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INTRODUCTION 

 

 

Les parasitoses internes en élevage canin sont très fréquentes avec environ 47,1% des 

élevages de chiens qui déclarent avoir des infestations parasitaires internes chez leurs animaux9. 

Les jeunes chiots sont les plus sensibles à ces pathogènes avec 34,6% (92/266) de chiots 

d’élevage de 5 à 14 semaines atteints par un parasite intestinal. Le plus souvent, les chiots 

peuvent être infestés par plusieurs d’entre eux en même temps, avec cette fois-ci 74,4% 

(198/266) des chiots qui sont infestés par un parasite ou plus en élevage9. Ces parasitoses 

peuvent être à l’origine de morbidité telle que des troubles digestifs, respiratoires ou encore 

neurologiques et sont donc une cause de souffrance chez le chien. 

Il est dans les obligations d’un élevage de tenter de diminuer ces chiffres. Un élevage 

canin, défini par l’ordonnance 2015-1243 le 7 octobre 2015, comme toute « activité consistant 

à détenir au moins une femelle reproductrice dont au moins un chien […] est cédé à titre 

onéreux », se doit de respecter des règles de « protection animale ». Ces obligations sont variées 

mais comprennent notamment le respect des consignes en termes de locaux, de milieu ambiant, 

de gestion sanitaire, de gestion du personnel et de soin aux animaux d’après l’arrêté du 3 avril 

2014. Dans notre société, le bien-être animal a pris une importance capitale pour l’opinion 

publique et semble donc devenir depuis quelques années, un vrai enjeu pour la profession 

d’éleveur. 

Mais les chiffres cités ci-dessus ont également un impact économique majeur pour 

l’élevage de par la diminution de production liée à la non-vente d’un chiot par exemple. En 

effet, selon l’arrêté de 2014, l’élevage se doit d’élever des animaux équilibrés et exempts de 

tares. Les pertes financières peuvent également être causées, plus rarement, par la mort d’un 

chiot ou encore lors d’un avortement, ainsi que par le coût des traitements.  

De plus, malgré une utilisation quasiment systématique en élevage d’antiparasitaires 

d’efficacité prouvée (83% des éleveurs utilisent des produits de gamme vétérinaire), avec 88% 

des éleveurs qui traitent leurs jeunes animaux, les infestations sont toujours présentes10. On peut 

légitimement se demander pourquoi. Une des voies d’entrée de ces parasitoses pourrait alors 

être, outre les sorties ou l’introduction d’un nouvel individu sans respect des quarantaines, le 



19 
 

contact avec la faune sauvage ou d’autres animaux domestiques. Malheureusement, le rôle de 

ces autres espèces dans la transmission de ces pathogènes en élevage est encore peu connu. 

L’objectif de cette étude bibliographique est donc de déterminer quels sont les parasites 

du chien interspécifiques en France et pouvant donc être introduits dans un élevage canin au 

travers d’autres espèces animales. Il a été préférable de se focaliser sur les parasitoses internes 

car celles-ci sont à l’origine d’une atteinte parfois importante de l’état général du chien. Par la 

suite, il est question de connaître les facteurs prédisposants d’un élevage pour être infesté pour 

tel ou tel parasite et finalement, de lui proposer les meilleurs moyens de lutte sanitaires et 

médicaux en fonction de sa situation spécifique. 

Afin de répondre à cet objectif, nous identifierons d’abord les parasites internes 

infestants le chien en France, voire en Europe, et pouvant être transmis par d’autres espèces 

animales. Dans un second temps, nous mettrons en lumière les différents facteurs favorisants 

chacune des infestations parasitaires interspécifiques. Enfin, nous proposerons des mesures 

adaptées selon les facteurs ci-dessus pour lutter au mieux contre ces infestations, de manière 

spécifique à chaque élevage. 
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PARTIE I : MATERIEL ET METHODE 

 

1. Stratégie d’analyses de la littérature  

 

Dans un premier temps, des parasites internes du chien en France ont été identifiés dans la 

littérature. Dans un deuxième temps leurs prévalences ont été recherchées. 

Ensuite, la recherche de la possibilité de transmissions interspécifiques pour chacun de ces 

parasites a été réalisée. Ainsi, pour chaque parasite, une liste d’hôtes potentiels a été établie 

selon les livres de référence et des articles scientifiques pour les compléter. Cette liste a permis 

de connaître quelle espèce était à-même d’être à l’origine d’une infestation parasitaire dans un 

élevage canin. Ont été retenues uniquement les espèces susceptibles d’être en contact avec des 

chiens de France, que ce soit des animaux domestiques ou de la faune sauvage. Par exemple, 

de nombreuses parasitoses digestives canines sont présentes également chez le coyote mais 

cette espèce n’a pas été sélectionnée de par son absence sur le territoire français. 

Cette transmission inter-espèce était parfois évidente car indispensable à la réalisation du 

cycle biologique du parasite. Mais elle était également, parfois, non indispensable pour le 

parasite bien que possible. Nous avons considéré que le parasite est interspécifique si la 

transmission interspécifique, naturelle ou expérimentale, a été démontrée dans la littérature ou 

si une observation d’infestation de ce parasite chez une espèce autre que le chien a été faite dans 

la littérature scientifique.  La transmission interspécifique est d’autant plus probable dans ce 

cas, s’il y a reproduction du parasite en question. 

Suite à l’établissement de cette liste d’hôtes potentiels pouvant être une source possible des 

parasites internes pour les chiens d’élevage, nous nous sommes intéressés aux moyens de lutte 

contre les parasitoses en élevage, en identifiant et en tenant compte des différents facteurs de 

risque associés à l’élevage.  

 

2. Définitions  

Dans cette étude, il est important de clarifier le vocabulaire parasitologique pour mieux 

comprendre comment se font les échanges de parasites. Les définitions de certains de ces termes 

sont donc présentées ci-après. 
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Selon le parasite en question, l’échange interspécifique peut être accidentel ou 

indispensable. Cela change la stratégie de lutte par la suite et l’efficacité de celle-ci.  

Dans un cycle parasitaire, il est parfois question d’hôte définitif, intermédiaire ou 

paraténique. Un hôte définitif est un hôte qui héberge des parasites adultes tandis que l’hôte 

intermédiaire héberge les formes non matures. L’hôte paraténique est un hôte intermédiaire 

anormal dans lequel la larve n’est pas détruite mais s’enkyste dans le tissu où elle vit en 

hypobiose. Le cycle reprend alors son cours lorsque cet hôte paraténique est ingéré par un hôte 

définitif11. 

Un vecteur, qui peut être un hôte définitif ou intermédiaire, est un agent de transport des 

parasites d’un individu source vers un individu réceptif. Un vecteur peut être mécanique, 

assimilant les pièces buccales du vecteur à une aiguille souillée. Il n’y a donc pas de 

modification du parasite dans ce vecteur, pas de temps de latence et le vecteur n’est pas 

nécessaire au cycle évolutif du parasite. A contrario, un vecteur dit biologique est nécessaire et 

souvent spécifique au parasite. Celui-ci est d’abord absorbé sur un hôte source, ce qui est suivi 

d’une multiplication et/ou d’une évolution pour enfin être transmis à un hôte réceptif. Un temps 

de latence est dans ce cas nécessaire11. 

Un cycle ne comportant qu’un seul hôte, qui est donc par la force des choses définitif, est 

dit monoxène, tandis qu’un cycle nécessitant plusieurs hôtes (donc avec la présence d’hôtes 

intermédiaires ou paraténiques) est dit hétéroxène11. 

Une source de parasite est un ensemble d’individus hébergeant des parasites sexués ou 

porteurs de formes végétatives enkystées, pouvant émettre des formes de dissémination. En 

opposition, un réservoir de parasite entretient le parasite mais n’en assure pas la multiplication, 

il peut être vivant ou inerte (exemple de l’eau véhiculant des kystes de protozoaires)11. 

 

 

3. Sélection des parasitoses 

 

Afin de sélectionner les parasites qui vont, par la suite, être étudiés ici, il a fallu choisir 

plusieurs critères de sélection (Tableau 1). Le premier critère est que cette parasitose doit être 

présente chez le chien, en France, puis qu’elle soit interne. Il fallait également que d’autres 
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espèces puissent être des hôtes potentiels. Certaines parasitoses ont été sélectionnées car leur 

prévalence en France est très élevée, notamment les protozoaires digestifs. D’autres, car leur 

spectre d’hôtes est très large comme Toxoplasma gondii. D’autres encore ont été sélectionnés 

au regard de l’atteinte clinique grave, bien que la prévalence soit parfois faible comme c’est le 

cas de la babésiose ou de la dirofilariose. Enfin, le caractère zoonotique des différents parasites 

a également eu son importance dans le choix des parasitoses. Par exemple, Echinococcus 

multilocularis est à l’origine de peu de signes cliniques chez le chien mais est cependant très 

virulent chez l’Homme (Tableau 1). 

Bien sûr, certains parasites ont été sélectionnés en remplissant plusieurs de ces critères 

comme par exemple Toxoplasma gondii qui a une séroprévalence élevée, un spectre d’hôte 

large, une grande résistance dans l’environnement, est zoonotique et peut être à l’origine d’une 

manifestation clinique grave. 

Au total, 57% (30/52) des parasitoses présentes chez le chien en France ont été retenues 

(Fig. 1). 

 

 

Figure 1 : Diagramme de flux de la sélection des parasitoses 
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Le nombre de parasitoses sélectionnées dans notre étude selon les critères ci-dessus est 

détaillé dans le tableau 1. 

Tableau 1 : Nombre de parasitoses digestives et extradigestives sélectionnées selon les critères 

de choix 

 

4. Recherche de références 

La recherche des ouvrages de références a été réalisée via le réseau « Archipel » (Google, 

Toulouse, France) avec les mots-clés suivants : Parasitology, Parasitologie, Canine, Dog, 

Chien. 

Les articles scientifiques, eux, ont été recherchés au travers de la base de données 

« PubMed ». Les mots-clés utilisés comprenaient alors les noms des hôtes potentiels 

(uniquement les espèces présentes en France), la localisation géographique (toute l’Europe), la 

transmission interspécifique, les facteurs de risque de contamination (Tableaux 2 et 3) ainsi que 

les noms d’espèces de chaque parasite : 

- Toxocara canis, Toxascaris leonina 

- Ankylostoma caninum, Uncinaria stenocephala 

- Trichuris vulpis 

- Strongyloides stercoralis 

- Dipylidium caninum 

- Mesocestoides lineatus, Mesocestoides litteratus 

- Taenia pisiformis, Taenia hydatigena, Taenia multiceps, Taenia 

serialis 

- Echinococcus granulosus, Echinococcus multilocularis 

- Giardia duodenalis 
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- Isospora canis, Isospora ohiensis, Isospora neorivolta, Isospora 

burrowsi 

- Sarcocystis spp. 

- Hammondia heydorni 

- Cryptosporidium parvum 

- Angiostrongylus vasorum 

- Dirofilaria immitis 

- Babesia canis, Babesia vogeli 

- Hepatozoon canis 

- Leishmania infantum 

- Toxoplasma gondii 

- Neospora caninum 

- Encephalitozoon cuniculi 

 

Transmission 

interspécifique

Transmission, Interspecies, 

Contamination

Localisation 

géographique
France, French, Europe

Canidés sauvages Fox, Foxes, Wolf, Wolves, Canids

Mustélidés

Mustelidae, Badger, Meles meles, 

Mustela nivalis, Mustela erminae, 

Mustela putorius, Martes martes, 

Martes foina, Lutra lutra

Rongeurs Rodent, Rate, Ratus ratus, Mouse

Lagomorphes Rabbit, Hare

Oiseaux Bird, Birds

Hérissons Hedgehog

Sanglier Boar, Suidae, Wild ongulates

Cervidés sauvages Deer, Roe, Wild ongulates

Chat Feline, Cat

Bovins Bovine, Calf, Calves

Petits ruminants 

domestiques
Goat, Sheep

Chevaux Horse, Horses, Equine

Espèces sauvages

Espèces domestiques

 

Tableau 2 : Liste des mots-clés employés pour les recherches concernant la transmission 

interspécifique, la localisation géographique, et les hôtes potentiels 
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Tableau 3 : Liste de mots-clés employés pour la recherche de facteurs de risque de contamination 

d’un élevage 

Des informations complémentaires ont été récoltés sur différents sites internet d’organismes 

officiels, via le moteur de recherche « Google ». On retrouve notamment : 

- Le site de l’Office Français de la Biodiversité pour la répartition du 

loup 

- ESCAAP (European Scientific Companion Animal Parasites), société 

donnant des recommandations sur les traitements et la prévention de 

parasites chez les animaux de compagnie 

- Les RCP (Résumé des Caractéristiques du Produit) des 

antiparasitaires et des vaccins contre certaines parasitoses 

- Les sites officiels du gouvernement pour les lois qui encadrent 

l’élevage canin en France 
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Le tableau 4 résume quel type de source a servi à quelle recherche : 

Tableau 4 : Recherches réalisées selon le type de références 

 

Enfin, la gestion des références utilisées dans notre étude a été réalisée grâce aux logiciels 

« Excel 2016 », développé par l’éditeur Microsoft (Redmond, Etats-Unis) et « Zotéro 5.0 », 

développé par le Center for History and New Media (Université George-Mason, Fairfax, Etats-

Unis). 
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PARTIE II : RESULTATS 

 

1. Panorama des références bibliographiques sélectionnées 

 

1.1. Répartition des références bibliographiques en fonction de leur 

nature, de leur langue de rédaction, de leur date de publication 

et de l’origine de la population analysée 

 

Au total, 313 références bibliographiques, publiées sur une période de 1982 à 2022, ont 

été retenues dans cette étude. La plupart de références étaient des articles scientifiques (95% ; 

299/313), suivi par des livres de références (3%, 10/313) et sites web (1%, (4/328) (Fig. 2).   

Quasiment la totalité des articles scientifiques consultés étaient en anglais (99,5%), et 

inversement, la majorité des livres consultés étaient en français (90%) (Fig. 3).  La plupart des 

articles et sites web utilisés ont été publiés au cours des dix dernières années, alors que la plupart 

des livres datent de plus de dix ans (Fig. 4).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Répartition absolue des références bibliographiques en fonction de leur nature 
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Figure 3 : Pourcentage de source en anglais (bleu) et en français (orange) pour chaque 

type de référence bibliographique 
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Figure 4 : Répartition du nombre de références bibliographiques en fonction de l’année de 

publication pour chaque type de référence 

 

Figure 5 : Répartition du nombre de références bibliographiques en fonction de l’origine de 

la population analysée 
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Environ un cinquième (18,2%, 57/313) de références présentaient des données obtenues en 

France, 73,8% dans d’autres pays européens et 8% en dehors de l’Europe (Fig.5).  

 

1.2. Répartition des références bibliographiques en fonction des 

parasitoses 

 

Parmi les parasites traités le plus souvent par les références bibliographiques retenus on 

retrouve Toxoplasma gondii, Giardia duodenalis, Cryptosporidium parvum et Neospora 

caninum (Fig. 6).   

 

 

Figure 6 : Nombre de références bibliographiques en fonction des parasitoses sélectionnées 
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1.3. Répartition des références bibliographiques en fonction des 

autres espèces d’hôte 

La majorité des références retrouvées dans le cadre de notre étude portent sur les 

carnivores domestiques (36%, 113/313 ; Fig.7), dont un quart (79/313) sur le chien.   Enfin, il 

est notable que les espèces sauvages autres (petits mammifères, oiseaux, gibier) sont 

malheureusement moins représentées. 

 

Figure 7 : Répartition des références bibliographiques selon les espèces animales 

  

2. Parasitoses sélectionnées 

2.1. Parasitoses digestives 

2.1.1.  Signes cliniques généraux 

 La plupart des parasitoses digestives du chien se manifestent cliniquement par une 

baisse d’état général, un amaigrissement, un retard de croissance, le tout associé à des troubles 

digestifs tels que des diarrhées plus ou moins spécifiques ou des vomissements. D’autres 

parasites sont le plus souvent asymptomatiques chez le chien. Les signes cliniques plus 

spécifiques sont détaillés dans les tableaux 5, 6 et 7. 
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2.1.2.   Prévalences 

Toutes les parasitoses digestives sélectionnées sont présentes sur le territoire français, 

cependant, avec des prévalences chez le chien très variables allant de 0,1% pour Dipylidium 

caninum à 25% pour Giardia duodenalis (Tableaux 5-7). Ce pourcentage est d’ailleurs plus 

élevé pour les parasitoses causées par des protozoaires comme Giardia duodenalis, Isospora 

spp. ou encore Cryptosporidium parvum que pour d’autres familles de parasites digestifs avec 

une fourchette de 8,6% à 19,8%.  

 

2.1.3.  Modes de contamination 

En ce qui concerne les parasitoses digestives, le mode de contamination le plus représenté 

est la transmission oro-fécale. C’est le cas pour les parasitoses dont le cycle n’est pas dixène. 

