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Introduction 

Au fil des années, les animaux de compagnie, et en particulier, les chiens et les chats, sont devenus 

de plus en plus nombreux au sein des foyers. En 2019, 30,7% d’entre eux possèdent au moins un 

chat, tandis que 20,5% possèdent au moins un chien (Testa, 2019).  

 Chez ces espèces, il n’est pas rare de retrouver des affections cutanées, et notamment, les 

dermatophytoses, plus communément appelées « teignes ». Les dermatophytose sont une 

zoonose, c’est-à-dire, une maladie naturellement transmissible de l’animal à l’humain. En effet, 50% 

des personnes exposées à des animaux atteints, ou simplement porteurs de dermatophytose, se 

contaminent (Colombo et al., 2001).  

 Bien que les complications graves de la transmission animal-humain soient extrêmement 

rare, il n’en reste pas moins que les vétérinaires doivent être capables de reconnaitre cette maladie, 

de la diagnostiquer, et surtout, de la traiter de manière efficace. C’est ce dernier aspect qui a motivé 

la mise en place de cette étude portant sur les causes d’échecs thérapeutiques des 

dermatophytoses canines et félines.   

 Dans une première partie, nous allons présenter les principales caractéristiques des 

dermatophytes d’intérêt vétérinaire, mais aussi les outils diagnostics disponibles, ainsi que les 

traitements réalisables, et les différents facteurs pouvant entrainer un échec thérapeutique.  

La deuxième partie portera sur deux études, l’une prospective, et l’autre, rétrospective.  
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Première partie : bibliographie 

A travers une synthèse des dernières données bibliographiques, cette première partie présente les 

caractéristiques épidémiologiques, physiopathologiques et l’approche thérapeutique actuelle des 

dermatophytoses chez les animaux de compagnie, et plus précisément chez le chien et le chat.  

1. Dermatophytoses canines et félines  

Les dermatophytoses sont des maladies de la peau. Elles sont causées par des infections fongiques 

superficielles des tissus kératinisés comme les poils, l’épiderme, ou encore les griffes, par des 

champignons kératinophiles et kératinolytiques. 

Ces champignons appartiennent à la famille des Arthrodermataceae, et à la Classe des 

Ascomycètes. Ils peuvent être zoophiles (avec pour habitat naturel les animaux), géophiles (avec 

pour habitat naturel le sol), ou anthropophiles (avec pour habitat naturel l’Homme) (Kac, 2000).  

Le stade infectant est l’arthrospore, résultant de la segmentation et de la fragmentation des filaments 

fongiques (Guaguère et Prélaud, 1999). 

Certaines dermatophytoses étant zoonotiques, il est primordial d’être capable de correctement 

les diagnostiquer et les traiter. 

A. Epidémiologie des dermatophytoses canines et félines  

a. Les principaux dermatophytes d’importance vétérinaire 

Les dermatophytes sont classiquement répartis dans trois genres principaux : Microsporum, 

Trichophyton et Epidermophyton (Kac, 2000). On dénombre un grand nombre d’espèces de 

dermatophytes dont la classification fait encore l’objet de discussions (de Hoog et al., 2017).  

 En médecine vétérinaire, les espèces principalement retrouvées sont les espèces zoophiles, 

mais aussi, dans une moindre mesure, les espèces géophiles. Moriello et al. (2017) ont listé les 

principales espèces de dermatophytes d’importance vétérinaire. Ainsi, sont retrouvés pour les 

espèces zoophiles : 

- Microsporum canis principalement chez le chien et le chat 

- Microsporum equinum chez le cheval 

- Microsporum persicolor (= Nannizzia persicilor) dont l’hôte principal supposé est le 

campagnol 

- Microsporum nanum chez le porc 

- Trichophyton equinum chez le cheval 

- Trichophyton verrucosum principalement chez les ruminants 

- Trichophyton mentagrophytes principalement chez les rongeurs 
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Les espèce géophiles sont généralement non pathogènes, mais peuvent, parfois, être à l’origine 

d’infections sporadiques. On y retrouve principalement les espèces du complexe Microsporum 

(Nannizzia) gypseum (Moriello et al., 2017). 

Chez les carnivores domestiques, quatre espèces prédominent : Microsporum canis, 

Trichophyton mentagrophytes, Microsporum gypseum et Microsporum persicolor (Bensignor et al., 

2014). 

 Microsporum canis 

C’est l’espèce de dermatophyte la plus fréquemment retrouvée. Microsporum canis ne fait pas partie 

de la flore cutanée résidente du chien et de chat sain (Moriello et Deboer, 1991 ; Guaguère et 

Prélaud, 1999). Sa présence signale donc forcément une infection active, ou alors, un portage 

mécanique (Guaguère et Prélaud, 1999). Elle est plus fréquemment isolée chez le chat que chez le  

chien (Carlotti et Pin, 2002 ; Bond, 2010). 

 Trichophyton mentagrophytes 

Cette espèce est plus rarement retrouvée que M. canis. Elle infecte aussi bien les chiens que les 

chats, souvent après un contact avec des rongeurs (Moriello et al., 2017). 

 Microsporum gypseum 

Il s’agit d’un champignon tellurique capable de se développer dans le sol (Guaguère et Prélaud, 

1999). Il va surtout infecter les chiens, et notamment, les terriers et les chiens de chasse de par leur 

comportement naturel de fouisseur (Moriello et al., 2017). 

b. Eléments d’épidémiologie 

 Prévalence 

Deux études, conduites respectivement en 1990 et en 2013, ont étudié la prévalence des 

dermatophytoses chez le chien et le chat. La première, menée au Canada, n’a isolé un dermatophyte 

que chez 3 des 419 chiens (0,71%) et chez 4 des 111 chats (3,6%) présentés pour une maladie de 

la peau (Scott et Paradis, 1990). La seconde, menée aux États-Unis chez 1407 chats présentant 

des lésions cutanées, a montré que les dermatophytoses n’avaient été diagnostiquées que chez 45 

des 1407 chats (2,4%), soit une fréquence très inférieure à celle rapportée pour d’autres affections, 

à savoir : allergie/atopie (26%), pyodermites (10%), otacariose (6,1%) et pulicose (5,2%) (Scott et 

al., 2013). 

