 

mentionné ci-dessus. 

2. J’ai reçu, lu et compris la “ Fiche d'Information du Propriétaire ”. 

3. Le vétérinaire a expliqué la nature de l’étude. Le vétérinaire a répondu à chacune de mes questions 
concernant l’étude 

4. J’ai informé mon vétérinaire de tous les médicaments administrés à mon animal durant les 30 derniers 
jours, au mieux de mes connaissances. 

5. J’autorise volontairement mon animal à participer à cette étude. 

6. Je suis d’accord pour que le vétérinaire réalise un prélèvement de sang sur mon animal. 

7. J’accepte de coopérer avec mon vétérinaire de façon à ce que l’étude soit menée conformément à 
toutes les instructions données. 

8. J’accepte que des données personnelles soient intégrées et utilisées dans le cadre des études 
appropriées (incluant sans limite le transfert de données personnelles à d’autres membres du sponsor, 
aux représentants et personnes sous contrat avec le sponsor, et aux autorités vétérinaires à l’intérieur 
et à l’extérieur de l’Union Européenne, en relation avec cette étude et les activités de recherche à venir 
d’Elanco) 

Nom du 
propriétaire: 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

 Nom Prénom 

Signature : 
 
 

Date : 
⎯⎯ ⎯⎯ ⎯⎯ 

 J J        M M      AA 
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Case ID/ Nr de cas 

______  

ANIMAL DATA COLLECTION FORM /  
FICHE CLINIQUE DE RENSEIGNEMENTS DE 

L’ANIMAL 

Country/ Pays: 
___FRANCE__ 

 
 
 

ANIMAL DETAILS / INFORMATIONS CONCERNANT L’ANIMAL 

Name / Nom 
(or microchip/ ou puce 
électronique) 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

Owner Address/ 
Adresse du 
propriétaire 
(ZIP code, address, City)/ 
(adresse, ville, CP) 
 

 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

⎯⎯⎯⎯⎯ ⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

Age / Âge 

 
 Mois / Months 
 Ans/ Years 

⎯⎯ 

 

Breed / Race 

 

⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯⎯ 

 

Sex / Sexe 
 Mâle / Male 
 Femelle/ Female 

Neuter/ Castré(e):    
 Oui / Oui 
 Non / No 

 
 
 
 

INCLUSION CRITERIA / CRITERES D’INCLUSION 

Le chat a un historique d'accès régulier à l'extérieur/The cat has a 

history of regular outdoor access  
 
 

Le chat a plus d'un an/ The cat is older than one year 
 

 Non 

 

 Non 

 Oui 

 

 Oui 

L'animal n'a pas été traité avec un antiparasitaire externe ou un 
répulsif au cours du mois précédent/ 
The animal has not been treated with an ectoparasiticide or repellent in the previous 
month /  
 

 Non  Oui 

L'animal peut être inclus dans l'étude UNIQUEMENT si la réponse est «OUI» pour tous les 
critères d'inclusion/ 
Animal can be enrolled in the study ONLY if answer was “OUI” for all the inclusion criteria /  
 

Sur la base de cette section, l'animal est inclus dans l’étude 

Based on this section is the animal enrolled /  
 

 Non  Oui 

 

 

Investigateur  
Date 

   /   /    
        

Signature/Initiale(s) 
  J J  M M  A A  
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Case ID/ Nr de cas 

______ 

VETERINARY EXAMINATION / 
EXAMEN CLINIQUE VETERINAIRE 

Country/ Pays: ___FRANCE__ 

 

GENERAL CONDITION / ETAT GENERAL 

 

Signes 
généraux 

 

Fièvre                       Oui   Non 
Muqueuses 
pâles  

 Oui   Non 
Hépato-
splénomégalie   

 Oui  Non 

Perte de poids        Oui   Non Dysorexie           Oui   Non Ictère                             Oui  Non 

Asthénie                   Oui   Non   Anorexie              Oui   Non   Lymphadénomégalie     Oui  Non 

Polyurie/Polydispsie  Oui  Non  

Lésions 
cutanées 

Ulcères            Oui   Non Papules      Oui   Non Nodules                        Oui  Non 