Lorsqu’un hôte intermédiaire doit intervenir dans le cycle de vie du parasite, la contamination 

du chien se réalise le plus souvent par l’ingestion du dit hôte intermédiaire comme c’est le cas 

pour la famille des cestodes, c’est-à-dire Dipylidium caninum, Mesocestoides spp., les ténias 

ou encore Echinococcus granulosus et Echinococcus multilocularis. 

Certaines parasitoses présentent tout de même des modes de contamination plus atypiques 

comme c’est le cas pour Ankylostoma caninum ou, plus rarement Uncinaria stenocephala, deux 

parasites qui peuvent infester le chien en passant la barrière cutanée, c’est-à-dire par la voie 

percutanée. 

Enfin, les ascaridioses, et notamment Toxocara canis, peuvent avoir également des voies 

de transmission plus nombreuses. La voie oro-fécale, comme beaucoup d’autres parasitoses, 

mais également des voies liées à la réactivation des larves L3 enkystées chez la mère, en fin de 

gestation. Ce phénomène est à l’origine de contamination in utero et lors de l’ingestion de lait 

par le chiot. Pour ce parasite, un dernier mode de contamination existe : l’ingestion d’hôte 

paraténique. 

Les tableaux 5, 6 et 7 résument tous les modes de contamination des différentes parasitoses 

digestives sélectionnées dans notre étude. 
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2.1.4.  Résistance dans l’environnement 

La résistance des formes parasitaires présentes dans le milieu extérieur est très variable 

selon la parasitose digestive. La plupart peuvent résister très longtemps dans l’environnement 

notamment jusqu’à plusieurs années dans le cas de Toxocara canis ou Toxascaris leonina. On 

constate que cette résistance dans l’environnement varie également énormément selon les 

conditions du milieu, notamment avec Giardia duodenalis dont la durée de vie de la forme 

présente dans l’environnement n’est que de 4 jours à 37°C, passe à un mois à 21°C et peut 

atteindre 2 mois à 8°C et en milieu humide.  

 

2.1.5.  Spectre d’hôtes définitifs ou intermédiaires 

Certaines parasitoses digestives sélectionnées dans notre étude ont un spectre d’hôte 

relativement restreint. C’est le cas notamment des nématodes, n’ayant pour la plupart qu’un 

cycle monoxène. Les espèces y étant sensibles sont le plus souvent, les canidés et parfois les 

félidés. Les cestodes sélectionnés ici présentent un spectre d’hôtes élargi par le fait que la 

plupart de ces parasitoses ont dans leur cycle biologique le passage par un hôte intermédiaire 

indispensable. Une variété d’hôte intermédiaire parfois très fournie comme pour les 

échinococcoses, et notamment Echinococcus granulosus. Enfin, les protozoaires digestifs sont 

certainement les parasites les moins spécifiques de notre étude avec Giardia duodenalis ou 

encore Cryptosporidium parvum qui sont deux protozoaires présents chez un très grand nombre 

d’espèces de mammifères.  

 

2.1.6.  Caractère zoonotique 

Le dernier critère qui nous a permis de faire une sélection des parasitoses du chien dans 

notre étude a été le caractère zoonotique de cette parasitose. En effet, le risque pour la santé 

publique doit être pris en compte dans le danger que représente un parasite. Dans les parasitoses 

sélectionnées, de nombreuses sont zoonotiques. Toxocara canis peut, par exemple, être 

transmis à l’homme et notamment aux jeunes enfants et avoir de graves conséquences : Larva 

migrans oculaire, viscérale ou cérébrale sont alors associées à des signes généraux (fièvre, 

amaigrissement), un œdème de la face, des signes cutanés, des troubles digestifs, des atteintes 

pulmonaires ou oculaires ou encore des signes neurologiques. 



34 
 

D’autres parasitoses sont dangereuses pour l’Homme comme Echinococcus granulosus 

bien que la souche G4, Echinococcus granulosus equinus ne soit pas pathogène pour l’espèce 

humaine. Les symptômes sont alors des signes généraux comme de la cachexie, des signes 

digestifs (douleur abdominale, constipation, etc), ou encore des atteintes hépatiques associées 

à de l’ictère. 

Le caractère zoonotique de chaque parasite est présenté dans les tableaux 5, 6 et 7. 
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Tableau 5 : Différentes caractéristiques des nématodes digestifs sélectionnés1–3,12,13 

Légende : larve de stade 3 (L3), hôte paraténique (HP) 
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Tableau 6 : Différentes caractéristiques des cestodes digestifs sélectionnés1–8 

Légende : hôte intermédiaire (HI), 2ème hôte intermédiaire (HI2) 
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Tableau 7 : Différentes caractéristiques des protozoaires digestifs sélectionnés1,2,13–17 

Légende : bovin (BV), cheval (CV), lagomorphes (LP), porc (PC), hôte paraténique (HP) 
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3.2. Parasitoses extradigestives 

 

D’autres parasites internes, qui ne sont pas digestifs, peuvent infester le chien en France. 

C’est l’objet de ce deuxième groupe, incluant les parasites circulatoires, des hématies, des 

leucocytes et du système des phagocytes nucléés. Les caractéristiques des infestations avec les 

parasites extradigestifs du chien sont détaillées dans les tableaux 8 et 9. 

 

3.2.1.  Signes cliniques 

 

Contrairement aux parasitoses digestives qui avaient le plus fréquemment des signes 

cliniques généraux en commun, pour les parasitoses extradigestives ce formula n’est pas 

applicable. En effet, la clinique des infestations est très variée : atteinte de l’appareil respiratoire 

pour Angiostrongylus vasorum, de la sphère cardiaque pour Dirofilaria immitis, ou encore de 

la barrière cutanée pour certaines formes de Leishmania infantum, chacune de ces parasitoses 

présente une manifestation clinique qui lui est propre. Pouvant aller de l’asymptomatique au 

décès de l’animal, la virulence de ces maladies infectieuses est parfois très élevée et compte 

pour beaucoup dans la sélection de ces parasitoses.  

 

3.2.2.   Prévalences 

 

Beaucoup des parasitoses extradigestives sont peu fréquentes sur le territoire français mais 

n’en restent pas moins fondamentales. Ce dernier point a motivé l’inclusion de ces parasitoses 

dans cette étude. Pour exemple, la piroplasmose est fatale mais sa prévalence est faible chez le 

chien, de l’ordre de 1%, contrairement à la toxoplasmose (prévalence entre 34,4% et 41,8%) 

majoritairement asymptomatique pour cette espèce (Tableaux 8 et 9). Il est important de 

différencier la prévalence, soit la proportion d’individus atteints par la parasitose à un instant 

donné, de la séroprévalence. Celle-ci correspond à la proportion d’individus infestés par l’agent 

infectieux en question et qui ont développé une réaction sérologique. En ce qui concerne cette 

séroprévalence, la notion de temps est exclue. En effet, un animal peut posséder des anticorps 

ciblant un parasite, sans pour autant être infesté à l’instant du prélèvement, mais ayant été 

infesté par le passé. De même, un temps de séroconversion est nécessaire pour être séropositif 

à un agent infectieux, le temps que la réponse immunitaire se mette en place. Dans ce dernier 

cas, un animal peut être séronégatif et pourtant abriter ce parasite. En ce qui concerne les 
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parasitoses extradigestives, les études visent pourtant la séroprévalence, plutôt que la 

prévalence, notamment car elle est plus facile à réaliser.  

 

3.2.3.   Modes de contamination 

 

On retrouve dans ces parasitoses extra-digestives un mode de contamination assez fréquent, 

via un vecteur. Ces vecteurs, qui sont ici tous biologiques, permettent de transmettre par 

exemple Babesia canis, Leishmania infantum, Dirofilaria immitis ou encore Hepatozoon canis. 

Cependant on retrouve également d’autres modes de contamination comme l’ingestion d’hôte 

intermédiaire pour Angiostrongylus vasorum. D’autres encore ont un mode de contamination 

différent comme la voie oro-fécale ou in utero pour Toxoplasma gondii ou Neospora caninum, 

qui peuvent tous les deux également se transmettre par l’ingestion d’hôte intermédiaire. Enfin 

l’ingestion d’urines ou la voie transplacentaire est à l’origine de contamination du chien par 

Encephalitozoon cuniculi. Les tableaux 8 et 9 présentent également toutes les voies de 

contamination de ces parasitoses extradigestives. 

 

 

3.2.4.  Résistance dans l’environnement 

 

Pour ce qui est des parasitoses à transmission vectorielle, il n’y a pas de phase exogène ni 

de contact entre le parasite et l’environnement et ce critère de sélection n’a donc pas lieu d’être 

pour ces agents infectieux. En revanche, pour les autres parasitoses extradigestives, cette 

résistance va de seulement quelques jours dans de bonnes conditions environnementales pour 

Angiostrongylus vasorum à plusieurs mois pour Toxoplasma gondii (Tableaux 8 et 9). 

 

3.2.5.  Spectre d’hôtes définitifs et intermédiaires 

 

Certains parasites extradigestifs sélectionnés ont un cycle n’impliquant qu’un hôte définitif 

mais dont le spectre d’hôte est large, comme Encephalitozoon cuniculi. D’autres ont une seule 

espèce décrite comme hôte définitif mais avec une très grande variété dans les espèces d’hôtes 

intermédiaires, notamment Toxoplasma gondii, dont l’hôte définitif est le chat. Enfin, plusieurs 

autres parasites font intervenir des vecteurs biologiques comme vu précédemment, que ce soit 

en temps qu’hôte intermédiaire comme Dirofilaria immitis, ou en tant qu’hôte définitif comme 
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c’est le cas pour les maladies à tiques, avec Babesia canis, Babesia vogeli et Hepatozoon canis 

ou encore la leishmaniose canine via les phlébotomes. Concernant ces dernières parasitoses, le 

spectre d’hôtes est souvent plus restreint. La liste des hôtes potentiels ainsi que les vecteurs 

parfois associés est présentée dans les tableaux 8 et 9. 

 

3.2.6.  Caractère zoonotique 

Concernant le caractère zoonotique de ces parasitoses extradigestives, il est très varié et 

existe le plus souvent pour les parasitoses ayant un spectre d’hôte large. C’est le cas de la 

toxoplasmose qui est transmissible à l’Homme via différentes voies de contamination et peut 

avoir de graves conséquences. Elle est notamment une des causes d’avortement. Au contraire, 

la babésiose est une maladie infectieuse grave chez les espèces cibles mais n’est pas zoonotique. 

Les tableaux 8 et 9 présentent une synthèse du caractère zoonotique des parasites étudiés dans 

cette étude. 
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Tableau 8 : Différentes caractéristiques des parasitoses extradigestives circulatoires, des 

hématies et des leucocytes sélectionnées1–3,18–27 

Légende : hôte intermédiaire (HI), hôte définitif (HD) 
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Tableau 9 : Différentes caractéristiques des parasitoses extradigestives du système des 

phagocytes mononucléés sélectionnées1,2,19–23 

Légende : hôte définitif (HD), hôte intermédiaire (HI) 
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3. Evidences de transmission interspécifique 

3.1.    Le renard roux (Vulpes vulpes) 

 

Le renard roux est un canidé, donc une espèce proche du chien domestique. Cette espèce se 

trouve au sommet de la chaîne alimentaire de la faune sauvage en France et est donc considérée 

dans certains articles scientifiques comme une espèce sentinelle pour tout agent pathogène ou 

polluant de l’environnement. Le risque de rencontre avec cet animal est élevé de par son 

omniprésence sur le territoire français ainsi que par son comportement alimentaire. Par cela, on 

craint des transmissions de pathogènes avec celui-ci, notamment des parasites. 

Le renard roux (Vulpes vulpes) est en effet porteur d’un grand nombre de parasites en 

commun avec le chien. On trouve cependant des différences de prévalence entre pays européens 

(Tableaux 10-13), qui pourraient s’expliquer par la variabilité du régime alimentaire de ce 

canidé sauvage, sa localisation géographique et donc des conditions climatiques selon 

lesquelles les formes infestantes du parasite survivent ou non dans le milieu, et enfin, la 

variabilité dans la présence ou non d’hôtes paraténiques28.  

 

3.1.1.  Prévalence des parasites interspécifiques 

 

La prévalence de Toxocara canis ou encore de Toxascaris leonina est très élevé chez le 

renard (respectivement 26,7-33,9% et 26,3%) et de ce fait il est actuellement considéré comme 

un réservoir de ces parasites. Ces ascaridés sont donc très fréquents chez cette espèce de 

canidé.28 Il a également été mis en évidence que Uncinaria stenocephala était le nématode le 

plus répandu chez les renards roux avec une prévalence de 34% (IC à 95% 30,4-37,9%), chiffre 

avec une tendance croissante au fil des années.28 

Concernant Echinococcus multilocularis, le renard est considéré comme l’hôte définitif 

principal et donc le réservoir de cette parasitose. Le cycle de vie de ce parasite est 

principalement sylvatique, entre le renard roux et plusieurs espèces de rongeurs comme les 

campagnols (Arvicola terrestris et Microtus arvalis) ou encore le rat musqué (Ondatra 

zibethicus) comme hôtes intermédiaires29. 
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Le renard est un hôte définitif de S. miescheriana, S. tenella, S. capracanis, S. gracilis, S. 

capreolicanis et Sarcocystis spp.30. Il a été montré que cette espèce fait partie des carnivores 

capables d’excréter des oocystes de type Hammondia heydorni lorsqu’il est nourri avec la 

musculature d’un herbivore contaminé, que ce soit le chevreuil, le mouton ou encore le renne. 

C’est donc un hôte définitif de ce parasite31. 

Le renard roux tient un rôle de réservoir pour Angiostrongylus vasorum. Il pourrait 

également l’être pour la tique Rhipicephalus sanguineus de Hepatozoon canis et Babesia 

vogeli32. 

Son rôle dans la propagation d’Echinocococcus granulosus est, lui, plus que mineur, car, 

même lors d’une infestation expérimentale, la charge parasitaire du renard reste 

particulièrement faible comparé à celle du chien33. 

Concernant Leishmania infantum, il semblerait que chez le renard roux présente plutôt des 

formes asymptomatiques, plus fréquemment que chez le chien. La mortalité est également plus 

faible34. 

Enfin, le renard roux n’est qu’un hôte intermédiaire de Neospora caninum. 

 

 

3.1.2.  Transmissions interspécifiques 

Des preuves de transmission entre ces deux espèces de canidés ont été apportées par 

plusieurs études pour quelques-uns d’entre eux (Tableaux 10-13). C’est le cas pour : 

- Toxocara canis35 

- Uncinaria stenocephala : une grande similitude dans les séquences 

d’ADN de ce parasite chez les deux espèces de canidés corrobore qu’il 

y ait un échange entre ces deux carnivores36 

- Echinococcus multilocularis37 

- Giardia duodenalis : ce parasite est également un complexe d’espèce. 

Le renard est infesté par l’assemblage B, tandis que le chien l’est par 

les assemblages A, B, C, D, et E. L’assemblage B est donc similaire 

génétiquement chez les deux canidés et corrobore l’hypothèse 

d’échanges entre ces espèces 
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- Sarcocystis spp.38,39 

- Angiostrongylus vasorum : la transmission interspécifique a été 

prouvée expérimentalement40. Il se trouve que le renard présenterait 

une meilleure réponse immunitaire au parasite rendant leur interaction 

plus longue dans la durée, faisant de cet animal un meilleur réservoir 

que le chien41. 

- Dirofilaria immitis : les renards sont infestants pour les culicidés et 

présentent des microfilaires lorsqu’ils sont infestés42. 

- Hepatozoon canis43. 

Malgré la prévalence élevée pour les deux canidés, les transmissions interspécifiques 

avec d’autres parasites n’ont pas été démontrées dans la littérature. Concernant Toxascaris 

leonina, il a été montré que ce parasite est en réalité un complexe d’espèces avec 3 clades : un 

commun au chien et au loup, un plus spécifique du chat, et le dernier plus spécifique du renard.44  

Dans le cas du protozoaire Hammondia heydorni  il semblerait qu’une différence de 9 paires de 

bases dans le code génétique apparaisse chez ces parasites entre le chien et le renard45. Il 

n’existe pas de preuves expérimentales ou moléculaires d’une transmission de piroplasmes, une 

tique s’infestant sur un renard et le transmettant à un chien. Cependant, il faut savoir que les 

séquences d’ADN de Babesia canis46 et de Babesia vogeli32 chez le renard correspondent à 

100% d’identité avec les mêmes parasites chez le chien.  

De même, il n’existe aucune preuve que le renard soit infectieux pour les phlébotomes 

lorsque ceux-ci sont positifs à Leishmania infantum. Cependant, après le chien, le renard est 

l’espèce la plus fréquemment piquée par les phlébotomes. Peu d’études comparent les isolats 

de renard et de chien mais le zymodème MON 1, le plus fréquent chez le chien, a été retrouvé 

chez le renard et le rat noir, qui lui, est infestant pour les vecteurs47. 