 Facteurs de risque 

Les individus les plus souvent atteints sont des individus jeunes (chatons, chiots) ou âgés,  

sans prédisposition de sexe ou d’influence saisonnière. Enfin, les animaux vivant en  

collectivité (chenil, chatterie, élevage…) sont plus enclins à contracter, et à développer la  

maladie (Sparkes et al., 1993 ; Bond, 2010 ; Bensignor et al., 2014). Par ailleurs, les chats en liberté 

se contaminent plus facilement (Moriello et al., 2017). 

De plus, une prévalence accrue du nombre de cultures positives est retrouvée dans les pays 

chauds comme le Brésil, le Chili, l’Italie, le sud des Etats-Unis, ou encore, l’Inde. La présence d’une 

infection rétrovirale FIV/FelV ne semble pas constituer un facteur prédisposant (Moriello et al., 2017). 
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Le comportement de toilettage chez le chat, a aussi son importance. En effet, la majorité des 

individus se contaminant sont des chatons, notamment au moment de la séparation avec la mère 

qui ne peut alors plus leur assurer une toilette correcte. Ceci explique que le chanfrein et la face 

fassent parties des zones les plus souvent atteintes, de par la difficulté d’accès pour les toiletter. 

Enfin, il semble que les chats à poils longs sont plus régulièrement et sévèrement 

touchés que ceux à poils courts, le léchage étant certainement moins efficace et plus  

fastidieux (Guaguère et Prélaud, 1999). 

Pour l’heure, aucune réelle prédisposition raciale n’a été démontrée, bien qu’un certain 

nombre de races soit régulièrement citées comme plus sensibles. Chez le chat, il s’avère que le 

Persan est le plus souvent représenté dans les études portant sur les traitements, ce qui amène à 

penser que cette race serait très souvent atteinte. Chez le chien, la race la plus représentée 

concernant l’infection à M. canis est le Yorkshire terrier. Enfin, les races de chiens type terriers, et 

chiens de chasse tels que le Jack Russel Terrier, le Beagle, ou encore le Labrador, sont plus souvent 

atteintes par M. gypseum (Sparkes et al., 1993 ; Moriello et al., 2017). 

 Transmission 

Les dermatophytes se transmettent de deux façons différentes. Le plus souvent, il s’agit d’un contact 

direct entre un animal infecté et un animal non infecté (M. canis entre chiens et chats, ou  

encore T. mentagrophytes ou M. persicolor lors de contact avec des rongeurs ou leurs terriers).  

La transmission peut également être « mécanique », en incluant le matériel de toilettage, la literie, 

les colliers, les ectoparasites, et/ou l’exposition à un environnement/sol contaminé (c’est le cas 

notamment pour M. gypseum) (Moriello et al., 2017) 

Enfin, la présence concomitante de microtraumatismes de la peau constituerait un facteur 

important dans le développement d’une infection clinique (Ogawa et al., 1998) 
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 Synthèse 

Le tableau 1 résume de manière synthétique les informations essentielles contenues dans 

cette première sous partie. 

Espèce de dermatophyte Hôtes principaux Sources de contamination Agent de zoonose 

Microsporum canis 

Chats, chiens, et 
nombreux autres 

mammifères  
(Homme inclus) 

Généralement les chats Oui 

Microsporum gypseum Chiens, chevaux Contamination par le sol Oui (mais très rare) 

Microsporum persicolor 
Petits rongeurs 

sauvages, chiens et 
chats 

Petits rongeurs Oui (mais très rare) 

Trichophyton 
mentagrophytes 

Petits rongeurs 
(cobayes surtout), 

lapins, chiens 

Petits rongeures (cobayes, 
rats), lapins, chiens, chats 

Oui 

 

B. Lésions de dermatophytose chez le chien et le chat 

a. Principales lésions évocatrices de dermatophytose 

Cette seconde sous-partie illustre la très grande diversité des lésions associées aux 

dermatophytoses. En effet, ces mycoses rentrent dans le diagnostic différentiel d’un grand nombre 

de dermatoses, notamment félines (Guaguère et Prélaud, 1999). 

 Lésions alopéciques 

La lésion classique lors de dermatophytose est une lésion alopécique nummulaire centrifuge 

d’évolution lente, mesurant 1 à 8 cm de diamètre, parfois associées à des squames, des croûtes, et 

à un léger érythème (Carlotti et Pin, 2002 ; Bond, 2010 ; Bensignor et al., 2014). Ces lésions sont 

souvent localisées sur la face (pourtour des yeux, chanfrein, pavillons externes des oreilles) et sur 

l’extrémité des membres, notamment chez les chatons (Moriello et DeBoer, 1999).  

De plus, ces lésions sont le plus souvent asymétriques (Moriello et al., 2017). La truffe en  

elle-même n’est normalement jamais touchée car elle ne possède pas de follicule pileux 

(Carlotti et Pin, 2002). 

 

 

 

 

Tableau 1 : Caractéristiques des principales espèces de dermatophytes parasites des 

carnivores domestiques en Europe (Guillot et al., 2011) 
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Outre les lésions typiques, il existe aussi d’autres formes ou localisations. Par exemple,  

des zones d’alopécie, nummulaires ou diffuses, peuvent être retrouvées sur le corps,  

les membres, les pattes, ou encore la queue, associées à une séborrhée et à des collerettes 

épidermiques (Carlotti et Pin, 2002).  

                       

 

 

 

 

                   

 

 

 

Figure 1 : A droite : Dépilation 

érythémato-squameuse du 

chanfrein chez un chat ; A gauche : 

Lésions de contamination humaine, 

épidermophytose circinée 

 (Parasitologie, EnvA) 

Figure 2 : Lésion alopécique et croûteuse sur le 

chanfrein d’un chien atteint de dermatophytose à 

Microsporum (Nannizzia) persicolor ( 

Parasitologie, EnvA) 

Figure 3 : Lésions alopéciques 

nummulaires d’évolution centrifuge 

sur le corps d’un chiot  

(Parasitologie, EnvA) 

Figure 4 : Chat atteint de dermatophytose  

chronique à Microsporum canis 

(Parasitologie, EnvA) 
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 Lésions kératoséborrhéiques 

Un état kératoséborrhéique régional ou généralisé peut également se manifester, souvent  

associé à des papules, voire parfois des pustules, des manchons pilaires et des  

croûtes (Carlotti et Pin, 2002).  