Croutes            Oui   Non Pellicules     Oui   Non 
Kystes 
hémorragiques  

 Oui  Non 

Alopécie          Oui   Non 

Carcinome  
épidermoïde 

 Oui   Non    

Signes 
oculaires  

Blépharite     Oui   Non Kératite      Oui   Non Conjonctivite         Oui  Non 

Uvéite           Oui   Non Ulcère cornéen  Oui   Non Hyphéma               Oui  Non 

Signes oraux  
Gingivostomatite Oui   Non Ulcères        Oui   Non  

Signes 
digestifs Vomissement     Oui   Non Diarrhée     Oui   Non Conjonctivite   Oui  Non 

Signes 
respiratoires 

Dyspnée    Oui   Non Toux   Oui   Non Ecoulement nasal  Oui   Non 

Ecoulement  Oculaire  Oui   Non    

Autres 
(ex., maladies 
chroniques, 
parasitoses,…) 

 
 …………………………………………………………………… 
 
……………………………………………………………………… 

 
Autres tests (FeLV/FIV) (Préciser les résultats) …………………………………………………….. 
 
PRELEVEMENT: 

EDTA (PCR) 1 ml                            EDTA (CBC)              

SERUM (IFAT/ELISA/BP) 0, 5 ml                       Lithium Heparinate             

 
Réalisé par (si autre que l’investigateur) :  

 

 

Investigateur  
Date 

   /   /    
        

Signature/Initiale(s) 
  J J  M M  A A  
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Case ID/ Nr de cas 

______ 

FICHE DE TRANSFERT DES PRELEVEMENTS 
SANGUINS POUR ANALYSE  

Country/ Pays: ___FRANCE__ 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A compléter par l’investigateur : 

Investigateur : 
 

Dr. Vet.: 
 

 

Moniteur : 
 

Dr. E. Bouhsira 

 

Prélèvement(s) effectué(s) et envoyés : 

EDTA (PCR) 1 ml        

SERUM (IFAT/ELISA/BP) 1 ml     
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TITRE : Étude de la prévalence de la leishmaniose féline dans le sud de la France 

 

La leishmaniose est une zoonose causée par des protozoaires du genre Leishmania, notamment Leishmania 

infantum dans le sud de l’Europe, transmis par la piqûre de phlébotomes femelles infectées. Elle représente un 

enjeu majeur de santé publique en étant la troisième maladie à transmission vectorielle la plus prévalente chez 

l’Homme après le paludisme et la filariose lymphatique. Bien que le chien soit considéré comme principal 

réservoir de L. infantum, la leishmaniose féline apparaît comme une maladie émergente avec de plus en plus de 

cas rapportés en zones endémiques, notamment dans les pays du pourtour méditerranéen. Cependant, le rôle 

épidémiologique du chat n’est pas totalement élucidé à ce jour et l’absence de consensus concernant les 

méthodes diagnostiques ne permet pas d’établir de façon précise la prévalence de l’affection chez cet hôte. Le 

travail de cette thèse consiste dans une première partie à répertorier les connaissances bibliographiques 

actuelles sur la leishmaniose féline; puis dans une deuxième partie, en une étude clinique conduite dans 10 

départements du sud de la France afin de déterminer la prévalence et les facteurs de risque associés à l’infection 

par L. infantum chez les chats vivant dans le sud de la France.  

Mots-clés : leishmaniose féline, Leishmania, zoonose, chat, prévalence, étude clinique 

 

 

TITLE: Study of the prevalence of feline leishmaniasis in the south of France 

 

Leishmaniosis is a zoonosis caused by protozoa belonging to the genus Leishmania, especially Leishmania 

infantum in southern Europe, and transmitted by the bite of infected female sandflies. This disease is a major 

public health concern and represents the third most prevalent human vector-borne disease, after malaria and 

lymphatic filariasis. Although the dog is considered as the main natural reservoir of L. infantum, feline 

leishmaniosis appears as an emergent disease with increasing cases reported in endemic areas, especially in the 

Mediterranean basin. However, the role of cats in the epidemiology of the disease remains still unclear and the 

lack of consensus regarding diagnostic techniques does not allow to establish an exact prevalence within the 

cat’s population. This work consists in a review of the literature knowledge on feline leishmaniosis and in a clinical 

trial conducted in 10 departments of the south of France to assess the prevalence of the disease and the 

associated risk factors.  

Keywords : feline leishmaniosis, Leishmania, zoonosis, cat, prevalence, clinical trial  

 