La transmission de Toxoplasma gondii n’a pas été mise en évidence mais, étant donné 

le mode de contamination de cette maladie, il faudrait que le chien ingère un renard infesté ce 

qui est peu probable, excepté pour les chiens de chasse.  

Le renard n’est pas reconnu comme un hôte définitif de Neospora caninum bien que 

plusieurs études aient essayé de montrer le contraire, en vain. La première n’a détecté aucun 

animal comme excréteur d’oocystes de ce parasite dans les fèces bien que positif aux 

anticorps48. La seconde a montré que deux renards avaient excrété dans les fèces des oocystes 

Neospora-like. Il semblerait que ces oocystes étaient bien de l’espèce Neospora caninum, mais 
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cela ne suffit pas à prouver que le renard roux est un hôte définitif. Ces rares oocystes peuvent 

en effet avoir été ingérés puis réexcrétés dans le tube digestif du renard sans qu’il n’y ait eu de 

reproduction sexuée du parasite49. A ce jour, aucune preuve n’a pu être apportée établissant le 

renard roux comme hôte définitif de Neospora caninum.  

Malheureusement, la littérature scientifique manque dans le domaine de la transmission 

interspécifique. En effet, aucune étude n’a été réalisée concernant Ankylostoma caninum, 

Trichuris vulpis, Strongyloïdes stercoralis, Dipylidium caninum, Echinococcus granulosus, 

Isospora spp. ou encore Encephalitozoon cuniculi. 
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Tableau 10 : Prévalence (noir), séroprévalence (gras) et transmission interspécifique démontrée 

(rouge) entre le chien et d’autres espèces des nématodes digestifs3–6,12,14,15,17,19–30,32,34,46,48,50–52,52–143 

Légende : ovins (OV), caprins (CAP) 
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Tableau 11 : Prévalence (noir), séroprévalence (gras) et transmission interspécifique démontrée 

(rouge) entre le chien et d’autres espèces des cestodes digestifs1–6,12,14,15,17,19–30,32,34,46,48,50–52,52–185 

Légende : ovins (OV), caprins (CAP) 
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Tableau 12 : Prévalence (noir), séroprévalence (gras) et transmission interspécifique démontrée 

(rouge) entre le chien et d’autres espèces de protozoaires digestifs4–7,9–11,14,15,17,19–29,31,33,34,46,48,50–195 

Légende : ovins (OV), caprins (CAP) 
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Tableau 13 : Prévalence (noir), séroprévalence (gras) et transmission interspécifique démontrée 

(rouge) entre le chien et d’autres espèces de parasites extradigestifs4–7,9–11,14,15,17,19–29,31,33,34,46,48,50–195 

Légende : ovins (OV), caprins (CAP), blaireau (blair) 
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3.2.    Le loup gris (Canis lupus) 

 

Le loup gris, bien que moins présent sur le territoire français que le renard roux, est 

également un canidé et partage donc de nombreux pathogènes et notamment des parasites avec 

le chien (Tableaux 10-13), ce qui en fait une espèce à risque de transmission interspécifique. 

 

3.2.1.   Prévalence des parasites interspécifiques 

Très peu d’études existent à l’heure actuelle en Europe et pratiquement aucune en France 

sur la prévalence de ces différents parasites chez le loup gris. Notamment Encephalitozoon 

cuniculi n’a été recherché dans aucune étude à notre connaissance chez le loup gris en Europe, 

à ce jour. D’autre part, les parasites extradigestifs ne sont décelables qu’en capturant les 

animaux ou sur des cadavres directement, contrairement aux parasites digestifs, souvent 

décelables dans les selles. Le nombre d’individus dans chaque étude est donc souvent très 

faible, et l’échantillonnage biaisé rendant l’interprétation statistique peu fiable.  

 

3.2.2.   Transmissions interspécifiques 

Des preuves de transmission des parasites entre le loup gris et le chien ont été apportées par 

plusieurs études pour quelques-uns d’entre eux (Tableaux 10-13). C’est le cas pour : 

- Toxascaris leonina : il a été montré que ce parasite est en réalité un 

complexe d’espèces avec 3 clades : un commun au chien et au loup, un 

plus spécifique du chat, et le dernier plus spécifique du renard44. Le 

clade commun chien et loup dans l’arbre phylogénétique corrobore 

l’hypothèse que la transmission est possible entre ces espèces. 

- Echinococcus granulosus : une étude suggère qu’un lien existe entre la 

prévalence chez le mouton et chez le loup, qui prend donc part au cycle 

chien – mouton60. Une autre étude montre une correspondance 

génétique entre la souche ovine et les séquences du loup avec un 

génotype G1 prédominant196. 

- Giardia duodenalis : ce parasite est également un complexe d’espèce. 

Le loup gris est infesté par les assemblages C et D173,197, tandis que le 
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chien l’est par les assemblages A, B, C, D, et E198. Les assemblages 

sont donc similaires génétiquement chez les deux canidés et corrobore 

l’hypothèse d’échanges 

- Sarcocystis spp.199 

- Angiostrongylus vasorum : les séquences d’ADN de parasite sont 

identiques à 99% entre chien et loup ce qui suggère des échanges entre 

les deux espèces200  

- Dirofilaria immitis : le loup peut héberger des adultes matures 

sexuellement avec tout l’embryogramme. Il peut donc être infestant  

pour les culicidés58. De plus, une microfilarémie a été mise en 

évidence201.  

- Neospora caninum : le loup est un hôte définitif possible, une analyse 

évolutive suggère un échange du parasite entre chien et loup202. 

Malheureusement, la littérature scientifique manque dans le domaine de la transmission 

interspécifique à nouveau, notamment pour Toxocara canis, Ankylostoma caninum, Uncinaria 

stenocephala, Trichuris vulpis, Strongyloïdes stercoralis, Dipylidium caninum, Mesocestoides 

spp., Echinococcus multilocularis, Isospora spp., Cryptosporidium parvum, Babesia spp., 

Hepatozoon canis, Leishmania infantum, Toxoplasma gondii ou encore Encephalitozoon 

cuniculi. 

De même que pour le renard roux, la transmission de Toxoplasma gondii entre un chien 

et un loup est très peu probable. Le chien devrait ingérer un loup infesté mais ce n’est pas décrit 

dans la littérature scientifique actuelle. 

 

3.3.    Les Mustélidés 

En France, on retrouve 7 espèces communes de Mustélidés : la belette (Mustela nivalis), 

l’hermine (Mustela erminea), le putois (Mustela putorius), la martre (Martes martes), la fouine 

(Martes foina), la loutre (Lutra lutra) et le blaireau (Meles meles). 

Les prévalences et séroprévalences des parasites communs avec le chien sont détaillées dans 

les tableaux 10-13. 
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3.3.1.   Parasitoses digestives 

En ce qui concerne les nématodes et les cestodes intestinaux, rares sont ceux du chien 

retrouvés chez les Mustélidés et peu d’études se sont intéressées au sujet. Les mustélidés ne 

semblent pas être sensibles à Echinococcus granulosus153. 

En revanche, d’autres parasites ont été identifiés chez la fouine et le blaireau comme 

Toxocara sp (15%)., Ancylostomatidae spp. (8%), Strongyloides spp. (8%)73 et Sarcocystis 

spp.. Malheureusement, les espèces étant pas identifiées, il n’est pas possible de savoir si ces 

parasites peuvent infester le chien. Il en va de même pour Strongyloides spp., Mesocestoides 

spp., et Isospora spp. mis en évidence chez le blaireau74,75. 

Les seules coccidies identifiées chez le blaireau sont Eimeria melis et Isospora melis, qui 

ne sont pas transmissibles au chien203. En Europe, la présence de Giardia duodenalis a été mise 

en évidence sur de jeunes blaireaux sans pour autant connaitre la pathogénicité ni le risque de 

contamination pour le chien, bien que l’excrétion soit démontrée77. 

Des cas sporadiques comme T. hydatigena72ou Toxascaris leonina existent chez la fouine73. 

Cette dernière est également capable d’être infestée par Giardia duodenalis51. 

Il n’y a pas d’évidence dans la littérature européenne d’infestation de mustélidés par 

Echinococcus multilocularis, tout comme pour Hammondia heydorni. 

 

3.3.2.   Parasitoses extradigestives 

Les mustélidés sont sensibles à de nombreux parasites extradigestifs. C’est le cas de 

Angiostrongylus vasorum78,74 chez les blaireaux, les hermines et les belettes204,205, Hepatozoon 

canis ou encore Leishmania infantum chez les blaireaux, les fouines et les belettes66,52,79,80. Les 

prévalences de ces parasites sont souvent élevées avec par exemple 50% des belettes qui sont 

positives à la leishmaniose80. Dirofilaria immitis est, quant à lui, infectant pour le blaireau et la 

loutre mais avec une prévalence très faible, à l’origine de cas seulement sporadiques81,206. 

Pour ce qui est de Neospora caninum, sa séroprévalence est de67 : 

- 6% des blaireaux (31 échantillons) 

- 21% des fouines (14 échantillons) 

- 67% des martres des pins (3 échantillons) 
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- 50% des putois (2 échantillons) 

La séroprévalence de Toxoplasma gondii en Europe est de67,68,52 : 

- 70-76% des blaireaux (29 échantillons et 37 échantillons) 

- 85-93% des fouines (20 échantillons et 14 échantillons) ; prévalence 

de 4,9% des fouines (61 échantillons)52 

- 100% des martres des pins, des loutres et des putois (avec 

respectivement 3, 5 et 2 échantillons) 

Enfin, Encephalitozoon cuniculi a une prévalence de 3,3% chez les fouines (61 

échantillons), et a été mis en évidence chez une loutre52. 

 

3.3.3. Transmissions interspécifiques 

On constate avec les Mustélidés un grand manque d’information sur la transmission de 

parasites avec le chien alors que ceux-ci peuvent être régulièrement en contact, notamment lors 

de la chasse. Aucune étude ne s’est intéressée à la transmission des parasites digestifs entre ces 

deux espèces. Le seul parasite où une transmission entre mustélidés et chien a été suspectée est 

Dirofilaria immitis avec la présence de vers adultes et de microfilarémie. Cela indique au moins 

une disponibilité temporaire des microfilaires, donnant un statut de potentiel réservoir au 

blaireau. Cependant, l’étude ne dit pas si cette infestation est accidentelle ou si ce mustélidé est 

effectivement un hôte définitif approprié81. 

 

3.4.    Un autre carnivore domestique : le chat (Felis catus) 

Le chat (Felis catus) est certainement l’espèce la plus susceptible d’être en contact avec des 

chiens dans notre société. Ils se côtoient souvent dans les mêmes foyers, et même si l’éleveur 

n’a pas de chat, ceux-ci sont tout à fait à même de venir sur le terrain de l’élevage et le 

contaminer. 

 

3.4.1.   Parasitoses digestives 

Le chat est un hôte définitif de Toxascaris leonina1,2 mais la prévalence associée reste 

faible : 0,2%82. Le chat est également un hôte définitif de Uncinaria stenocephala, de 
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Strongyloides stercoralis, de Dipylidium caninum, de Mesocestoides, de Echinococcus 

multilocularis, de Giardia duodenalis. Il peut également être hôte définitif de Cryptosporidium 

parvum bien que le félin soit également sensible à une autre espèce, Cryptosporidium felis, 

spécifique du chat et donc non inclus dans cette étude1,2. 

Le Taenia hydatigena a également été mis en évidence chez des chats avec une prévalence 

de 16%83. En revanche, Taenia serialis et Taenia multiceps ne sont pas décrits dans la littérature 

chez le chat en Europe. 

Aucune étude en Europe ne démontre l’infestation du chat par Hammondia heydorni. 

 

3.4.2.   Parasitoses extradigestives 

Angiostrongylus vasorum ne parasite pas le chat en général, le ver du poumon du chat étant 

Aelurostrongylus abstrusus, non transmissible au chien. 

Concernant les babésioses, ce sont des infections rares chez les chats avec 1,3% pour 

Babesia canis et 8,1% pour Babesia vogeli86.  

Le chat est sensible à Hepatozoon canis1,2. Bien que les félins soient bien plus souvent 

infestés par Hepatozoon felis, des cas sont décrits pour Hepatozoon canis207. 

La prévalence de Leishmania infantum en Europe est de 0,3-21%86,87,88 et une 

séroprévalence de 24%88 mais cette prévalence semble varier énormément entre certains pays 

et les tests diagnostiques utilisés. 

Concernant la dirofilariose, le chat est un hôte définitif potentiel, bien que moins sensible 

que le chien. Un premier cas dans la région du Sud de l’Italie en 2021 a été diagnostiqué positif 

à Dirofilaria immitis et des microfilaires sont identifiés sur frottis sanguin208. La séroprévalence 

en Europe est de 7,3-25,20%89,209,90. De nombreuses études existent en Espagne, contrairement 

à la France.  

La toxoplasmose, quant à elle, a comme seul hôte définitif le chat, capable d’excréter des 

oocystes contaminants pour les chiens et beaucoup d’autres espèces. La séroprévalence globale 

de cette parasitose a été estimée à 43% (IC à 95% 38-48) en Europe entre 1967 et 201792. En 

France, le sol est contaminé dans 29,2% des 243 échantillons par Toxoplasma gondii, et ceux 

d’autant plus que les échantillons sont proches de zone d’habitation210.  
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Plusieurs études en Europe ont tenté de démontrer la présence de Encephalitozoon cuniculi 

chez le chat. L’infestation est possible expérimentalement211 mais aucune étude européenne n’a 

encore réussi a démontré sa présence de manière naturelle.  

 

3.4.3.   Transmissions interspécifiques 

Ces deux carnivores domestiques se côtoient donc beaucoup mais les échanges de parasites 

digestifs restent rares bien que possible, notamment pour Toxascaris leonina, Echinococcus 

multilocularis et Giardia duodenalis.  

En effet, le chat est un hôte définitif de Echinococcus multilocularis, bien que son rôle dans 

la transmission du parasite fût considéré comme limité. Récemment, l’excrétion de ces œufs 

par le chat a été mis en évidence en France212 et son potentiel rôle de réservoir a été évoqué de 

par les prévalences observées sur le territoire français de l’ordre de 4%84. 

Giardia duodenalis est un parasite dit complexe d’espèce. Le chat est infesté par les 

assemblages F (spécifique du chat), A, D, C, E, et B, dans l’ordre des prévalences les plus 

élevées213, tandis que le chien l’est par les assemblages A, B, C, D, et E198. Les assemblages 

sont donc similaires génétiquement chez les deux carnivores et corroborent l’hypothèse 

d’échanges entre les espèces. 

Dipylidium caninum est présent chez le chat et il semblerait que deux espèces distinctes de 

ce parasite existent, avec une spécificité d’hôte, l’une pour les chiens, l’autre pour les chats214. 

Les espèces de Isospora spp. ne sont également pas les mêmes chez les chiens et les chats1. 

En ce qui concerne les parasitoses extradigestives, des preuves de transmission existent pour 

Dirofilaria immitis, Toxoplasma gondii et Leishmania infantum. 

Pour ce dernier, les chats infestés sont infestants pour les phlébotomes, faisant d’eux des 

hôtes à part entière du cycle et des réservoirs potentiels de cette maladie. Plusieurs facteurs font 

des chats un réservoir idéal comme : 

- l’augmentation de la séroprévalence 

- l’infestation des phlébotomes possible pendant plusieurs mois 

- le fait que les chats transmettent une forme compétente de Leishmania 

infantum. 
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- leurs comportements (vie en extérieur, au moment des pics d’activité 

des vecteurs) 

- l’absence de signes cliniques, rendant le diagnostic et la prise en charge 

tardifs, ce qui laisse le temps au cycle du parasite de se poursuivre88,215 

 

3.5.    Les rongeurs 

 

Les rongeurs sont considérés comme des hôtes intermédiaires ou paraténiques de nombreux 

parasites. Ils ont donc un rôle important dans la transmission de ceux-ci au chien. Ces rongeurs 

sont également fondamentaux dans les échanges de parasites de par leur mode de vie, souvent 

proche, voire, à l’intérieur des habitations. 

Les prévalences et séroprévalences sont décrites précisément dans les tableaux 10-13. 

 

3.5.1.   Parasitoses digestives 

Les rongeurs sont des hôtes paraténiques, ou intermédiaires de Toxocara canis, de cestodes 

comme Echinococcus multilocularis, ténias et Mesocestoides spp. ainsi que de certaines 

coccidies comme Hammondia et Sarcocystis.  

La prévalence de Toxocara canis, ayant comme hôte paraténique potentiel le rongeur, est 

de 3,1% (IC à 95% 1,6-6,0) et la séroprévalence de 14,2% (IC à 95% 10,3-19,1)96. 