 Dermatite miliaire 

Une autre présentation spécifique du chat est la dermatite miliaire, c’est-à-dire, la présence en 

grande quantité de papules croûteuses, localisées généralement sur le dos (Carlotti et Pin, 2002 ; 

Guillot et al., 2011). 

 Lésions nodulaires 

Les dermatophytoses peuvent également prendre un aspect plus atypique, sous la forme de lésions 

nodulaires (Carlotti et Pin, 2002 ; Moriello et al., 2017). 

La plus commune d’entre elle est le kérion. Cette lésion nodulaire inflammatoire est 

généralement due à une réaction d’hypersensibilité vis-à-vis des dermatophytes, pouvant être 

associée à une infection bactérienne concomitante. Cette présentation clinique est assez fréquente 

chez le chien, mais plutôt rare chez le chat (Carlotti et Pin, 2002). 

 

 

 

 

                            

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Kérion sur le doigt d’un chien 

causé par Microsporum gypseum 

(Scott et al., 2001) 
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 Pseudomycétome 

Dans de rares cas, les dermatophytoses s’expriment sous forme d’un pseudomycétome, notamment 

chez le chat. Les pseudomycétomes sont des formes atypiques dans lesquelles le dermatophyte 

forme des filaments mycéliens dans le derme, voire l’hypoderme 

 

 

 

 

 

 Lésions des griffes et des ongles 

Un onyxis (inflammation de la base de l’ongle) ainsi qu’un périonyxis (inflammation des replis 

cutanés latéraux des ongles), peuvent être retrouvés chez le chien, mais restent plutôt rares chez 

le chat (Carlotti et Pin, 2002). 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Lésions de 

pseudomycétome chez un chat 

persan (Dr Gallo, Fac. Vétérinaire 

de Turin) 

Figure 7 : Péryonyxis multiples chez un chat atteint de dermatophytose à 

Microsporum canis (Dr Moraru, Clinique vétérinaire Le Chatelet en Brie) 
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 Prurit 

Le prurit est généralement de faible intensité (Guillot et al., 2011 ; Moriello et al., 2017). Toutefois, il 

existe certaines exceptions notamment en cas de :  

- Dermatite miliaire féline (Carlotti et Pin, 2002) 

- Inflammation importante de la peau (Mueller, 2000)  

- Surinfection bactérienne, notamment par Staphylococcus pseudintermedius lors de 

dermatophytose à T. mentagrophytes (Pinter et Stritof, 2004). 

 Diagnostic différentiel chez le chien  

Le tableau 2 regroupe les principales affections dermatologiques pour lesquelles un diagnostic 

différentiel avec une dermatophytose devrait systématiquement être fait, chez le chien. 

Dermatoses alopéciques 
nummulaires 

Dermatoses squamo-
croûteuses 

Dermatoses nodulaires 

     
    

- Folliculite bactérienne - Leishmaniose  

- Démodécie 
- Dermatite à 

Peladora 
- Histiocytome 

cutané 

- Pyodermite extensive 
superficielle 

- Hypersensibilité 
- Mastocytome 

cutané 

- Pelade - Pemphigus foliacé 
- Pyogranulome 

stérile 

- Pseudopelade 
- Pemphigus 

érythémateux 
  

     

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 2 : Diagnostic différentiel des lésions évocatrices de dermatophytose  

chez le chien (Carlotti et Pin, 2002) 
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 Diagnostic différentiel chez le chat  

Le tableau 3 regroupe les principales affections dermatologiques pour lesquelles un diagnostic 

différentiel avec la dermatophytose devrait systématiquement être fait, chez le chat. 

Dermatoses alopéciques 
Dermatoses squamo-

croûteuses 
Particularités 

      

- Démodécie (rare)     

- Alopécie associée à 
un prurit 
d’hypersensibilité 

- Pyodermite   

- Alopécie "psychogène" 
- Dermatite miliaire 

non imputable à une 
dermatophytose 

- Alopécie pré-
auriculaire 
physiologique 

- Alopécie 
paranéoplasique 
pancréatique 

- Pemphigus foliacé 
- "Queue d'étalon" 

des mâles 
reproducteurs 

- Hypercorticisme 
- Dermatose exfoliative 

due à un thymome 
  

- Hyperthyroïdie     

 

 

C. Diagnostic 

Compte tenu du caractère zoonotique de la maladie, et des contraintes qu’imposent son traitement, 

il est essentiel d’avoir établi un diagnostic de certitude. Le but de cette troisième sous-partie est de 

passer en revue les différents outils de diagnostic disponibles à l’heure actuelle.  

a. Examen avec la lampe de Wood 

L’examen à la lampe de Wood fait partie des examens complémentaires dont une  

lecture immédiate est possible. Il permet d’obtenir un résultat positif dès cinq à sept jours après 

l’infection, avec un maximum de chance entre dix et quatorze jours (DeBoer et Moriello, 1994). 

Pour pouvoir réaliser correctement ce test, il est important de laisser suffisamment chauffer 

la lampe, de se placer dans une pièce très sombre (Carlotti et Pin, 2002) et de maintenir la lampe 

près de la peau (2 à 4 cm maximum) afin de limiter au maximum les fausses fluorescences de 

couleur bleu ou jaune (Moriello et al., 2017). 

 

 

Tableau 3 : Diagnostic différentiel des lésions évocatrices de dermatophytose  

chez le chat (Carlotti et Pin, 2002) 
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Un résultat est dit positif à l’apparition d’une fluorescence de couleur verte de certains poils 

et uniquement lors d’infection par M. canis (Bensignor et al., 2014 ; Moriello et al., 2017).  

Cette fluorescence, observée sur les tiges des poils infectés, est due à une métabolite chimique 

hydrosoluble, la ptéridine, synthétisée par des filaments mycéliens par réaction chimique dans le 

cortex et/ou dans la médullaire des poils (Wolf, 1957 ; Wolf et al., 1958) 

 

 

 

 

 

Il est toutefois important de noter que cette fluorescence n’apparaît pas dans 100% des cas 

d’infection par M. canis. En effet, le pourcentage de souches fluorescentes varie selon les études : 

environ 50% (Carlotti et Pin, 2002), ou encore 60-70% des cas (Bensignor et al., 2014). 