Les rongeurs sont également les hôtes intermédiaires d’Echinococcus multilocularis dans 

le cycle sylvatique de cette parasitose. Cependant, la prévalence reste faible avec seulement 6 

campagnols positifs (Arvicola terrestris) sur 1238 échantillons97. Des ragondins (Myocastor 

coypus) et des rats musqués (Ondatra zibethicus) ont également été montrés comme positifs 

dans l’Ouest de la France216. 

Cryptosporidium spp. est un parasite présent chez Apodemus spp.. Cryptosporidium parvum 

a été montré en Europe chez des rongeurs (2 sur 60 échantillons), mais aucun oocyste n’était 

détectable dans les fèces98. 
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3.5.2.   Parasitoses extradigestives 

La prévalence de Leishmania infantum est de 27%, chez 3 espèces de rongeurs : Apodemus 

sylvaticus, Rattus rattus et Mus musculus99.  

Neospora caninum est, par exemple, une coccidie que l’on peut retrouver chez les rongeurs 

avec une prévalence de 12,4%102. Le seul hôte définitif est le chien qui se parasite en mangeant 

des hôtes intermédiaires tels que les rongeurs. 

Les rongeurs sont, de plus, des hôtes potentiels d’Encephalitozoon cuniculi avec une 

prévalence de 6% chez les campagnols communs et 7% chez les campagnols aquatiques103. 

 

3.5.3.   Transmissions interspécifiques 

Une transmission avec les chiens est donc démontrée pour Toxocara canis, Echinococcus 

multilocularis, Giardia duodenalis, ainsi que Leishmania infantum et Neospora caninum. 

Les rongeurs sont considérés comme des réservoirs potentiels de Leishmania infantum. En 

effet, leur durée de vie est suffisamment longue pour pouvoir transmettre le parasite aux 

phlébotomes. De plus, il a été démontré que Rattus rattus est infectieux pour les vecteurs, 

faisant de lui un hôte définitif et un réservoir certain47. En Espagne en 2019, la prévalence chez 

Rattus norvegicus était de 33% ce qui ferait de cette espèce le réservoir potentiellement le plus 

abondant des villes101. 

Le rôle de ces espèces animales dans la transmission parasitaire interspécifique est donc 

loin d’être négligeable. 

 

3.6.    Les lagomorphes 

3.6.1.   Parasitoses digestives 

 

Les lapins et lièvres sont des hôtes intermédiaires de certains ténias : Taenia pisiformis 

(Cysticercus pisiformis) et Taenia serialis (Coenurus serialis)1,2. Des études récentes donnent 

une prévalence de 2,8% (IC à 95% 2,2-3,4) dans le Sud du pays pour Cysticercus pisiformis 

chez le lapin de Garenne (Oryctolagus cuniculi) par exemple104. 
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Concernant Giardia duodenalis, aucune autre étude ne s’est intéressée à ce parasite chez les 

lagomorphes en Europe.  

En Allemagne de 1998 à 2002, les prévalences de nombreux parasites ont été décrites chez 

le lapin avec 0,9% de Strongyloides sp., 1,4% de taeniides, 1,1% de Giardia spp., 0,5% de 

Toxascaris leonina, 0,2% de Mesocestoides spp., et 0,2% de Dipylidium spp.106. 

Malheureusement, la plupart des espèces de ces parasites ne sont pas détaillées ce qui ne permet 

pas conclure sur une correspondance avec les parasitoses sélectionnées dans notre travail. 

Cryptoporidium parvum est, quant à lui, capable de provoquer une infection expérimentale 

chez les lapins. Mais la prévalence reste pratiquement négligeable avec 0,0-5,0%108. 

 

 

3.6.2.   Parasitoses extradigestives 

 

Les lagomorphes sont sensibles à Leishmania infantum, avec 2,5% des lapins 

séroconvertis109. En Espagne, la séroprévalence est de 43,6% pour les lièvres ibériques, 82,6% 

pour les lièvres européens et 20,7% pour les lapins de Garenne110,217,108.  

Toxoplasma gondii a une séroprévalence de 10-15% chez le lapin de Garenne et 0-46% 

chez le lièvre européen107 alors que celle de Neospora caninum est d’environ 1-30% chez ce 

dernier111-114.  

Les lagomorphes sont les hôtes principaux de Encephalitozoon cuniculi. 43-52% des lapins 

de compagnie sont séropositifs218,219. En République tchèque, Autriche et Slovaquie la 

séroprévalence est de 1,42% chez les lièvres européens220. 

 

3.6.3.   Transmissions interspécifiques 

Les lagomorphes sont donc des espèces capables de transmettre des parasites digestifs en 

étant hôte intermédiaire. C’est le cas de Taenia pisiformis et Taenia serialis. 

Les espèces de Sarcocystis retrouvées chez les lagomorphes semblent être des espèces ayant 

pour hôtes définitifs des chats107 et donc sans transmission possible avec le chien. 

Enfin, concernant les parasitoses extradigestives, les lapins peuvent transmettre 

Encephalitozoon cuniculi ainsi que, par l’intermédiaire d’un vecteur, Leishmania infantum car 

ils sont infestants pour les phlébotomes217,221,222. 
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3.7.    Les oiseaux 

3.7.1.   Parasitoses digestives 

 

Les parasites communs aux oiseaux et aux mammifères carnivores sont rares. En ce qui 

concerne les parasites digestifs, quelques études montrent la présence de larves Mesocestoides 

spp. sans préciser l’espèce.  

Concernant les protozoaires digestifs, les oiseaux sont sensibles à Cryptosporidium parvum 

et peuvent le disséminer dans l’environnement, via leurs déjections. La présence d’oocystes a 

été constatée dans 3,8% d’échantillons (fèces d’oiseau en liberté, captifs et domestiques)186. 

Les oiseaux sont également sensibles à Giardia duodenalis223 avec une prévalence est de 5,8% 

chez les oiseaux sauvages et 24% chez les oiseaux domestiques187.  

Aucune étude ne montre la présence de Sarcocystis spp. chez les oiseaux auxquels le chien 

peut être sensible. Sarcocystis horvathi semble avoir pour hôte intermédiaire le poulet1 mais il 

n’y a pas d’article scientifique européen à ce sujet. Aucune des espèces d’Isospora spp. 

sélectionnées dans notre étude n’est décrite dans la littérature chez les oiseaux tout comme 

Hammondia heydorni. 

 

3.7.2.   Parasitoses extradigestives 

Les oiseaux ont encore une fois peu de parasites en commun avec le chien. Ils ne sont pas 

hôtes potentiels de Leishmania infantum, même dans des conditions expérimentales. 

Cependant, 8,4% de gibier à plume est positif aux anticorps anti-leishmanie. La séroconversion 

a également été notée chez des oies domestiques et un faisan188. 

La séroprévalence de Neospora caninum est de 2% et celle d’Encephalitozoon cuniculi de 

20%189. Le contexte, le zoo, rend ces chiffres peu représentatifs de ce qu’un élevage canin peut 

rencontrer mais c’est la seule étude européenne concernant ces deux protozooses chez les 

oiseaux. 

La prévalence de Toxoplasma gondii dans l’avifaune est de 39%191. Chez les rapaces, elle 

est de 79% des buses variables (Buteo buteo), 50% des chouettes hulottes (Strix aluco) et 11% 

des effraies des clochers (Tyto alba) étaient séropositifs. Le parasite a également été isolé dans 

le cerveau d’une des chouettes hulottes190. La toxoplasmose est également très suivie chez les 

poulets d’élevage qui s’infestent rapidement lorsqu’ils ont accès à un parcours extérieur224. 
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3.7.3.   Transmissions interspécifiques 

Des preuves scientifiques existent sur la transmission interspécifique chien-oiseau pour 

Cryptosporidium parvum et Giardia duodenalis. En effet, les oiseaux sont sensibles à 

l’assemblage A, B et E qui fait partie des assemblages que l’on peut également retrouver chez 

le chien187,225, corroborant l’hypothèse d’une transmission interspécifique. 

La démonstration de transmission interspécifique est très peu étudiée et ne permet pas de 

connaître les échanges oiseau-chien en général. 

 

 

3.8.  Les hérissons (Erinaceus europaeus) 

 

Peu d’études ont été réalisées sur cette espèce pourtant cosmopolite. En ce qui concerne les 

parasites digestifs, des coccidies, Isospora spp., ont été identifiées avec une prévalence de 2,5-

5,7%106,192, sans pour autant connaître l’espèce précise. 

En revanche, des cas d’infestation à Cryptosporidium parvum ont été mis en évidence chez 

des hérissons192,193,226. La prévalence estimée est de 8%194. 

Enfin, Giardia duodenalis a également déjà été identifiée chez ces petits mammifères193. 

Pour ce qui est des parasitoses extra-digestives, un seul signalement d’ADN de Leishmania 

infantum a été réalisé en Europe, ne permettant pas de dire que les hérissons sont une source de 

contamination227. Le hérisson est également une espèce sensible à Toxoplasma gondii avec une 

séroprévalence de 19,2%195. 

Le hérisson n’est donc source d’aucune parasitose interne pour le chien. 

 

3.9.    Les bovins 

3.9.1.   Parasitoses digestives 

 

Concernant les parasitoses digestives, il y en a peu en commun entre les ruminants et les 

chiens, à moins que son cycle soit dixène et que l’un soit l’hôte intermédiaire et l’autre l’hôte 

définitif. C’est le cas notamment des ténias. Taenia hydatigena (Cysticercus tenuicollis) peut 

avoir comme hôte intermédiaire des ruminants ou des porcs1,2 et le chien comme hôte définitif. 

Etonnement, aucune étude en Europe ne traite de ce parasite chez les bovins. 
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Un autre cestode auxquels les ruminants, et donc les bovins, sont sensibles est Echinococcus 

granulosus. La contamination repose principalement sur la consommation de viscère d’hôte 

intermédiaire par le chien. En France, sa prévalence est de 0,001%114. Le parasite est toujours 

présent mais avec une prévalence particulièrement faible, même dans des zones endémiques228. 

 

En ce qui concerne les protozoaires, Giardia duodenalis peut contaminer les veaux avec 

une prévalence européenne de 45,4%. Sarcocystis cruzi a pour hôte définitif le chien et pour 

hôte intermédiaire les bovins1. C’est l’espèce la plus fréquente du genre sur les carcasses 

bovines en abattoir avec 56,5-61% des carcasses positives (muscle cardiaque, 

diaphragme147)148. Tout comme Sarcocystis cruzi, l’hôte définitif de Hammondia heydorni est 

le chien tandis que l’hôte intermédiaire est un ruminant1. Malheureusement, aucun article 

scientifique n’existe à notre connaissance concernant ce parasite chez les bovins. 

Enfin, le dernier protozoaire très fréquent chez les jeunes bovins de 7-21 jours, notamment 

allaitants229, source de contamination chez les chiots est Cryptosporidium parvum. L’Ouest de 

la France est particulièrement atteint par ce parasite. Le niveau d’excrétion des veaux est alors 

de 2.104 à 4.107 oocystes par gramme de matière fécale. La grande majorité de Cryptosporidium 

spp. chez les veaux est Cryptosporidium parvum230. Sa prévalence est de 41,5% chez des veaux 

laitiers149. 

 

3.9.2.   Parasitoses extradigestives 

Les bovins peuvent être atteints par la babésiose mais ce ne sont pas les mêmes espèces que 

chez le chien. 

La toxoplasmose est, elle, très fréquente chez cette espèce avec une séroprévalence de 7,8%. 

En France, la séroprévalence sur les carcasses bovines est de 17,38% avec un fort effet 

« âge »151.  

Chez cette espèce, la néosporose est une des causes majeures d’avortements et est donc 

énormément étudiée. En Normandie, la séroprévalence chez les bovins laitiers est de 5,6%152. 

Enfin, les bovins peuvent être infestés par Encephalitozoon cuniculi bien que ce soit rare, 

avec une prévalence de 2%115. 
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3.9.3.   Transmissions interspécifiques 

Les bovins peuvent donc transmettre au chien Taenia hydatigena, Echinococcus 

granulosus, Giardia duodenalis (assemblages A et E146), certains Sarcocytis, Hammondia 

heydorni et Cryptosporidium parvum. C’est également le cas pour la néoporose. 

 

 

3.10.  Les petits ruminants domestiques 

3.10.1.   Parasitoses digestives 

 

Les petits ruminants domestiques sont sensibles à de nombreux parasites digestifs, comme 

Toxocara canis avec des séroprévalences de 42,0-47% chez les ovins et 10,1% chez les 

caprins116,231. Cependant, aucune étude n’a encore essayé de prouver une transmission avec le 

chien. 

Pour ce qui est des ténias, les ovins sont les hôtes intermédiaires de Taenia hydatigena dont 

la prévalence est de 14,6-15,3%118,120. Des larves de ce parasite, Cysticercus tenuicollis, ont 

déjà été mise en évidence chez plusieurs chèvres et chevreaux mais aucune n’atteignait un stade 

mature117. Coenurus cerebralis, la larve de Taenia multiceps, infeste également les ovins. Sa 

prévalence est de 0,35%119.  

Echinococcus granulosus peut infester les deux espèces de petits ruminants domestiques. 

Sa prévalence ovine est de 0,002% en France114, 62,9% en Italie121 et 31,3% en Grèce122. Chez 

les caprins, ce chiffre est de 28% en Italie121 et 8,7% en Grèce 31,3%122. 

La prévalence de Giardia duodenalis est de 1,5% chez les ovins avec en moyenne 450 

kystes par gramme de matière fécale123. Dans des élevages laitiers, la prévalence passe à 19,2-

37,3% des agneaux et 19,8-40,4% des chevreaux124,125.  

Concernant Sarcocystis spp., les espèces auxquelles le chien est hôte définitif et les petits 

ruminants sont hôtes intermédiaires sont Sarcocystis ovicanis aussi appelé Sarcocystis tenella 

pour les moutons et Sarcocystis moulei pour les chèvres1. La littérature scientifique n’a pas 

encore étudié Sarcocystis moulei en Europe. Hammondia heydorni n’est pas décrit dans la 

littérature européenne bien que l’hôte intermédiaire de ce parasite soit un ruminant, et donc, 

potentiellement, un caprin ou un ovin1. 
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En revanche, cette littérature scientifique est très riche en ce qui concerne la 

cryptosporidiose chez les petits ruminants domestiques. La prévalence, plus élevée chez les 

jeunes que les adultes, est de 10,1-16,2% chez les agneaux sains232,128. Chez des caprins laitiers, 

68% des agneaux vont être au moins une fois positif à ce parasite. Le pic d’excrétion est de 

22 700-3,4.106 œufs par gramme233. Cryptosporidium parvum est l’espèces la plus fréquente du 

genre, chez les petits ruminants domestiques. 

 

3.10.2.   Parasitoses extradigestives 

La toxoplasmose est une maladie relativement importante chez les petits ruminants et très 

étudiée. Sa séroprévalence est de 22% chez les agneaux et 65,6% chez les brebis129. La 

proportion de carcasses françaises, principalement des agneaux, porteuses du parasite vivant 

est estimée à 5,4% (IC à 95% 3-7,5%)234. La séroprévalence chez les caprins est de 38,3% (IC 

à 95% 35,2-41,4)130.  

Neospora caninum est également une cause d’avortement (1/5 chez les ovins235) chez les 

petits ruminants. La séroprévalence de ce parasite est de 5,5-16,8% pour les ovins et 6,9-9,0% 

pour les caprins131,236,237. 

Concernant Encephalitozoon cuniculi, une seule étude européenne s’est intéressée à ce 

protozoaire chez les ovins, en Slovaquie. La séroprévalence de celui-ci était de 9%115. 

 

3.10.3.   Transmissions interspécifiques 

Les petits ruminants peuvent donc transmettre bon nombre de parasites au chien. Les 

parasitoses digestives concernées sont Taenia hydatigena et Taenia multiceps. Pour le premier, 

il a été montré que dans un élevage ayant 14,6% des agneaux infestés, 8,3% des chiens sur la 

ferme excrétaient des œufs120. Pour le second, dans un autre exemple, des moutons ont été 

atteint de cénurose 2 mois après l’introduction d’un chien infesté238. 

Ces espèces peuvent également transmettre au chien Echinococcus granulosus, avec la 

présence de kystes matures dans leurs muscles122, Giardia duodenalis, avec une excrétion de 

16-3010 kystes par grammes pour les ovins et 15-1845 pour les caprins125, et certaines espèces 

de Sarcocystis. De plus, les agneaux, et notamment ceux avec des troubles digestifs, peuvent 

être d’importants réservoirs de Cryptosporidium parvum232. 

La seule parasitose extradigestive concernée par une transmission interspécifique avec le 

chien est la néosporose. 
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3.11.  Les chevaux 

3.11.1.   Parasitoses digestives 

 

Pour ce qui est des parasites digestifs, le cheval n’est pas sensible aux mêmes nématodes 

que le chien. Pour les cestodes, le cheval est sensible seulement à Echinococcus granulosus de 

la sous-espèce equinus. Mais le cheval est également sensible à Echinococcus granulosus ss, 

dite la souche du mouton239. Malheureusement aucune donnée française ou même européenne 

datant de moins de 30 ans n’est disponible240. 