De plus, cet examen, bien que rapide, ne permet pas d’établir un diagnostic de certitude.  

En effet, en cas de résultat positif, la présence d’une dermatophytose à M. canis est fortement 

suspectée. Cette présence est confirmée par prélèvement des poils fluorescents pour observation 

au microscope optique, ou même, par la réalisation d’une culture fongique. Un examen direct négatif 

ne permet pas de conclure à une absence de dermatophytose (Carlotti et Pin, 2002). 

Enfin, il est important de noter qu’une fluorescence résiduelle peut persister malgré la 

négativation des cultures fongiques associées (Moriello et al., 2017). Cela est, une nouvelle fois, dû 

à la présence de ptéridine qui n’a pas encore été tout à fait éliminée, à l’extrémité des poils. 

b. Examen direct 

L’examen direct est le deuxième examen réalisable et interprétable immédiatement lors de la 

consultation. Il consiste en un raclage cutané, ou bien, en la réalisation d’un examen trichoscopique 

(Bensignor et al., 2014). 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Examen positif à la lampe de Wood 

(Parasitologie, EnvA) 
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 La technique de l’examen trichoscopique, connue depuis 1933 (Davidson et Gregory, 1933), 

est un examen microscopique des poils, durant lequel la présence d’hyphes ou de spores fongiques 

est recherchée dans le poil (Moriello et al., 2017). L’envahissement est dit endo-ectothrix (filaments 

mycéliens à l’intérieur des poils, associés à la présence de spores autour des poils) dans la majorité 

des cas chez les animaux. Cet envahissement peut être microsporique quand les spores sont de 

petite taille (2 µm), par exemple en cas d’infection par M. canis, microïde quand les spores sont de 

taille moyenne (2 à 3 µm), par exemple en cas d’infection par T. mentagrophytes, ou encore 

mégasporique quand les spores sont de grande taille (4 à 6 µm), par exemple en cas d’infection par 

T. verrucosum (mais qui est d’abord un pathogène de ruminants…). 

 La figure suivante montre l’aspect microscopique d’un poil teigneux. Une destruction de la 

structure normale du poil ainsi qu’un manchon de spores sont visibles. 

 

 

 

 

 

 L’examen trichoscopique est relativement simple à réaliser. Pour ce faire, des poils 

fluorescents à la lampe de Wood, abîmés, ou en périphérie des lésions, sont prélevés par épilation, 

puis déposés dans du lactophénol. Un raclage cutané peut également être réalisé (Carlotti et Pin, 

2002).  

 Un résultat négatif ne signifie pas que l’animal n’est pas infecté. En effet, une étude a mis en 

évidence un résultat positif au trichogramme dans seulement 41% de cas de culture positive. Cela 

signifie que 59% des animaux étaient donc bien infectés (car positifs à la culture) et avaient, pourtant, 

un résultat négatif au trichogramme (Wright, 1989).  

 Par ailleurs, l’examen direct permet parfois de déceler des poils infectés chez des animaux, 

et notamment des chats pour lesquels l’examen en lampe de Wood s’est révélé négatif (Dawson et 

Noddle, 1968 ; Scarampella et al., 2015 ; Nardoni et al., 2017) 

Enfin, il a été démontré que le prélèvement par raclage de la zone alopécique apporte de 

meilleurs résultats que l’épilation. En effet, une étude italienne (Colombo et al., 2010) a comparé 

l’efficacité de l’épilation du poil, contre celle du raclage de la zone alopécique. Le résultat est revenu 

positif pour 54% des chiens et 67,5% des chats lors de l’épilation, contre 72,5% des chiens et 86,5% 

des chats lors du raclage de la zone alopécique. 

Figure 9 : Aspect miscroscopique d’un poil teigneux  

(Parasitologie, EnvA) 
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c. Dermoscopie 

La dermoscopie, peu utilisée encore en médecine vétérinaire mais plutôt bien connue en médecine 

humaine, est  un examen non invasif qui consiste en un grossissement de la peau à l’aide d’une ou 

plusieurs lentilles, et d’une lampe (Moriello et al., 2017). 

Une première étude (Scarampella et al., 2015), réalisée sur 12 chats atteints de 

dermatophytose confirmée, et 12 chats atteints d’alopécie auto-induite, a montré que les individus 

atteints de teigne présentaient des poils dits en « virgule » ou en « tire-bouchon », c’est-à-dire 

légèrement incurvés ou cassés, opaques, avec une épaisseur homogène, ainsi qu’une quantité 

variable de croûtes brunes à jaunâtres. 

Dans une autre étude (Dong et al., 2016), 36 chats atteints de dermatophytose confirmée 

par culture ont été soumis à un examen dermoscopique. Vingt et un de ces chats présentaient des 

poils en « virgule ». Ces poils ont également été décrits comme opaques, cassés, avec une 

épaisseur homogène et une légère courbure. De plus, ils étaient vraisemblablement plus faciles à 

identifier chez les chats de couleur claire que chez les chats noirs. 

 

                                

d. Culture fongique 

La culture fongique est la méthode de diagnostic de certitude la plus utilisée aujourd’hui, car elle 

permet une identification du champignon responsable, mais aussi, une quantification de l’importance 

de l’infection. Elle est également indispensable pour réaliser un test de sensibilité aux antifongiques. 

 Pour réaliser une culture fongique, plusieurs modes de prélèvements sont possibles.  

 

 

 

Figure 10 : Image dermoscopique d'un 

cuir chevelu humain infecté par un 

dermatophyte. Les poils en virgule sont 

indiqués par des flèches rouges. La 

flèche blanche montre un poil normal  

(Dong et al., 2016) 

 

(Dong et al., 2016) 

(Dong et al., 2016) 

 

Figure 11 : Image dermoscopique d'une lésion de 

dermatophytose féline. Les poils infectés 

ressemblent à des virgules ; ils apparaissent comme 

opaques, légèrement incurvés et sont indiqués par 

des flèches rouges 

(Dong et al., 2016) 
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 Brossage 

La technique du brossage consiste à passer sur le poil de l’animal un carré de moquette, ou 

une brosse à dent stérile. Il n’existe pas vraiment de méthode standardisée, et il semble que les 

deux techniques de prélèvement se valent (Colombo et al., 2010). Certains auteurs conseillent  

a minima deux à trois minutes de brossage, d’autres disent que le brossage doit être réalisé jusqu’à 

obtenir une moquette ou une brosse à dent recouverte de poils (Moriello et al., 2017).  

Une récente étude concernant la mise en culture à l’aide d’une brosse à dent montre  

qu’il est préférable de simplement presser la brosse à dent directement sur la surface  

d’inoculation du milieu, et non, de transférer les poils et les squames sur l’agar. Ceci permet de 

maximiser les chances de croissance de M. canis, mais également de minimiser l’introduction 

d’éventuels contaminants (Di Mattia et al., 2018). 

 Epilation 

En ce qui concerne la technique de l’épilation, aucune étude, pour l’heure, ne la compare 

avec celle du brossage. Toutefois, une étude de 1993 à partir de 8349 échantillons de chiens et de 

chats, a montré environ une cinquantaine de cultures revenues négatives avec cette méthode, alors 

que l’examen direct montrait, lui, la présence de poils teigneux (Sparkes et al., 1993). 

 Cellophane adhésive 

La technique de la cellophane adhésive est encore très peu utilisée de nos jours.  

Elle consiste à presser directement sur la lésion un morceau de cellophane adhésive d’environ 4 cm 

de longueur. Cette cellophane est ensuite appliquée du côté du prélèvement sur une plaque de 

culture fongique (Moriello et al., 2017). 

 Mise en culture 

Plusieurs milieux de culture sont disponibles. Le plus utilisé demeure le milieu de Sabouraud. Il est 

généralement additionné de chloramphénicol (pour inhiber la croissance de bactéries) et de 

cycloheximide (pour limiter la croissance de champignons contaminants).  

Le DTM (Dermatophyte Test Medium) est connu depuis la fin des années soixante. C’est un 

milieu de croissance nutritif, associé à un indicateur de couleur qui facilite la reconnaissance précoce 

de la présence d’un dermatophyte. La variation de couleur (jaune au rouge) est consécutive au 

changement de pH, lié à la croissance du champignon (Moriello et al., 2017). Il faut toutefois rester 

prudent, car certains contaminants, notamment des champignons non-dermatophytes saprophytes 

ou pathogènes, peuvent également provoquer des changements de couleur tout aussi rapides et de 

même intensité (Salkin, 1973 ; Guillot et al., 2001). En effet, une étude de 1974 a montré que ce 

milieu de culture peut engendrer pas moins de 20% de faux positifs (Carroll, 1974). En outre, une 

température ambiante constante, entre 24°C et 27°C est nécessaire pour que le changement de 

couleur ait lieu, entrainant des variations de performance du DTM, voire des faux négatifs, en 

fonction des régions et saisons (Guillot et al., 2001). Pour toutes ces raisons, l’utilisation de milieux 

DTM en médecine vétérinaire n’est pas recommandée. 

Il est, par ailleurs, important de noter que, bien que très utilisée, la culture fongique n’est pas 

infaillible, et que de possibles faux négatifs/positifs demeurent (Sparkes et al., 1993 ; Moriello et al., 

2017). 
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Enfin, la culture fongique peut également être utile afin de suivre l’évolution de la maladie. 

En effet, en cas de traitement efficace, une diminution rapide du nombre d’ufc (=unité formant 

colonie) par boîte de Petri est observée (Moriello et al., 2017). 

Comme vu précédemment, plusieurs espèces de dermatophytes sont présentes en 

médecine vétérinaire. Il est donc essentiel de pouvoir identifier l’organisme responsable des signes 

cliniques, afin d’avoir une idée sur l’origine de la contamination, mais également sur le caractère 

plus ou moins zoonotique de l’infection. 

 Aspect macroscopique (sur gélose de Sabouraud) 

Les aspects macroscopiques décrits ci-après sont ceux obtenus après culture sur gélose de 

Sabouraud, dont le principe sera expliqué ultérieurement dans la seconde partie de cette étude 

bibliographique. 

 Le tableau 4 (Carlotti et Pin, 2002) décrit l’aspect macroscopiques des cultures obtenues 

d’après les quatre principales espèces retrouvées en médecine vétérinaire. 

 

 

 

 Morphologie des colonies 

 Recto Verso 

M. canis Jaune à orange, surface duveteuse Jaune à orange 

M. persicolor 
Pèche à chamois (lie de vin sur milieu 

de Sabouraud de conservation), 
surface poudreuse 

Jaune à jaune brun 

M. gypseum 
Beige, surface poudreuse à 

granuleuse 
Beige 

T. mentagrophytes 
Crème à rouge, surface poudreuse à 

granuleuse 
Crème à rouge 

 

 

 

               

Tableau 4 : Morphologie macroscopique des principaux dermatophytes chez les 

animaux de compagnie (Carlotti et Pin, 2002). 

 

Figure 12 : Aspect macroscopique des colonies de 

Microsporum canis (Parasitologie, EnvA) 
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 Aspect microscopique 

Afin de se multiplier, les dermatophytes utilisent des spores, aussi appelés « conidies ». Ce sont 

elles qui vont assurer la reproduction asexuée des champignons.  

En culture, on distingue les macroconidies (= conidies à membrane épaisse) et les 

microconidies (= petites conidies unicellulaires). Ce sont ces macroconidies et ces microconidies qui 

sont observées au microscope optique et qui vont permettre d’établir un diagnostic de certitude 

quant au dermatophyte responsable des signes cliniques de l’animal. 

Le tableau suivant résume les caractéristiques morphologiques microscopiques des 

macroconidies et des microconidies des quatre principales espèces de dermatophytes rencontrées 

en médecine vétérinaire.  

 Morphologie microscopique 

 Macroconidies Microconidies 

M. canis 

Très nombreuses, 
fuselées, échinulées, 
parois épaisses, au 
moins sept logettes 

Peu abondantes, 
disposées en rameau 

et piriforme 

 

M. persicolor 

Assez nombreuses, 
fusiformes, parois minces 

pouvant présenter de 
fines échinulations, spires 

fréquentes 

Très nombreuses, 
rondes, disposées en 
amas et en rameau 

 

M. gypseum 

Extrêmement 
nombreuses, elliptiques, 
parois assez minces et 

échinulées, moins de six 
logettes 

Piriformes, abondantes 
et disposées en 

rameau 

 

T. mentagrophytes 

Peu abondantes, de 
forme assez irrégulière, 
parois minces et lisses, 

spires assez nombreuses 
et longues 

Rondes, en grappes et 
très abondantes 

 
 

 

 

 

 

Tableau 5 : Morphologie microscopique des principaux dermatophytes chez les 

animaux de compagnie (Carlotti et Pin, 2002 ; Dufresne et Saint-Germain, 2014). 
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e. PCR 

La PCR est une méthode diagnostic récente qui n’a fait l’objet que de peu d’études. Il semble que 

cette dernière soit utile en cas de lésions nodulaires (Moriello et al., 2017). 