Concernant Echinococcus multilocularis, sa prévalence en abattoir est de 4,7-14,8%155. Ces 

chiffres ne sont pas négligeables bien qu’aucune étude n’ait été réalisée par la suite pour 

comparer ou pour connaître une potentielle transmission au chien. 

Les protozooses digestives se retrouvent également chez les chevaux et Giardia duodenalis 

a une prévalence de 8,6-13,3%156,157. 

Sarcocystis bertrami est l’un des sarcocystes dont l’hôte intermédiaire est le cheval et l’hôte 

définitif le chien1 avec une prévalence de 28,57%158.  

Enfin, pour la cryptosporidiose, la prévalence est de 2,7-26,6%, plus élevée chez les 

poulains159,157,160.  

 

3.11.2.   Parasitoses extradigestives 

Les chevaux sont sensibles à de nombreuses espèces de piroplasmes et notamment à 

Babesia canis étudié ici27. La séroprévalence est de 2,22-10% avec des titres bas montrant que 

l’infestation était limitée ou antérieure161,162,163.  

Concernant la leishmaniose, le cheval est une espèce sensible à cette parasitose mais avec 

très peu de cas cliniques signalés et une séroprévalence de 4-13,9%164,165. 

Toxoplasma gondii, ayant un très large spectre d’hôte, il peut également infester les équidés. 

La séroprévalence de celui-ci est de 13,3-23% pour les chevaux, 23,9% pour les mulets et 34,0% 

pour les ânes241,164,166,167. 

Enfin, les chevaux sont également sensibles à Encephalitozoon cuniculi, avec une 

séroprévalence de 6,9%172. 
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3.11.3.   Transmissions interspécifiques 

Les parasitoses digestives transmissibles au chien sont donc Echinococcus granulusos 

equinus, Giardia duodenalis (assemblages A et B242) et certaines espèces de Sarcocystis. La 

transmission est également possible pour Cryptosporidium parvum car il a été démontré que la 

présence d’un chien dans l’environnement d’un équidé est un facteur de risque pour cet équidé 

d’être infesté par ce parasite243. 

Les parasitoses extradigestives sont la babésiose, car le profil génétique est identique aux 

prélèvements réalisés chez les chiens pour B. canis163, ainsi que la néosporose et la 

leishmaniose. En effet, pour cette dernière, il a été démontré que la présence de chevaux 

augmente significativement le risque de leishmaniose chez le chien domestique165. 

 

3.12.    Le sanglier (Sus scrofa) 

3.12.1.   Prévalence des parasites interspécifiques 

 

Toxocara canis, tout comme pour les porcs domestiques, peut contaminer les sangliers 

sauvages (Sus scrofa). Une étude donne même une prévalence de 20%133.  

Des larves d’Uncinaria stenocephala peuvent être identifiées chez les suidés134. En 

revanche, les sangliers ne sont sensibles qu’à Trichuris suis et non Trichuris vulpis. 

Concernant les cestodes digestifs, le sanglier peut être parasité par Cysticercus tenuicollis, 

larve de Taenia hydatigena. L’infestation peut parfois être particulièrement massive avec une 

prévalence de 6,8%244,135. 

On peut trouver d’autres cestodes comme Echinococcus granulosus avec une prévalence de 

1,0% avec une fertilité présente dans 0,3% des cas137. Echinococcus multilocularis est, lui, 

seulement décrit sur 2 sangliers français en 2005 mais il ne semble pas exister de prévalence 

connue ni de preuve de transmission avec des canidés136. 

Le sanglier peut être infesté par Giardia duodenalis. Sa prévalence est de 19,5%138. La 

cryptosporidiose à Cryptosporidium parvum n’est pas la plus fréquente chez le suidé qui est 

plutôt sensible à C. suis ou encore C. scrofarum139.  

Sarcocystis miescheriana est une espèce infestant le sanglier comme hôte intermédiaire et 

pouvant avoir comme hôte définitif le chien. Sa prévalence est très élevée avec 73,8%140. 
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Des larves d’Angiostrongylus vasorum ont été retrouvées dans certaines carcasses134. Il n’y 

a pas d’autres recherches chez cette espèce de ce parasite dans la littérature et on ne sait pas si 

le sanglier est infestant. 

La toxoplasmose est, au contraire, très étudiée chez les sangliers. Sa séroprévalence est de 

17,6-23%141,142. Neospora caninum peut également infester le sanglier avec une séroprévalence 

de 0,3-18,1%143,132. 

 

3.12.2.   Transmissions interspécifiques 

Des preuves existent sur la transmission de Toxocara canis, Taenia hydatigena, Giardia 

duodenalis et certaines espèces de Sarcocystis, tout comme Toxoplasma gondii et Neospora 

caninum. 

Des expériences ont été réalisées dans différents pays pour savoir si la transmission 

interspécifique de Toxocara canis était possible, mais uniquement sur des porcs domestiques. 

En effet, on peut retrouver des larves vivantes dans certains organes de l’animal mais celles-ci 

ne survivent que quelques jours rendant l’infestation du chien par cette voie peu probable245. 

Toute la famille des suidés est cependant capable d’être hôte paraténique134. 

En revanche, la probabilité d’échanges est beaucoup plus élevée pour le parasite Taenia 

hydatigena. La viande de sanglier est régulièrement consommée crue par les chiens de chasse, 

le rendant potentiellement acteur important dans l’épidémiologie de cette parasitose. 

Le sanglier est infesté par le sous-assemblage A de Giardia duodenalis, assemblage que 

l’on peut trouver également chez le chien246. 

Aucune preuve de transmission avec un chien n’a encore été apportée concernant la 

cryptosporidiose. 

 

3.13.  Les cervidés sauvages 

3.13.1.   Prévalence des parasites interspécifiques 

Des cysticerques de Taenia hydatigena ont été mis en évidence chez 12,3% des cervidés174. 

En 2021, le chevreuil a été qualifié comme nouvel hôte intermédiaire pour Taenia serialis en 

Italie. C’est un cas unique au moment de la rédaction de notre travail175. 

D’autres cestodes sont présents chez les cervidés sauvages comme Echinococcus 

granulosus, avec la présence de kystes hydatiques dans le parenchyme hépatique153,176. Le 

cervidé est l’hôte intermédiaire tandis que les canidés sont les hôtes définitifs177. 
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La prévalence de Giardia duodenalis chez le chevreuil est de 8,9-23% (sous-assemblage 

A), présent également chez les canidés173,178. 

Le cerf élaphe ainsi que le chevreuil sont également sensibles à certains Sarcocystis spp. 

notamment S. hjorti, S. venatoria, S. linearis, S. pilosa et S. ovalis179.  

Pour conclure sur les parasitoses digestives, les cervidés peuvent également être infestés 

par Cryptosporidium parvum avec une prévalence de 69% pour le cerf élaphe et 33% pour le 

chevreuil181. 

 

Certaines babésies sont présentes chez le cerf élaphe ou le chevreuil mais ce ne sont pas les 

espèces Babesia canis ou Babesia vogeli247. 

Les prévalences et séroprévalences de Toxoplasma gondii et Neospora caninum et de sont 

précisées dans le tableau 13. 

 

3.13.2.   Transmissions interspécifiques 

 

Enfin, la transmission entre cervidé et chien est possible pour les parasites suivants : Taenia 

hydatigena, Echinococcus granulosus, Giardia duodenalis et certaines espèces de Sarcocystis 

ainsi que Neospora caninum.  

En effet, il semblerait qu’une transmission de Sarcocystis spp. soit possible avec le chien 

d’après une étude Suisse de 2020179. Une infestation expérimentale des chevreuils par des 

sporocystes prélevés sur des chiens a également été possible180. 

De plus, Hammondia heydorni est présent chez le cerf de Virginie qui peut transmettre ce 

parasite au chien. Ce cervidé n’est pas présent en France et aucune étude n’a pour le moment 

confirmée une extrapolation à d’autres cervidés européens248. 

Enfin, la transmission de Neospora caninum entre cervidé et chien a été mis en évidence en 

2004249. 

 

3.14.  Conclusions partielles 

 

Parmi toutes les espèces étudiées dans cette thèse, seul le hérisson ne peut transmettre aucun 

parasite au chien. Toutes les autres espèces constituent une source potentielle, plus ou moins 

importante, de parasites internes.  
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Les mustélidés et les ongulés sauvages ne peuvent de manière générale transmettre que peu 

de parasites au chien, comme Dirofilaria immitis pour le blaireau et Taenia hydatigena pour le 

sanglier et les cervidés.  

Les petits mammifères, eux, ont plutôt un rôle d’hôte paraténique ou intermédiaire, 

notamment pour les cestodes digestifs et les protozoaires digestifs.  

En revanche, les canidés sauvages, et en particulier le renard roux, sont ceux avec le plus 

de parasites en commun avec le chien et avec une prévalence importante rendant le risque de 

transmission au chien en France le plus important. Parmi les parasites dont le risque de 

transmission est le plus élevé pour le chien on retrouve : 

- Parasites digestifs : Toxocara canis, Uncinaria stenocephala, 

Echinococcus multilocularis, Giardia duodenalis 

- Parasites extradigestifs : Angiostrongylus vasorum, Dirofilaria imitis, 

Hepatozoon canis 

 

4. Facteurs prédisposants d’infestation parasitaire 

Certains facteurs propres à chaque élevage peuvent influencer le risque d’infestation 

parasitaire des animaux hébergés comme c’est le cas de la localisation géographique, 

l’environnement direct ou encore le mode de vie des chiens (Tableau 14). Ces facteurs seront 

présentés par la suite de cette thèse.  

4.1. Localisation géographique 

 

Certains parasites ont une localisation géographique spécifique en France, souvent liée à la 

température, augmentant le risque d’infestation pour les chiens vivants dans ces zones (Fig. 8-

9). 

4.1.1. Localisation du parasite 

C’est le cas d’Echinococcus multiocularis, pour lequel certains départements en France 

sont endémiques quand d’autres sont encore indemnes. La répartition géographique de ce 

parasite évolue, le foyer endémique étant historiquement le Nord Est de la France. Pour le 
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constater, plusieurs études ont analysé la contamination chez les renards roux, hôte définitif 

principale pour savoir si oui ou non, une zone est considérée comme à risque. 

Les œufs de Echinococcus multilocularis ne peuvent survivre qu’à -18 - +4°C et ils sont 

très sensibles aux variations de température car au-dessus de 25°C ou en dessous de -83°C, le 

taux de survie est faible et 5 minutes à 60°C tuent les œufs250. On retrouve donc ce parasite 

dans le Nord du territoire. 

Une étude a été réalisée sur 3307 renards roux (Vulpes vulpes) sur des échantillons de 2005 

à 2010, couvrant 42 départements au Nord-Est de la France. Elle a montré que 35 de ces 42 

département était déclarés positifs, avec une prévalence moyenne de 17% (IC à 95% 16-19%)251 

(Fig. 8). 

 

Figure 8 : Différentes prévalences d’Echinococcus multilocularis chez le renard roux dans le Nord-

Est de la France entre 2005 et 2010 251 

Légende : A = Prévalence  

                 B = Erreur standard prédite par le modèle 

 

En 2022, la prévalence de Echinococcus multilocularis dans les fèces de renard roux 

varie en France entre 12% dans le Doubs, et entre 2,5 et 4,2% dans d’autres départements. Cette 

infestation s’étend de plus en plus vers les régions méridionales. A contrario, dans la Drôme et 

l’Allier, aucun des 184 échantillons ne s’est révélé positif252. 
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La dynamique de cette répartition n’est pas le seul paramètre qui a été modifié ces 

dernières décennies. En effet, dans les zones connues comme endémiques, la prévalence chez 

le renard roux ne cesse d’augmenter, ce qui est a priori lié à l’augmentation de la densité de 

population de cet hôte définitif251. 

 

Autre parasite ayant une localisation spécifique : Echinococcus granulosus observé 

principalement dans le Sud de la France (Fig. 9),  Ankylostoma caninum plus fréquent en région 

méridionale, Uncinaria stenocephala en région septentrionale2, ou encore Toxoplasma gondii, 

plus présent dans des zones où les températures sont relativement élevées car la sporulation des 

oocystes se fait à 20-25°C253. D’autres parasites résistent à des températures extrêmes, hautes 

ou basses, ce qui leur permet d’être cosmopolites sur le territoire français, comme c’est le cas 

pour Trichuris vulpis2. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Répartition des zones endémiques (gris foncé) d’Echinococcus granulosus en Europe en 

2006240 

  

 Enfin, on retrouve certains parasites, dépendant de leur vecteur, dans des zones 

géographiques spécifiques convenant à ces derniers.  
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4.1.2. Transmission vecteur-dépendante 

4.1.2.1. Piroplasmoses et Hépatozoonose, répartition des tiques 

La piroplasmose, dont les espèces sélectionnées dans cette étude sont Babesia canis et 

Babesia vogeli, est transmise par la piqûre de l’hôte définitif, une tique : Dermacentor 

reticulatus pour Babesia canis et Rhipicephalus sanguineus pour Babesia vogeli et Hepatozoon 

canis. La répartition de ces deux vecteurs est donc primordiale pour connaître le risque 

d’exposition à cette infestation (Fig. 10 et 11). 

 

 

Figure 10 : Répartition géographique en 2018 en Europe de Dermacentor reticulatus (A) et 

de Rhipicephalus sanguineus (C) 1 

Légende :  Abondant (orange), Présent (jaune), Cas sporadiques (bleu) 



73 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Répartition géographique du taux d’incidence estimé de la babésiose canine dans 

la population générale de chiens des départements français en 201025 

Légende : - Points blancs : taux d’incidence significativement inférieur au taux d’incidence 

nationale  

- Etoiles noires : taux d’incidence significativement supérieur au taux d’incidence national 

 

Dermacentor reticulatus a un spectre d’hôtes des adultes extrêmement large254. Ces 

dernières décennies, la distribution de cette espèce s’est énormément étendue de par le 

réchauffement climatique, l’augmentation des transports, le reboisement, et l’augmentation des 

populations de faune sauvage qui sont des hôtes de maintien. Enfin, l’augmentation du pâturage 

dans les réserves naturelles et la diminution de l’utilisation des pesticides pourraient également 

avoir un impact positif sur la population de Dermacentor reticulatus254,255. Elle est présente 

dans de nombreux biotopes comme des prairies, haies, forêts mais encore des zones de friches 

suburbaines. Elle est exophile et ne rentre donc pas dans les habitations256. La répartition de ce 

vecteur correspond à la répartition géographique des cas de Babesia canis254 . 

Rhipicephalus sanguineus est endophile et a pour hôte principale le chien de par le 

biotope dans lequel elle évolue : niche, chenil, habitation, etc. Cependant d’autres hôtes sont 

envisageables comme le chat, le porc, le lapin, le hérisson, le blaireau ou encore le renard 

roux257. On la retrouve donc dans les territoires chauds, notamment la région méditerranéenne. 

Son implantation dans des zones plus au nord est liée à la présence de chiens de retour d’un 
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voyage dans le sud257. Tout comme Dermacentor reticulatus, Rhipicephalus sanguineus semble 

étendre de plus en plus son territoire au fur et à mesure du réchauffement climatique. De plus, 

l’augmentation des mouvements de chiens, hôtes principaux de cette tique, augmente la 

répartition géographique de celle-ci255. 

 

4.1.2.2. Dirofilaria immitis, répartition des culicidés 

La dirofilariose est une infection à transmission vectorielle, et sa répartition en France 

dépend donc de la répartition de ses vecteurs. Les vecteurs biologiques peuvent être différentes 

espèces de moustiques culicidés, notamment Culex spp., Aedes spp., Anopheles spp. En Europe, 

on retrouve principalement Culex pipiens  et Aedes albopictus1,258. 

Cette maladie est surtout présente en milieu tempéré ou tropical car la présence des vecteurs 

n’est possible qu’avec des paramètres de température et d’humidité spécifiques. De plus, la 

capacité d’infestation de la larve dans l’organisme du moustique dépend de la température258. 

Les changements climatiques ont donc un impact sur la transmission de cette maladie. Ils 

allongent les périodes d’activités des vecteurs, raccourcissent le temps de développement de la 

forme infestante et augmentent la répartition géographique avec des zones de plus en plus 

nombreuses et propices au développement des vecteurs et de la forme infestante258. Les cas, à 

l’origine dans les pays d’Europe du Sud, gagnent les pays d’Europe centrale et septentrionale. 

Les facteurs à l’origine de ce changement sont nombreux comme : 

- Les déplacements plus fréquents d’animaux 

- L’introduction de nouvelles espèces de moustiques pouvant devenir 

vecteurs de Dirofilaria immitis 

- Le réchauffement climatique. 

- L’étalement urbain car les immeubles gardent la chaleur et l’eau y est 

moins bien drainée, créant ainsi des microenvironnements propices au 

développement des vecteurs258. 

En 2009, une étude révélait que la prévalence la plus élevée en France se trouvait dans les 

Bouches-du-Rhône et en Corse avec respectivement 2,1% et 12,5%. La dirofilariose est 

également présente en Haute-Garonne et en Dordogne dans une moindre mesure (Fig. 12)258.  
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Figure 12 : Répartition géographique des cas de Dirofilaria immitis en Europe en 20121 

Légendes : Zone hautement endémique (rouge) ; Zone modérément endémique (jaune) ; Zone sans cas 

autochtones (bleue) 

 

4.1.2.3. Leishmania infantum, répartition des phlébotomes 

Leishmania infantum est transmis par un phlébotome femelle, vecteur biologique, lors d’un 

repas de sang. Les chiens sont le principal réservoir de ce protozoaire. Certains restent 

asymptomatiques mais sont capables de transmettre Leishmania infantum19. 

Depuis une vingtaine d’année, la leishmaniose est de plus en plus observée dans des pays 

plus nordiques comme la France ou l’Allemagne, tandis que par le passé, c’était plutôt le cas 

de l’Espagne, l’Italie ou la Grèce.19 

Les facteurs à l’origine de cette modification de la répartition sont : 

- Le changement climatique avec l’augmentation de la densité des 

phlébotomes et l’expansion vers le nord de leur habitat 

- Les mouvements plus fréquents de chiens du Sud vers le Nord de 

l’Europe19. 
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Une étude de terrain, montrant les cas de leishmaniose de 2016 à 2017, met en évidence que 

l’incidence la plus importante en France se trouve dans le Sud de la France et plus 

particulièrement le quart Sud-Est (Fig. 13) Quelques autres cas ont été diagnostiqués dans des 

régions plus au Nord mais de façon sporadique. Dans cette étude, le krigeage ordinaire a permis 

d’extrapoler l’incidence de cette maladie dans les départements n’ayant pas répondu au 

questionnaire de l’étude19. 

Les phlébotomes sont abondants dans les milieux périurbains et ruraux259, et sont souvent 

proches des populations humaines et animales. Ils se reposent dans les maisons, les abris des 

animaux, les grottes ou bien les trous dans les murs260. 

 

Figure 13 : Incidence des cas de Leishmaniose canine en France et en Espagne  pour 1000 chiens 

par an entre 2016 et 201719 

 

4.1.3. Localisation de la faune sauvage 

Le renard roux (Vulpes vulpes) est présent partout sur le territoire de la France 

métropolitaine et en Corse. Leur nombre total n’est pas connu mais on sait que 500 000 et 1 

million de renards sont tués chaque année à la chasse. On observe une nette augmentation de 

cette population depuis plusieurs années, notamment grâce aux campagnes de vaccination 

orales antirabiques. De plus, cette augmentation de population est principalement observée en 

zone urbaine, dont la densité dépasse souvent la densité rurale. Certains renards vivent dans de 

grandes villes de façon permanente quand d’autres y vont simplement quelques heures pour 



77 
 

s’alimenter avant de retourner dans la campagne. Le contact est donc de plus en plus étroit entre 

le chien domestique et cette espèce261. 

Pour ce qui est du loup gris (Canis lupus) en France, l’Office Français de la Biodiversité 

(OFB) estime qu’à la sortie de l’hiver 2020-2021, la population de celui-ci était de 620 

individus. Selon le réseau loup-lynx de l’OFB, cette espèce est en pleine expansion depuis 

plusieurs années, que ce soit en meute ou seul et sa démographie ne cesse de croître tout comme 

les territoires concernés par sa présence. A titre de comparaison, le même organisme estimait à 

530 individus la population de loup gris, deux ans auparavant. Les territoires pour l’instant non 

concernés par l’animal pourraient donc le devenir dans les prochaines années. Pour le moment, 

le loup est présent dans les massifs alpins et provençaux, dans le Grand Est mais aussi dans le 

Sud-Est (Fig.14 et 15)262. 

 

Figure 14 : Carte de la répartition du loup gris en France à l’issue de l’été 2021, dans le Sud-Est (à 

gauche) et dans le Nord-Est (à droite)262 

Légende : - Vert = Zone de présence permanente « meute »  

                 - Orange = Zone de présence permanente « non meute »  

                 - Bleu pointillé = Zone de présence à confirmer 
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Figure 15 : Carte de la répartition du loup gris en France à l’issue de l’été 2021, en Occitanie262 

Légende : - Vert = Zone de présence permanente « meute »  

                 - Orange = Zone de présence permanente « non meute »  

                 - Bleu pointillé = Zone de présence à confirmer 

En ce qui concerne les Mustélidés en France, une étude de 2015 a permis de mieux 

connaître leur répartition sur le territoire français (Fig. 19). 
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Figure 16 : Cartes de la densité relative par région de 6 espèces de mustélidés communes en 

France263 

Légende : Les zones les plus foncées correspondent aux densités les plus fortes. 

 

4.2. La saison 

Le risque d’infestation par tel ou tel parasite est également très dépendant de la saison. 

En hiver par exemple, les prévalences de  Giardia, Toxocara, Trichuris vulpis et 

Echinococcus granulosus, sont plus élevées, même si ces résultats n’ont pas été confirmés par 

une autre étude pour le cas de Giardia sp 264–266. 

Au contraire, en été, le risque d’infestation par les ankylostomes est plus élevé, 

notamment de mai à octobre267. De même pour Angiostrongylus vasorum dont les hôtes 

intermédiaires sont plus souvent positifs à 9,1% en été contre 0,8% en hiver268.  Sa saisonnalité 

dépend donc de la présence ou non de ses hôtes intermédiaires. 

Mais la présence de vecteur ou non conditionne également la saisonnalité. Ils sont en 

règle générale plus actifs pendant la saison chaude. 
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Le taux d’infection à Babesia canis est significativement plus élevé au printemps et un 

peu en été269 254. Larves et nymphes de Dermacentor reticulatus sont actives en été. S’en suit 

une diapause hivernale. Si l’hiver est doux, les adultes peuvent même rester actifs toute l’année 

bien que la période la plus à risque commence en mars avec un pic en avril. L’été, leur activité 

est plus faible puis, on trouve un second pic en septembre-octobre254. De même, pour 

Rhipicephalus sanguineus, dont les formes adultes sont actives principalement de mars à 

septembre avec un pic d’activité entre mai et juin257. 

Pour ce qui est des vecteurs de la dirofilariose, leur activité, dans cette région du globe est 

limitée à la période printemps-été. Dans la journée, tous les vecteurs n’ont pas le même rythme 

d’activité. Culex pipiens et Anopheles spp. seront plutôt nocturnes tandis que d’autres espèces 

sont plus actives la journée ou à l’aube258. 

Les phlébotomes, Phlebotomus ariasi et Phlebotomus perniciosus, sont, quant à eux, actifs 

entre juin et septembre voire de mars à novembre si la température est clémente. 

Enfin, certains vecteurs de la dirofilariose (Culex pipiens et Anopheles spp) et toutes les 

espèces de phlébotomes (Phlebotomus ariasi et Phlebotomus perniciosus), vecteurs de 

Leishmania infantum, ont un rythme d’activité plutôt nocturnes258,259. Les chiens étant en 

intérieur à ce moment de la journée sont donc protégés des infestations259. 

 

4.3. Le biotope de l’élevage 

4.3.1. Milieu rural versus milieu urbain 

Il a été admis jusqu’à présent que les chiens vivants dans des zones rurales ont 9 fois plus 

de risque d’être infestés par des parasites intestinaux par rapport à des chiens du milieu 

urbain270. En effet, un chien logé dans un milieu rural a été plus souvent trouvé infesté par 

Toxocara canis271, les ankylostomes et les Taeniidés272 mais aussi Dirofilaria immitis273, 

Hepatozoon canis274, Babesia spp. .275, Leishmania infantum276 et Neospora caninum277. Ce 

facteur de risque important, intégrant un grand nombre des parasites de cette étude, peut être 

expliqué par : 

- Une prédation des petits rongeurs et des charognes (hôtes 

paraténiques) plus fréquente. 

- Un accès plus fréquent sur les terrains de passage d’animaux sauvages 
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- Une multiplication et une résistance des helminthes plus importante 

dans un milieu ombragé, boueux ou en herbe 

- Un ramassage des déjections canines moins rigoureux qu’en ville 

- Un temps de promenade sans laisse plus important. Or, une étude 

montre que les chiens marchant plus souvent sans laisse  (>50% du 

temps) étaient plus à risque d’une infestation à Toxocara canis278. 

Cependant cette hypothèse a été récemment questionnée, notamment pour la prévalence de 

Toxocara canis. En effet, les chiens de milieu urbain pouvant se promener en campagne et 

vivant dans un milieu avec la densité de population canine élevée auraient finalement le même 

risque d’infestation par Toxocara canis que les chiens de milieu rural. De plus, les rencontres 

avec la faune sauvage sont également de plus en plus probables en zone urbaine notamment 

avec les renards roux et les rongeurs278,279,280. 

La plupart des cas de dirofilariose sont également dans des zones à indice d’urbanisation 

moyen à élevé281. 

Concernant l’infestation avec des protozoaires chez les deux populations,  les résultats sont 

identiques pour quel que soit le lieu de vie du chien279.  

 

4.3.2. Zones humides 

Certains parasites sensibles à la dessiccation résistent mieux dans les zones humides. C’est 

le cas d’Angiostrongylus vasorum qui, de par la sensibilité des œufs, larves et des 2 hôtes 

intermédiaires (escargots et limaces), tolère mal les sécheresses. Plus les précipitations 

annuelles sont élevées et la température annuelle moyenne est faible et plus les cas 

d’infestations sont nombreux282. La distribution spatiale de ce parasite est fortement groupée et 

donc, son cycle de vie dixène semble être particulièrement sensible aux effets 

environnementaux282. C’est un parasite qui se concentre principalement dans les zones au 

climat humide et frais282. 

Dermacentor reticulatus, vecteur de B. canis et H. canis, est également plus présent dans 

les zones humides de par sa résistance dans le milieu aquatique, notamment au bord des lacs, 

dans des bassins fluviaux ou sur les côtes254. 
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Les habitats côtiers sont également plus propices à l’infestation par Toxoplasma gondii, 

tout comme le long des cours d’eau car les oocystes ont une résistance à l’eau qui est très 

élevée253. 

Les ankylostomes ont besoin d’une humidité élevée pour produire des formes infestantes 

qui sont ensuite très sensibles à la dessication, tout comme les œufs de Trichuris vulpis, et c’est 

donc naturellement qu’on les retrouve dans des zones humides2 . 

 

4.3.3. Forêts et prairies 

Dermacentor reticulatus est souvent retrouvé dans des biotopes tels que les prairies, forêts 

ouvertes, mixtes ou de chênes, les clairières, les bois, les pâturages, les landes et les friches. 

Cette espèce préfère les espaces ouverts aux forêts fermées et sombres ou de conifères254. 

Le risque de contamination à Toxoplasma gondii283 et/ou Leishmania infantum284 augmente 

également à proximité d’une zone boisée283.  

Les bois, broussailles et prairies sont également des zones propices à la contamination par 

Angiostrongylus vasorum285. 

 

4.3.4. Terrains secs 

Les zones de défécation de chats comme les potagers ou les bacs à sable sont des terrains 

à risque pour une contamination à Toxoplasma gondii253. 

Les zones sèches avec des terres agricoles souvent entrecoupées de maisons sont plus à 

risque de contamination à Leishmania infantum que des grandes extensions de terres agricoles 

sans maison. Beaucoup de végétation et une couche importante de conglomérat sont également 

des facteurs prédisposants à l’infestation286. 
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Le tableau 14 permet de résumer les facteurs environnementaux décrits ci-dessus en ce qui 

concerne les parasites extradigestifs. Un tableau axé sur les parasites digestifs n’a pas pu être 

réalisé par manque de données sur le sujet. 

Tableau 14 : Résistance des certains parasites dans des différents biotopes (X signifie que l’espèce a 

été identifiée dans un biotope donné) 

 

Les données présentées ici montre que la localisation de l’élevage a donc avoir un impact 

non négligeable sur le risque de transmission interspécifique, que ce soit son environnement 

direct ou la zone géographique (présence ou pas du parasite, du vecteur ou d’autres espèces 

animales). Cependant d’autres facteurs entrent également en compte dans le risque de 

transmission. Ce sont les facteurs liés directement au chien, que ce soit son mode de vie, son 

stade physiologique, son alimentation ou sa race et que nous allons voir maintenant. 

 

 

4.4. Facteurs intrinsèques au chien 

4.4.1. Modes de vie 

Selon leur mode de vie, le risque d’infestation parasitaire varie chez les chiens. 

Notamment, les chiens de chasse et de travail, les chiens vivant à l’extérieur, et ceux vivant 

avec d’autres animaux de compagnie sont plus à risque d’être infestés par des parasites 

intestinaux et pulmonaires287. 
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Les chiens de chasse sont spécifiquement plus à risque de contamination, et ceci avec des 

nombreuses espèces : Toxocara canis288, Hepatozoon canis (pour la chasse aux petits 

mammifères)274, Toxoplasma gondii289, Babesia spp. (risque multiplié par 4,5290), Leishmania 

infantum (risque multiplié par 2284). L’infestation plus fréquente par des endoparasites chez ce 

groupe est probablement liée à l’accès directe à des proies (et donc des formes contaminantes 

de certains parasites dans la viande crue comme c’est le cas des nématodes291). D’autre part, les 

chiens de chasse sont plus souvent en contact directe avec la faune sauvage et leurs déjections 

que les chiens de compagnie. D’autres chiens de travail, comme les chiens de berger sont plus 

susceptibles d’être parasités par bon nombre de parasites, notamment par Giardia 

duodenalis292. 

Autre facteur augmentant le risque de parasitoses démontré notamment chez les chiens de 

traineaux, est la vie en communauté293.  En effet, les chiens vivants en collectivité, et notamment 

en élevage, sont plus souvent porteurs de Toxocara canis294, Neospora caninum295,  Giardia 

duodenalis292, Leishmania infantum (2 fois plus à risque)284, ou encore les ankylostomes (leur 

prévalence plus élevée en élevage canin, au chenil ou concours canin)2 par rapport au chien de 

compagnie.  

Un autre aspect du mode de vie concerne le logement en l’extérieur versus en intérieur. En 

effet, les parasitoses à transmission vectorielle sont d’autant plus fréquentes si les chiens vivent 

en permanence à l’extérieur. C’est notamment le cas pour  Dirofilaria immitis273,  Leishmania 

infantum 296et Babesia spp.. Pour cette dernière, le risque est 3 fois plus élevé si le chien vit en 

extérieur290.  

 

4.4.2. Stades physiologiques de l’animal 

4.4.2.1. Le sexe 

Il est admis que le sexe peut avoir un impact sur le risque d’une infestation parasitaire. 

Notamment, ce risque est plus augmenté chez les mâles que chez les femelles pour Toxocara 

canis271, Cryptosporidium parvum297, Babesia spp. 275, Leishmania infantum276, même si les 

raisons de ces différences restent non-expliquées pour le moment. 

Même si le risque d’infestation est plus faible, les femelles constituent un élément 

important dans la circulation de certains parasites. Par exemple, Toxocara canis s’enkyste dans 

les tissus des chiennes et se réactive lors des variations hormonales comme pendant un œstrus 
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ou une gestation. Elles sont alors transmises aux chiots via le placenta ou le colostrum après la 

naissance. La transmission entre une mère et un chiot, in utero ou via la consommation de 

colostrum concerne Toxocara canis, Ankylostoma caninum, Strongyloïdes stercoralis, 

Toxoplasma gondii, Neospora caninum et Encephalitozoon cuniculi (Tableaux 5 et 9). 

 

4.4.2.2. Le facteur âge 

Babesia spp275. et les parasites intestinaux (Toxocara canis271, Giardia duodenalis292, 

Cryptosporidium spp297) sont plus fréquents chez les jeunes chiots tandis que les nématodes 

cardiovasculaires (Dirofilaria immitis273), Leishmania infantum298, Toxoplasma gondii289, et 

Neospora caninum295,289 sont plus fréquents chez les chiens plus âgés298. 

 

 

4.4.3. Alimentation 

Une tendance récente en termes d’alimentation est celle à base de viande crue. De 

nombreux avantages sont mis en avant par les développeurs de ces aliments comme le régime 

alimentaire des canidés sauvages ou pour améliorer la santé des animaux, même si cette 

dernière raison manque des preuves scientifiques. La défiance face aux produits industriels, de 

plus en plus fréquente influence aussi ce choix d’alimentation. 