Une étude réalisée en 2013 (Cafarchia et al., 2013) sur 183 échantillons de poils de chien et 

de chats suspectés de dermatophytose a cherché à démontrer l’utilité de la PCR comme méthode 

diagnostic. L'infection a été confirmée par culture fongique dans 32,2% des cas, et par examen 

microscopique direct dans 12,0% des cas. Pour ce qui est de la PCR, la méthode en une étape a 

réussi à identifier un ADN de dermatophyte dans 26,8% des cas, contre 34,4% des cas pour la PCR 

emboitée.  

Attention, il est important de noter qu’une PCR positive ne traduit pas la présence d’une 

infection active. En effet, les organismes fongiques morts d’une infection traitée demeurent positifs, 

tout comme les organismes des porteurs sains (Moriello et al., 2017). 

f. Examen histopathologique 

Dans leur revue de 2017, Moriello et al. font état de trois présentations cliniques, rapportées dans 

la littérature, pour lesquelles la biopsie a pu orienter le diagnostic (souvent confirmé par culture 

fongique). Lors de pseudomycétome (Zimmerman et al., 2003 ; Kano et al., 2009), lors de suspicion 

de pemphigus (Parker et Yager, 1997 ; Peters et al., 2007), ou encore, lors de présentation  

atypique de la maladie : granulome (Bergman et al., 2002), dermatite papuleuse à éosinophiles / 

mastocytes (Colombo et al., 2012) 

 Plusieurs colorations sont disponibles pour identifier les dermatophytes dans les tissus. La 

plus répandue est la coloration PAS (Acide périodique Schiff). La coloration HE (Hématoxyline et 

Eosine) est une alternative, peu utilisée cependant. Enfin, les colorations argentiques (type Gomori 

Grocott) peuvent s’avérer utile si la coloration HE n’a pas permis d’identifier la dermatophytose 

(Carlotti et Pin, 2002 ; Moriello et al., 2017).  

Les signes évocateurs de dermatophytose à rechercher en histopathologie  

sont les suivant (Carlotti et Pin, 2002) : présence d’arthroconidies autour des poils et de filaments 

dans les poils, hyperkératose, acanthose, croûtes, inflammation dermique discrète autour des 

vaisseaux sanguins et des follicules pileux, folliculite et/ou furonculose souvent associées 
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Les figures 13 et 14 sont des images de différents examens histopathologiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Examen histopathologique lors de dermatophytose : 

filaments mycéliens envahissant le poil et spores en surface ; 

coloration PAS, x250  

(Moriello et DeBoer, 1999) 

Figure 14 : Examen histopathologique lors de dermatophytose 

chez un chat : très nombreux filaments mycéliens envahissant la 

kératine épidermique ; coloration PAS, x250 (Moriello et DeBoer, 

1999) 
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2. Traitement des dermatophytoses du chien et du chat 

Bien qu’une guérison clinique spontanée ait été observée chez le chat en environ  

quatre mois (Moriello et DeBoer, 1995), mais également chez le jeune chien en environ  

deux mois (Medleau et Chalmers, 1992a), la mise en place d’un traitement adapté reste nécessaire 

pour des raisons éthiques, mais également pour prévenir le risque de contamination  

d’autres animaux ou des personnes au contact de l’animal teigneux (Carlotti et Pin, 2002). 

 Cette seconde partie présente dans un premier temps les différentes molécules utilisables 

en médecine vétérinaire, puis, les molécules utilisables pour la désinfection de l’environnement, et 

enfin, les recommandations actuellement. 

A. Principaux antifongiques disponibles  

Cette première sous-partie permet de lister les différentes molécules utilisables en médecine 

vétérinaire afin de traiter une dermatophytose. Ces molécules, classées en différentes familles, 

peuvent être administrées par voie topique, par voie systémique, ou les deux. Certaines sont 

également utiles afin de désinfecter l’environnement.  

Les traitements topiques permettent d’éliminer les spores sur les poils. Les traitements 

systémiques permettent de les éliminer directement dans les follicules pileux (Moriello, 2014) 

a. Griséofulvine 

La molécule antifongique la plus utilisée en médecine vétérinaire, pour le traitement systémique de 

la dermatophytose, est la griséofulvine (Vanden Bossche et al., 2003). Celle-ci est toutefois 

progressivement remplacée par des molécules de la familles des azolés (Riviere et Papich, 2017). 

La spécialité la plus utilisée en France à base de griséofulvine est le Fulviderm®. 

Son utilisation a été publiée pour la première fois en 1956, sur une dermatophytose 

expérimentale de cobaye (Gentles, 1958). Elle possède une AMM vétérinaire chez le chien et le 

chat (Bensignor et al., 2014). La figure ci-dessous montre la structure chimique de la griséofulvine.  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Structure chimique de la 

griséofulvine 

 (Vanden Bossche et al., 2003) 
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 Mécanisme d’action 

La griséofulvine, isolée à partir d’une moisissure appelée Penicillium griseofulvum  

en 1939 (Oxford et al., 1939), est une molécule à action fongistatique, c’est-à-dire, qui inhibe la 

croissance du champignon (Riviere et Papich, 2017).  

Une fois à l’intérieur de la cellule, la griséofulvine interrompt le cycle mitotique en 

interagissant avec les microtubules, bloquant ainsi la cellule en métaphase. Elle peut également 

affecter les microtubules cytoplasmiques, et perturber ainsi les transports des constituants de la 

paroi cellulaire (Polak, 1990 ; Vanden Bossche et al., 2003 ; Riviere et Papich, 2017) 

 Spectre d’activité 

Son spectre d’activité est limité aux champignons responsables de dermatophytose (Vanden 

Bossche et al., 2003 ; Riviere et Papich, 2017). La sensibilité de certaines souches de M. canis 

isolées à partir de chats vis-à-vis de cette molécule atteint jusqu’à 88,8% (Carlotti et Pin, 2002). 

 Pharmacocinétique 

La griséofulvine est une molécule très liposoluble dont l’absorption orale est très variable mais 

augmentée par la prise de repas riche en graisse (Riviere et Papich, 2017).  

Une fois absorbée, la griséofulvine est distribuée dans les kératinocytes de la peau, des poils, et des 

ongles. Une détection dans le stratum corneum est possible seulement quelques heures après 

l’administration. 

 Bien que le temps de demi-vie de la griséofulvine dans le plasma des chiens soit de 47 min 

(Harris et Riegelman, 1969), la griséofulvine s’accumule dans le stratum corneum et y persiste 

longtemps à des concentrations efficaces. La griséofulvine se lie aux kératinocytes et s’accumule 

dans le stratum corneum où elle persiste jusqu’à la desquamation (Riviere et Papich, 2017).  

La griséofulvine est métabolisée rapidement par le foie, en démethylgriséofulvine  

(Chang et al., 1975 ; Riviere et Papich, 2017). 

 Utilisation  

Afin d’optimiser son absorption orale, la griséofulvine existe sous deux formes : micronisée et 

ultramicronisée. La forme ultramicronisée administrée par voie orale, possède une biodisponibilité 

de presque 100%, contrairement à la forme micronisée qui, elle, en possède une plus variable, allant 

de 25 à 70% (Riviere et Papich, 2017). 

La forme micronisée se donne par voie orale, à raison de 50 mg/kg par jour, en deux prises 

(Carlotti et Pin, 2002 ; Bensignor et al., 2014 ; Riviere et Papich, 2017), le tout associé à un repas 

riche en graisse qui permet une meilleure absorption (Lin et al., 1973 ; Lin et Symchowicz, 1975). 

Elle peut être présentée sous forme de comprimés (125, 250, ou 500mg), de gélules (125 ou 

250mg), ou de sirop (125mg/mL). Un traitement d’au moins quatre semaines est recommandé 

(Riviere et Papich, 2017). 

La forme ultramicronisée s’administre de 5 à 30mg/kg par jour, en deux prises. Elle n’est, 

actuellement, pas disponible en France (Carlotti et Pin, 2002), et reste très peu utilisée en milieu 

vétérinaire en raison de son coût élevé (Riviere et Papich, 2017). 
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 Contre-indications et effets secondaires 

La griséofulvine est une molécule associée à de nombreux effets secondaires incluant une 

leucopénie, une anémie, une toxicité hépatique et neurologique. Ces effets sont plus marqués chez 

le chat que le chien.  

La griséofulvine possède plusieurs contre-indications. La première étant qu’elle ne doit 

surtout  

pas être prescrite chez les femelles gestantes, du fait de ses effets embryotoxiques et  

tératogènes (De Carli et Larizza, 1988 ; Vanden Bossche et al., 2003 ; Bensignor et al., 2014).  

Elle ne doit également pas être administrée chez des animaux de moins de 12 semaines, chez les 

reproducteurs, ou encore chez les chats FIV positifs, en raison d’un risque de développement de 

neutropénie iatrogène. 

La griséofulvine ne doit pas être administrée avec du phénobarbital. En effet, cela peut 

entraîner des niveaux sériques des deux molécules diminués (Vanden Bossche et al., 2003).  

Les effets indésirables les plus importants apparaissent généralement chez les chats : 

leucopénie, anémie, neurotoxicité, augmentation de l’activité des enzymes hépatiques (Helton et al., 

1986). D’autres effets peu fréquents, peuvent être retrouvés : troubles gastro-intestinaux, 

insuffisances hépatiques, et réactions cutanées (Bensignor et al., 2014) 

 Résistance 

Les résistances des dermatophytes vis-à-vis de la griséofulvine sont, pour l’heure, assez rares.  

Toutefois, une première étude en médecine humaine sur 32 personnes a montré des 

Concentrations Minimales Inhibitrices pour T. rubrum de l’ordre de 3mg/L voire supérieure (Korting 

et al., 1995). D’après une autre étude, une telle CMI indiquerait une résistance (Artis, 1981).  

De plus, une moindre sensibilité de M. gypseum vis-à-vis de la griséofulvine a récemment 

été décrite chez le chien, avec des valeurs de CMI supérieures à 1,5mg/L (Nardoni et al., 2013) 

b. Azolés  

Les molécules de la famille des azolés possèdent un large spectre d'activité et sont  

disponibles à la fois sous forme topique, et sous forme systémique (oral ou intraveineuse).  

Les azolés sont divisés en deux catégories (Riviere et Papich, 2017) suivant le nombre d’atomes 

d’azote portés par les cycles azolés :  

- Les imidazolés (clotrimazole, miconazole, kétoconazole…) 

- Les triazolés (fluconazole, itraconazole, voriconazole…)  
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Les structures chimiques de ces différentes molécules sont regroupées dans la figure suivante. 

 

 

 

 

 Mécanisme d’action 

Le mécanisme d’action des azolés est basé sur leur effet exercé sur la membrane cellulaire des 

dermatophytes. Ils inhibent le cytochrome P450 qui est responsable de la synthèse de l’ergostérol, 

un stérol primaire présent dans la membrane de la cellule fongique (Riviere et Papich, 2017). 

L'inhibition de cette enzyme entraine une baisse de la concentration en ergostérol dans la membrane 

cytoplasmique des filaments fongiques. Ce phénomène est rendu possible via la liaison de l'atome 

d’azote (N3 pour les imidazolés et N4 des triazolés) à l'atome de fer hémique du cytochrome P450 

ferrique. La formation du complexe Fe3+ nécessaire à l'hydroxylation des stérols méthyliques est  

ainsi empêchée. Les stérols produits ont alors une configuration altérée mais sont tout de même 

intégrés dans les membranes plasmiques en modifiant ses propriétés (Riviere et Papich, 2017). 

Les spécialités à base d'azolés ont pour la plupart une action fongistatique pour des 

concentrations atteintes cliniquement et leur puissance est liée à leur affinité pour le cytochrome 

P450. Compte tenu de la proximité structurale entre le cytochrome P450 des champignons et celle 

des Mammifères, les azolés peuvent aussi interagir avec les cytochromes P450 des animaux traités 

(Riviere et Papich, 2017).  