Or, de nombreux risques pour la santé du chien sont liés à cette ration : la dénutrition, les 

infections bactériennes, les infections parasitaires. On retrouve notamment dans la viande crue 

des espèces parasitaires suivantes : Sarcocystis cruzi, Sarcocystis tenella, Toxoplasma 

gondii299, Neospora caninum, Cryptosporidium parvum et Echinococcus granulosus300. 

De plus, certains propriétaires de chiens donnent à leurs animaux à manger des viscères. 

Or, certains parasites se transmettent par l’ingestion d’hôtes intermédiaires, présents justement 

dans des viscères contaminés. Par exemple, laisser un chien manger des viscères d’ovins 

correspond donc à prendre le risque d’une transmission de Taenia multiceps ou encore 

d’Echinococcus granulosus. Il en va de même pour l’ingestion de lapin et le risque d’infestation 

à Taenia pisiformis ou encore la consommation de rongeurs et l’infestation à Echinococcus 

multilocularis. L’accès aux petits rongeurs, aux abats et aux charognes augmente donc le risque 

de contamination par des ankylostomes, des ténias et les échinocoques272. 
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D’autre problème alimentaire fréquent chez le chien est la coprophagie. Or, il a été 

démontré que ce comportement est un facteur de risque d’infestation parasitaire, notamment 

aux ankylostomes, ténias et échinocoques272 ainsi qu’à  Toxocara canis278. 

De plus, les formes exogènes de ce dernier résistent à l’eau et ces œufs peuvent être 

transportés par ce vecteur mécanique. L’eau consommée par le chien doit donc ne pas être en 

contact avec le sol et être renouvelée régulièrement si l’on ne veut pas que celle-ci devienne un 

facteur de risque supplémentaire pour Toxocara canis301. 

 

4.4.4. Race de chien 

Enfin, un dernier facteur intrinsèque au chien de risque de contamination par un parasite 

interne est sa race et sa longueur de poil. 

En effet, certaines études mettent en avant que des parasites peuvent être transportés par 

les poils, comme Toxocara canis, avec notamment un sous-poil épais302,303. De plus, le risque 

de contamination de Hepatozoon canis est plus élevé pour les chiens au pelage moyen et long274, 

tout comme pour Babesia canis et Babesia vogeli304. Au contraire, la prévalence de la 

leishmaniose est plus élevée chez les chiens aux poils courts296. Dans ce dernier cas, on peut 

faire l’hypothèse que c’est grâce à un accès à la peau plus facile pour les phlébotomes que cette 

maladie parasitaire est plus fréquente sur les chiens à poils courts. 

Enfin le risque des parasitoses peut être lié à la race du chien : 

- Les chiens de moyenne et de grande race sont plus à risque de 

développer Dirofilaria immitis273, Leishmania infantum296 et 

Toxoplasma gondii289 

- Les chiens de race pure sont plus à risque d’être positifs à Babesia 

spp.275 

 

4.4.5. Conclusions sur les facteurs de risque de parasitoses 

interspécifiques  

Cette deuxième partie a pu mettre en évidence que des nombreux facteurs influencent le 

risque d’infestations parasitaires en élevage canin. Ce risque est tout d’abord lié à la population 
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hébergée (des jeunes animaux sensibles et la densité animale élevée) mais également la 

localisation de lieu de vie, la mode de vie des animaux ou encore la saison.  

Selon les facteurs identifiés, il serait donc possible de cibler les mesures de lutte. Par 

exemple, dans un élevage envahi de rongeurs, il est conseillé non seulement de mette en place 

des solutions contre ceux-ci mais également de traiter en priorité les animaux contre Toxocara 

canis, Giardia duodenalis ou encore Echinococcus multilocularis, ce dernier d’autant plus si 

l’élevage se trouve dans une zone géographique où ce parasite est présent. 

D’autre part, cette deuxième partie de l’étude montre que minimiser, voir empêcher le 

contact avec les canidés sauvages semble fondamental pour les élevages canins. En effet, le 

renard roux et le loup gris représentent une source très importante et omniprésente (dans le cas 

des renards) de nombreux parasites digestifs et extradigestifs pour le chien.  
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PARTIE III : PROPHYLAXIE ANTIPARASITAIRE EN 

ELEVAGE CANIN 

 

 La prophylaxie (« pro » pour « pour » et « phylaxie » pour « réaction ») se définit 

comme l’ensemble des moyens destinés à prévenir l’apparition de maladies, qu’elles soient 

infectieuses, métaboliques, génétiques ou parasitaires. Elle concerne aussi bien la disposition 

des locaux, le respect des quarantaines, les plans de nettoyage, les traitements305. 

 

 

1. Prophylaxie sanitaire en élevage canin pour lutter contre les 

transmissions parasitaires interspécifiques 

Cette étude a permis de montrer le grand nombre de parasites dont la transmission 

interspécifique entre un chien et une autre espèce est possible, voir nécessaire dans le cycle de 

reproduction du parasite. Dans cette partie, nous allons présenter quels moyens pourraient être 

mis en place dans un éleveur canin pour lutter contre ces transmissions.  

 

1.1. Séparation physique avec la faune sauvage 

 

. Nous avons démontré dans des parties précédentes que la faune sauvage constitue un 

réservoir important d’endoparasites pour le chien et en particulier les rongeurs et les renards 

roux. Il parait donc essentiel et indispensable pour lutter contre ces transmissions de séparer 

physiquement les animaux de l’élevage et les animaux sauvages. 

 

1.1.1. Séparation des rongeurs 

 

Les rongeurs étant des hôtes intermédiaires d’un grand nombre de parasites inclus dans 

cette étude, lutter contre leur présence et leur prolifération est fondamental. Pour cela, des 

grillages doivent être installés dans toutes les ouvertures nécessaires au bon entretien de 

l’élevage comme les canalisations, dont les mailles métalliques ne doivent pas dépasser 15mm. 
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Les plantes grimpantes le long des murs doivent être retirées. Cela est vrai pour tous les 

bâtiments de l’élevage même si le local le plus important à protéger est le lieu de stockage de 

nourriture. Des siphons peuvent être installer dans les canalisations pour éviter que les rongeurs 

ne s’introduisent dans l’élevage par cette voie. Les sacs d’aliment ne doivent jamais être en 

contact direct avec le sol pour éviter une nouvelle fois d’attirer ces nuisibles. Un rangement 

dans des containers étanches peuvent permettre d’éviter l’accès à la nourriture par exemple. 

Pour la lutte active contre les rongeurs, des rodenticides peuvent être employés mais avec 

la plus grande précaution. Ils doivent être proscrit si des chats sont présents sur l’élevage et ne 

doivent pas être accessibles aux autres espèces, notamment les chiens, évidemment. Pour cela, 

il est primordial d’identifier l’espèce de rongeur cible pour adapter au mieux l’appât305. Il est 

bon de savoir que la loi française impose une dératisation dans les élevages canins de type 

installations classées (avec le nombre d’animaux de plus de 4 mois égale ou supérieure à 10) 

au moins une fois par an, d’après l’arrêté du 30 juin 1992. 

 

1.1.2. Séparation des carnivores sauvages 

 

Le contact entre des chiens et des carnivores sauvages est le plus souvent dû à la présence 

de nourriture. Pour éviter l’accès à cette nourriture et donc à l’entrée de carnivores sauvages 

dans l’élevage, des doubles clôtures, ou des clôtures électriques, peuvent être installées, au 

niveau des zones de l’élevage en extérieur (courette, terrains de jeux, …) et l’environnement de 

l’élevage. Les renards roux, comme les mustélidés, ont la capacité de grimper le long des 

grillages et il est donc conseillé de recourber l’extrémité de celui-ci de 30° vers l’extérieur. Une 

double clôture ou une clôture électrique aura l’avantage d’éloigner également les ongulés 

sauvages. 

 

1.2. Autres pratiques  

Il est important d’ajouter à l’éloignement de la faune sauvage, des bonnes pratiques que 

l’éleveur peut mettre en place afin de diminuer les risques de transmission parasitaire 

interspécifique. Rechercher et retirer les carcasses de rongeurs ou d’autres animaux est 

fondamental par exemple, pour éviter que les chiens ne puissent les consommer. Les déjections 
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de la faune sauvage doivent être retirées et les lieux souillés doivent être, si possible, nettoyés 

et désinfectés étant donné la résistance de certains parasites dans l’environnement.  

Enfin, l’alimentation peut également être une voie d’entrée de certains parasites dans un 

élevage. Il est en effet très fortement déconseillé de donner aux animaux non 

immunocompétents ou immunodéprimés (chiots, femelle gestante ou en lactation) des aliments 

à la base de la viande crue, d’origine inconnue ou chassée. De nombreuses maladies parasitaires 

se transmettent effectivement au chien par la consommation de kystes présents dans les tissus 

d’hôte intermédiaire (ténias, toxoplasmose, néosporose, échinococcose, mésocestodes, ou 

encore certaines coccidiose). Si l’éleveur souhaite tout de même garder une ration à base de 

viande crue, des méthodes d’inactivation des parasites ci-dessus sont à respecter (Annexe 3)300. 

Enfin, à chaque retour d’un animal dans l’élevage, il est nécessaire de le toiletter, de 

vérifier la présence ou non de vecteur comme les tiques dans son pelage. Une quarantaine peut 

également être envisageable, d’autant plus pour l’introduction de nouveaux individus dans 

l’élevage. Il faut également toiletter les chiennes avant l’entrée en maternité car des œufs, 

notamment de Toxocara canis peuvent être transportés dans les poils. 

 

 

1.3. Lutte contre les ectoparasites 

Comme constaté dans notre étude, les ectoparasites peuvent transmettre un certain nombre 

d’endoparasite. C’est le cas de certaines espèces de tiques, de puces, de culicidés ou encore de 

phlébotomes. Il convient donc de lutter contre les ectoparasites pour diminuer la charge 

parasitaire d’un élevage de certains parasites internes.  

En ce qui concerne la protection de l’environnement de ces ectoparasites, les ouvertures 

donnant sur l’intérieur d’un local doivent être protégées, si possible par des moustiquaires dont 

les mailles ne dépassent pas 2mm. Les sources d’eau stagnantes doivent être asséchées pour 

limiter le développement des culicoïdes. Des antiparasitaires externes en prévention sont 

conseillés également et existent sous forme de collier, de spot-on ou de comprimé (voir les 

spécialités en annexe 1)306. 

Les phlébotomes sont, eux, plus souvent présents à proximité de murs et se logent dans les 

anfractuosités de ceux-ci259. Si l’élevage se situe dans une zone à risque de leishmaniose en 

France, il est donc plus prudent de faire tomber les murs longeant les chemins ou de remplir les 
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crevasses des murets avec de la chaux, car c’est un habitat idéal pour les phlébotomes. Prévenir 

la piqûre de phlébotome est également fondamental dans les zones à risque. Les animaux 

doivent être rentrés en intérieur au moment de l’activité de l’insecte, c’est-à-dire à partir du 

crépuscule et jusqu’au matin de mai à octobre. Des traitements sont également conseillés en 

prévention comme pour repousser les phlébotomes, à base de perméthrine sous forme de spot-

on ou de collier antiparasitaire (voir les spécialités en annexe 2)306. 

En ce qui concerne les différentes espèces de tiques étudiées ici, il est important d’examiner 

les animaux sortis de l’élevage vers des zones à risque et de retirer systématiquement 

manuellement les tiques. La majorité des maladies sont transmises 24h à 48h après 

l’implantation de la tique. Il faut les retirer à l’aide d’un crochet prévu à cet effet. De plus, des 

traitements parasitaires existent et sont même indispensables. Toutes les formes galéniques 

existent, per os, spot-on, collier, etc, ce qui permet de s’adapter au mieux aux contraintes 

techniques de l’éleveur (voir les spécialités en annexe 1). Pour ce qui est de Rhipicephalus 

sanguineus, qui est une tique dite endophile, c’est-à-dire que ses habitats sont les maisons, les 

chenils, les cours, les niches, etc, il faut traiter également avec un acaricide l’environnement306. 

Enfin, les puces, en plus d’avoir un impact en tant qu’ectoparasite, peuvent également 

transmettre des parasites internes et notamment Dipylidium caninum. Il est donc important de 

lutter contre cette parasitose en utilisant des antiparasitaires externes, capables de la combattre 

et d’être exigent sur le respect des durées d’action des produits (voir les spécialités en annexe 

1) 

1.4. Nettoyage et désinfection des locaux 

Il semble primordial d’aborder le sujet nettoyage/désinfection des locaux dans la lutte 

des maladies infectieuses en élevage. En effet, si certains parasites sont introduits dans l’élevage 

par une autre espèce ou même un chien de l’élevage revenant d’une sortie extérieure, il est 

fondamental que l’hygiène des locaux soit respectée pour prévenir les infestations parasitaires. 

1.4.1. Le nettoyage 

Le nettoyage systématique des locaux est à réaliser tous les jours en maternité et au 

minimum 1 fois par semaine chez les adultes. Il précède systématiquement la désinfection.  

Le nettoyage, c’est l’action mécanique et /ou chimique permettant d’éliminer la matière 

organique d’un support. Il commence par l’élimination des déjections, dirigées vers les 

systèmes d’évacuation ou ramassées et stockées pour leur compostage. Cette première étape est 
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cruciale pour diminuer la pression parasitaire. En effet, une majorité des parasites étudiés ici se 

transmettent par la voie oro-fécale. De plus, certains d’entre eux ne deviennent infestant parfois 

que quelques heures après l’émission des selles. Retirer les déjections rapidement permet donc 

de diminuer le risque de contamination des autres individus de l’élevage. 

Il convient ensuite d’évacuer de potentielle litière et de ramasser les poils. 

Enfin, un lavage à base d’eau et de détergent sera réalisé, soit manuellement, soit à l’aide 

d’un nettoyeur haute pression. Il faut privilégier une température tiède car cela favorise la 

détersion et le temps de pause des produits utilisés doit être respecté, avant de rincer toutes les 

surfaces. Il faut ensuite assécher les parois, en utilisant une raclette ou un soufflage à l’air. Cette 

étape est une nouvelle fois fondamentale dans la lutte contre le parasitisme en élevage car de 

nombreux parasites sont alors évacués mécaniquement des lieux de vie des animaux, diminuant 

considérablement la pression parasitaire. 

Dans l’idéal, chaque pièce ou local doit posséder son matériel qui lui est dédié et qui 

doit bien entendu être tenu propre. 

Concernant le choix du détergent, celui-ci doit tenir compte du type de souillures, 

notamment organiques, acides et grasses en élevage. Il faut donc un détergent dégraissant et au 

pH alcalin. Le choix dépend également de la dureté de l’eau, c’est-à-dire la quantité de calcium 

et de magnésium qu’elle contient. Si l’élimination des eaux usées se fait via une fosse septique, 

il faudra que le détergent soit biodégradable. L’utilisation de celui-ci doit respecter une bonne 

température, environ 60°C, il doit être associé à une action mécanique, la concentration doit 

être respectée, tout comme le temps d’action307. 

 

1.4.2. La désinfection 

Elle ne peut avoir lieu que sur des surfaces préalablement nettoyées. Tout comme le 

nettoyage, la désinfection est un des piliers dans la lutte contre les parasites, notamment les 

endoparasites. C’est l’action chimique ou physique qui tue les germes tels que les bactéries, les 

virus et les parasites sur des surfaces inertes. En effet, le choix des produits utilisés dépend de 

la pression parasitaire présente dans l’élevage et est donc à adapter selon la situation. Dans tous 

les cas, les différentes consignes, de pause, de stockage ou encore de dose à utiliser doivent être 

strictement respectées par l’éleveur. Le spectre de chaque désinfectant n’est jamais parfait, il 

faut connaître les parasites présents dans l’élevage pour choisir au mieux le produit. Par 
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exemple, l’ammonium quaternaire sera efficace contre des coccidies, ce qui ne sera pas le cas 

de l’eau de Javel. 

Il peut également être intéressant de faire une alternance des produits de désinfections 

pour limiter le développement de résistance de certains parasites contre ceux-ci305. 

 

1.5. Hygiène du personnel 

Le personnel est un vecteur mécanique de parasite. Il peut transporter sur ses vêtements ou 

ses chaussures de nombreux germes. Pour éviter de contaminer certains locaux indemnes de 

parasites dans l’élevage contrairement aux parcs en extérieur par exemple, il est important que 

le personnel respecte le principe de marche en avant. Il doit aller des endroits les plus « propre » 

(maternité, nurserie) vers les endroits les plus « sales » (parcours extérieur, infirmerie, 

quarantaine). Le nettoyage des mains est indispensable et le changement de chaussures entre 

les pièces peut permettre d’éviter un transport des parasites vers des lieux indemnes. 

 

2. Prophylaxie médicale au sein de l’élevage 

2.1. Dépistage et coproscopies 

Il est possible de mettre en place dans un élevage un plan de vermifugation que l’on 

applique systématiquement, sur chaque femelle à la reproduction, sur chaque portée ou encore 

pour chaque groupe d’adulte. Cependant, et cela tend à se développer, savoir contre quels 

parasites lutter dans l’élevage permet logiquement de diminuer la charge parasitaire globale de 

l’établissement tout en étant plus réfléchi. Le dépistage de bon nombre de parasite peut être 

réalisé au travers de coproscopie chez le vétérinaire en charge de l’élevage. L’identification des 

œufs dans les fèces permet d’adapter les molécules à utiliser dans le traitement médical, sa 

fréquence mais également de mieux choisir les produits de nettoyage et de désinfection, car 

comme vu ci-dessus, tous les parasites ne sont pas sensibles au même produit d’entretien308. 

Le diagnostic coproscopique reste l’examen de choix en ce qui concerne les parasitoses 

digestives et respiratoires causées par des helminthes ou des protozoaires. Seuls les parasites 

systémiques comme la leishmaniose, la toxoplasmose, la dirofilariose ou encore la babésiose 

ne se détectent pas par cette méthode. La coproscopie regroupe l’ensemble des techniques 
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permettant de rechercher macroscopiquement ou microscopiquement des éléments parasitaires 

(œufs, segments ovigère de cestodes, kystes de protozoaires, …) au sein de matières fécales308. 

La méthode de prélèvement est fondamentale. Le prélèvement doit avoir lieu le plus 

rapidement possible après l’émission de selles, pour éviter la contamination ou l’évolution des 

stades parasitaires. Si l’analyse doit être différée, il est important de stocker le prélèvement dans 

de bonnes conditions, c’est-à-dire avec une réfrigération de 2-8°C jusqu’à 3 jours après 

l’émission des selles. Le choix des animaux prélevés doit être représentatif. Il faut donc réalisé 

des prélèvements de plusieurs individus (3-5) d’un même stade physiologique dans l’élevage : 

un groupe de chiots, un de femelles, un des autres adultes par exemple308. Une coproscopie sur 

les chiots avant leur premier vermifuge peut donner une bonne idée de la pression parasitaire. 

Chez les femelles, il peut être indiquer de réaliser une coproscopie avant la saillie et en même 

temps que celle de ses chiots, à 15 jours d’âge. Pour les autres adultes, une coproscopie 3 fois 

par an permet de connaître au mieux le statut parasitaire de l’élevage, d’adapter la prophylaxie 

sanitaire avec les bons désinfectants mais aussi la prophylaxie médicale avec les bons 

antiparasitaires internes. 

La méthode de sédimentation permet d’obtenir les œufs de nombreuses espèces 

parasitaires. De part leur densité supérieur au soluté, les œufs tombent dans le fond du récipient. 

Chez les carnivores, c’est la méthode de Teleman – Rivas. Malheureusement cette méthode est 

peu sensible et la lecture est souvent délicate car des débris, notamment alimentaires, viennent 

la gêner308. 

La méthode de Baermann, quant à elle, est fondée sur l’hygrotropisme positif, c’est-à-

dire l’attirance par l’eau, et le phototropisme négatif, la fuite de la lumière, des larves de 

nématodes. Les fèces doivent être fraiches pour cette technique308. 

La méthode par flottation se réalise avec une solution dont la densité est élevée, comme 

du sulfate de zinc, pour concentrer les éléments parasitaires à la surface. C’est une technique 

plus simple à lire mais sa sensibilité dépend du liquide utilisé et de la densité des œufs308. 

On peut dénombrer et faire de la quantification de parasite grâce à lame de Mac Master 

au microscope308. 

Pour la recherche de parasite spécifique, d’autres méthodes sont possibles308 : 

- Pour Cryptosporidium parvum, on peut utiliser une coloration de 

Ziehl-Neelsen modifiée par exemple 
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- Pour les kystes de Giardia duodenalis, la coloration au lugol est 

intéressante 

La quantification n’est cependant pas possible pour toutes les espèces de parasite. Par 

exemple, les cestodes disséminent des anneaux matures dans les fécès. On ne peut pas relier 

une quantité d’œufs à un nombre de cestodes. De même pour les ascaris, la ponte est tellement 

massive que l’on ne peut quantifier le niveau d’infestation.  Une autre limite de la coproscopie 

est que l’émission des parasites varie parfois dans le temps : l’état immunitaire de l’hôte, la 

période prépatente (le parasitisme larvaire peut être symptomatique sans qu’il n’y ait encore 

d’éléments parasitaires dans les fèces), l’émission intermittente (anneaux de cestodes, kystes 

de Giardia duodenalis), etc308. 

 

2.2. Type de vermifuge selon les parasites 

Selon les coproscopies, il faut adapter les molécules à utiliser pour lutter au mieux contre 

le parasitisme présent dans l’élevage. De nombreuses formes galéniques existent sur le marché 

pour s’adapter aux contraintes de l’éleveur. 

Les antiparasitaires disponibles contre les nématodes digestifs, les cestodes digestifs et 

certains parasites extradigestifs sont nombreux (Tableaux 15-17). Malheureusement, 

concernant les protozooses digestives, notamment la giardiose et la cryptosporidiose, il n’existe 

encore aucun produit ayant cette AMM en France. Il est cependant commun d’administrer du 

fenbendazole ou de métronidazole à 25mg/kg/12h pendant 5 jours, pour éliminer Giardia 

duodenalis, bien que cela ne soit efficace que dans deux tiers des cas309. Une étude réalisée en 

2021 a montré qu’un traitement à base de fenbendazole à 50mg/kg/j pendant 5 jours avait la 

même efficacité qu’un traitement à base de métronidazole à 50mg/kg/j pendant 5 jours. En 

augmentant la durée du traitement à 21 jours, l’efficacité de celui-ci était de 100%. 

Malheureusement, cette étude a été réalisée sur seulement 24 chiens ce qui la rend peu 

représentative310.  

Concernant les coccidioses, il y a un produit disponible sur le marché, contre Isospora 

ohioensis et Isospora canis, à base d’emodepside et de toltrazuril. En revanche, il ne doit pas 

être utilisé sur les chiennes en gestation ou en lactation, ou sur les races susceptibles d’avoir la 

mutation génétique MDR1. Il peut être administré à partir de 2 semaines d’âge et de 0,4kg. 
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Tableau 15 : Liste non exhaustive des antiparasitaires internes disponibles en France 

contre les nématodes digestifs et leurs caractéristiques 

Légende : X = interdit, X = autorisé, Gest = Gestante, Lact = en lactation, sem = semaines, Ad = adulte, 

L4 = larve de stade 4, trt = traitement, j = jours 
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Tableau 16 : Liste non exhaustive des antiparasitaires internes disponibles en France 

contre les cestodes digestifs et leurs caractéristiques 

Légende : X = interdit, X = autorisé, Gest = Gestante, Lact = en lactation, sem = semaines, Ad = adulte, 

Imm = formes immatures, trt = traitement, j = jours 

Tableau 17 : Liste non exhaustive des antiparasitaires internes disponibles en France 

contre les certains parasites extradigestifs et leurs caractéristiques 

Légende : X = autorisé, Gest = Gestante, Lact = en lactation, sem = semaines, Ad = adulte, L3 = larve 

de stade 3, L4 = larve de stade 4, L5 = larve de stade 5, trt = traitement, j = jours 
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2.3. Protocoles envisageables selon le stade physiologique 

Comme évoqué précédemment le risque de maladies parasitaires varie selon l’âge et 

même le stade physiologique du chien avec certains parasites à transmission in utero ou via le 

lait de la mère. Il est donc nécessaire d’adapter le protocole antiparasitaire au stade 

physiologique de l’animal.  

On retrouve dans le protocole antiparasitaire standard que les chiots doivent être 

vermifugés dès l’âge de 15 jours, puis toutes les deux semaines jusqu’à leur 2 mois. Si 

l’infestation est importante, on peut vermifuger toutes les semaines en utilisant un produit léger, 

à faible spectre pour limiter les risques de choc à la suite d’un relargage d’antigènes parasitaires. 

Il est également conseillé de vermifuger les mères en même temps que les chiots, en plus d’une 

vermifugation avant la saillie et au 42ème jour de gestation avec par exemple du fendendazole. 

Ce traitement est conseillé pour limiter les risques de transmission placentaire de Toxocara 

canis notamment. Il est important de prendre en compte les indications du RCP pour savoir 

quel nom déposé utilisé sur de très jeunes chiots, des mères gravides ou en lactation (Tableaux 

15-17). 

Les autres adultes, qui ne sont ni en gestation, ni en lactation, peuvent être traités tous 

les 3 mois. On préfèrera augmenter cette fréquence à une fois par mois s’il y a des enfants en 

bas âge sur l’élevage (risque zoonotique élevé) ou si les chiens chassent et sont donc plus 

exposés aux parasites. 

L’idéal est de varier régulièrement de famille de molécules pour ne pas sélectionner de 

résistance dans l’élevage.  

 

2.4. Certains vaccins possibles ?  

Il existe, pour certains parasites, la possibilité de faire vacciner les chiens. 

C’est le cas de la leishmaniose. Le seul vaccin disponible en France actuellement contre 

cette parasitose est le Letifend ND (MSD santé animale, Puteaux, France), ayant obtenu une 

licence en Europe en février 2016. Selon le RCP, c’est un vaccin produit à partir de protéine 

recombinante. Il n’est réalisable que sur des chiens de plus de 6 mois, non infectés. Il ne lutte 

pas contre l’infestation mais permet de diminuer le risque de développer une infestation active 

et/ou une maladie chronique liée à Leishmania infantum. Il semblerait que ce vaccin permette 
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de diminuer la sévérité de la maladie, les signes cliniques ainsi que la charge parasitaire dans la 

rate et les nœuds lymphatiques. En revanche, même si le chien infesté est vacciné et ne montre 

aucun signe clinique, il reste une source potentielle pour l’infestation d’autres chiens. La 

primovaccination est réalisée en une seule injection, l’immunité est mise en place 28 jours plus 

tard et un rappel est à réaliser tous les ans. La lutte contre cette parasitose reste principalement 

axée sur la réduction de l’exposition aux phlébotomes, mais dans les zones à fort risque 

d’infestation, la vaccination peut être une protection complémentaire pour les animaux adultes 

d’un élevage. Il y a encore peu de recul sur le long terme de ce vaccin311. 

Un vaccin est également disponible en France contre la piroplasmose : PIRODOG ND 

(BOEHRINGER INGELHEIM, Lyon, France). D’après le RCP, la substance active est un 

antigène de Babesia canis inactivé. Cette vaccination n’est possible qu’à partir de l’âge de 5 

mois et, si l’animal a contracté une piroplasmose, pas avant 8 semaines après la guérison. Celle-

ci est plus efficace en dehors des pics épidémiologiques, soit en hiver. Le produit ne doit pas 

être injecté pendant la gestation. La primovaccination se fait en 2 injections espacées de 3 à 4 

semaines chacune et un rappel annuel voire biannuel est nécessaire selon l’exposition du chien 

à la maladie. L’injection de ce vaccin ne doit pas avoir lieu en même temps que d’autres vaccins, 

excepté ceux contre la rage ou la leptospirose312. Cependant, dans une étude réalisée en 1988 

sur 772 chiens vaccinés vivants dans le sud-ouest de la France, de nombreux échecs de cette 

vaccination avait été rapportés. Une des hypothèses principales serait que la population 

parasitaire à l’origine de cette maladie est hétérogène, alors que ce vaccin ne se base que sur 

une souche de Babesia canis312,313. Son efficacité est donc loin d’être parfaite et la lutte contre 

les vecteurs de la piroplasmose reste également le meilleur moyen de la prévenir. 
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DISCUSSION 

 

Les maladies parasitaires, notamment les endoparasitoses, ont plusieurs impacts 

importants en élevage canin. D’abord un impact sur le bien-être animal puisque la plupart des 

parasitoses étudiées ici sont à l’origine de signes cliniques voire de mortalité dans certains cas. 

Ensuite, un impact économique, que ce soit par la mort d’un chiot ou l’avortement d’une 

chienne. Les parasitoses digestives provoquent souvent les mêmes symptômes alors que les 

extradigestives ont une plus grande variation dans l’expression clinique. Certaines présentent 

une prévalence faible mais une virulence extrême comme la babésiose. D’autres sont presque 

omniprésentes avec des signes cliniques parfois plus discrets comme la giardiose. D’autres 

caractéristiques comme le caractère zoonotique ou encore la multiplication des modes de 

contamination nous ont amenés à sélectionner plusieurs parasitoses, digestives ou non, et de 

rechercher si celles-ci pouvaient être transmises par d’autres espèces animales. En effet, un tel 

phénomène pourrait rendre un élevage canin encore plus sujet à certaines infestations.  

 Effectivement, la faune sauvage représente un grand réservoir de parasitoses. Soit au 

moyen d’un vecteur, comme la leishmaniose, soit par ingestion de cette faune, notamment les 

petits mammifères ou lors de chasse avec l’échinococcose, soit enfin par contamination oro-

fécale. Les canidés sauvages que sont le renard roux et le loup gris partagent énormément de 

parasitoses avec le chien. Or le renard est de plus en plus présent, que ce soit en ville ou en 

campagne, et le loup ne cesse d’étendre son territoire sur le sol français. La probabilité de 

rencontre avec les chiens est donc de plus en plus forte. Les ongulés sauvages peuvent, comme 

le renard roux, rencontrés les chiens lors de chasse et leur transmettre certains parasites. Les 

rongeurs, eux, s’introduisent avec beaucoup de facilité dans les lieux à l’abri et proposant de la 

nourriture. Enfin, d’autres espèces domestiques, que ce soit le chat ou des animaux de rente, 

sont également à même de transmission interspécifique avec le chien. 

Limiter leur rencontre est donc important pour un élevage canin. Mais la prophylaxie 

sanitaire (hygiène, marche en avant, nettoyage/désinfection) et médicale (protocole de 

traitements antiparasites internes, externes et vaccin) sont également indispensables pour 

limiter la pression parasitaire et donc les impacts négatifs sur l’élevage. 

Cette étude avait pour but d’identifier les parasitoses internes dont la transmission 

interspécifique était possible, les espèces animales à risque mais également les facteurs de 
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risque d’une telle transmission pour un élevage canin. Que ce soit la localisation géographique, 

la saison, la présence de vecteur, l’environnement direct de l’élevage ou le mode de vie du 

chien. Le vétérinaire de l’éleveur devrait peut-être accorder plus de temps à un tel échange avec 

celui-ci pour mieux comprendre la situation de l’élevage, expliquer l’intérêt des coproscopies 

sur les différents groupes d’animaux et mettre en place un protocole adapté aux parasitoses 

présentes, selon le stade physiologique et les facteurs de risque. 

Nous avons rencontré plusieurs limites lors de cette étude. La première et la plus 

récurrente étant le manque d’information sur la présence, ou non, de telle ou telle parasitose 

chez les autres espèces. Concernant les preuves bibliographiques de transmission 

interspécifique, les articles sont plus que rares la concernant et ne permettent pas de connaître 

le sens de la contamination. Les valeurs de prévalence sont issues de multiples pays européens, 

par manque de données françaises, causant un biais, le Danemark n’ayant pas la même 

météorologie par exemple. De plus, ces études sont ponctuelles, avec un échantillon d’animaux 

petit, très localisées et ne représentent donc pas la généralité. L’idéal serait de m’être en place 

une banque de données et des centres de surveillances de parasitoses internes canines en France. 

Un tel centre d’épidémiologie existe pourtant, sur la surveillance géographique européenne des 

arthropodes vecteurs transmettant des agents pathogènes humains et animaux : 

VECTORNET254 
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CONCLUSION 

 Notre étude a donc permis d’identifier les transmissions interspécifiques parasitaires 

possibles entre le chien et d’autres espèces, sauvages ou domestiques. Elle a également mis en 

évidence les facteurs de risque favorisant cette transmission comme l’environnement direct de 

l’élevage, sa situation géographique, l’activité des chiens ou leur alimentation par exemple. La 

prophylaxie, qu’elle soit sanitaire ou médicale, doit être adaptée à la situation de l’élevage et 

est indispensable pour limiter la pression parasitaire. 

D’autres parasitoses du chien peuvent être transmises par d’autres espèces et n’ont pas 

été traitées dans cette étude : les ectoparasites. On peut prendre l’exemple de la gale sarcoptique 

du renard. Ces parasites ont légèrement été abordés en tant que vecteurs dans notre étude, 

comme les tiques ou les puces mais un travail plus approfondi à leur sujet permettrait de mieux 

connaître les risques de transmission. 
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ANNEXES 

 

Annexe 1 : Tableau récapitulatif, non exhaustif, des antiparasitaires externes luttant contre les 

puces et les tiques, disponibles en France 

 

 

Annexe 2 : Tableau récapitulatif, non exhaustif, des antiparasitaires externes luttant contre les 

moustiques et les phlébotomes, disponibles en France 
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Annexe 3 : Traitements des rations de viandes crus nécessaires pour détruire les parasites présents 

dans celle-ci314 
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