Figure 16 : Structure chimique de différents 

antifongiques azolés  

(Schrapp et Lamoureux, 2018) 
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Les imidazolés sont moins spécifiques du cytochrome P450 fongique que les triazolés et peuvent 

donc produire des effets secondaires attribués à l'inhibition des enzymes du cytochrome P450 

(Polak, 1990). 

 Interactions médicamenteuses 

De nombreuses interactions médicamenteuses peuvent être notées avec les antifongiques azolés 

en raison de l’inhibition du cytochrome P450 des Mammifères traités. Cette famille d’enzyme étant 

responsable du métabolisme de très nombreux médicaments, les azolés peuvent en réduire leur 

élimination et augmenter significativement leurs concentrations plasmatiques. À l’inverse, une 

administration simultanée à des molécules induisant les enzymes du cytochrome P450 peut réduire 

de manière importante la concentration de l’azolé (Riviere et Papich, 2017). 

La molécule possédant la plus grande capacité à inhiber les enzymes du cytochrome P450 

et donc, à être sujet à des interactions médicamenteuses, est le kétoconazole (Aidasani et al., 2008) 

puis viennent l’itraconazole, le voriconazole et le fluconazole (Riviere et Papich, 2017). 

 Les azolés peuvent également modifier l’absorption, la distribution et l’élimination de 

certaines molécules en inhibant les glycoprotéines P, responsables du franchissement de 

membrane de certains médicaments. Ces pompes sont présentes en particulier dans l'intestin, où 

leur rôle est de limiter l'absorption de certains substrats, mais aussi dans les reins, les yeux, le foie 

ou encore, le système nerveux central (Riviere et Papich, 2017).  

L’itraconazole est l’azolé qui possède la plus grande capacité à inhiber les glycoprotéines P 

suivi par le kétoconazole et le voriconazole (Wang et al., 2002).  

Enfin, le fluconazole, lui, possède peu d'interaction avec la glycoprotéine P. En raison aussi 

de sa plus faible interaction avec le cytochrome P450, c’est l’azolé le moins sujet aux interactions 

médicamenteuses (Yasuda et al., 2002). 

1. Kétoconazole 

Le kétoconazole est un imidazolé de deuxième génération comprenant un groupe cétal (Vanden 

Bossche et al., 2003). Il possède une AMM pour l’utilisation systémique chez le chien. Il ne possède 

toutefois pas d’AMM en utilisation topique (Bensignor et al., 2014). Cette molécule est disponible 

sur le marché depuis 1979 (Riviere et Papich, 2017). Une des spécialités les plus utilisées contenant 

cette molécule est le Kétofungol®. 

 Spectre d’activité 

Le kétoconazole est efficace contre la plupart des dermatophytes (Riviere et Papich, 2017). Il est 

également efficace pour traiter les affections à Candida spp., Malassezia pachydermatis, C. immitis, 

H. capsulatum, et B. dermatitidis (Riviere et Papich, 2017). 
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 Pharmacocinétique 

Le kétoconazole est une molécule très lipophile (Moriello et al., 2017). Elle est relativement insoluble, 

sauf dans un environnement acide. C’est pourquoi il est recommandé de l’administrer avec un repas 

riche en graisse qui stimulera la sécrétion d’acides gastriques post-prandiale (Bensignor et al., 2014 

; Riviere et Papich, 2017). De plus, l’absorption du kétoconazole étant directement influencée par 

l’acidité gastrique, il n’est donc pas recommandé de l’administrer avec des molécules telles que les 

antiacides, les bloqueurs de H2, et les inhibiteurs de la pompe à protons des cellules pariétales, au 

risque de réduire sa dissolution dans l’estomac (Vanden Bossche et al., 2003 ; Riviere et Papich, 

2017).  

Le kétoconazole est une molécule fortement liée aux protéines (> 98%). Ainsi, il ne peut pas 

se distribuer dans les tissus tels que le liquide céphalorachidien, le liquide séminal ou encore, les 

sécrétions lacrymales. Il peut toutefois se retrouver dans le lait (Riviere et Papich, 2017).  

L’avantage du kétoconazole est qu’il se répartit dans la peau mais également dans les tissus 

sous-cutanés. Cela le rend très efficace pour le traitement des infections cutanées fongiques 

superficielles.  

Le kétonazole, est métabolisé par le foie  par désalkylation et hydroxylation aromatique, et 

ainsi, converti en de nombreux dérivés lorsqu’administré en per os (Vanden Bossche et al., 2003 ; 

Riviere et Papich, 2017). Son temps de demi-vie est de deux heures chez le chien (Riviere et Papich, 

2017).  

 Utilisation  

Le kétoconazole est administré par voie per os, à la dose de 10 mg/kg/jour en une prise unique avec 

un repas riche en graisse (Bensignor et al., 2014 ; Riviere et Papich, 2017). 

Le traitement doit être administré pour une durée minimale de quatre à six semaines. 

Idéalement, l’animal doit être traité au-delà de la résolution des signes cliniques (Riviere et Papich, 

2017). 

 Contre-indications et effets secondaires 

Le kétoconazole ne doit pas être prescrit chez les femelles gestantes, en lactation, ou encore, chez 

les insuffisants hépatiques (Bensignor et al., 2014 ; Riviere et Papich, 2017). 

Les effets indésirables les plus couramment retrouvés, bien que rares,  

comportent des vomissements, anorexie, diarrhée, troubles nerveux (ataxie, tremblements, 

abattement), et intolérance hépatique. Ces troubles sont plus fréquents chez le chat (Medleau et 

Chalmers, 1992b ; Bensignor et al., 2014). Ils sont généralement dose-dépendants. Leur impact 

peut ainsi être diminué en utilisant des doses plus faibles, ou en fractionnant la dose totale en 

plusieurs petites doses distribuées au court de la journée (Riviere et Papich, 2017). 
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 Interactions médicamenteuses 

En raison de son action inhibitrice sur le cytochrome P450, l'administration de kétoconazole conduit 

à une moindre élimination de molécules telles que la ciclosporine. Il peut alors être nécessaire de 

diminuer la dose administrée afin de ne pas risquer d’atteindre une dose toxique pour le  

patient (Bensignor et al., 2014). La dose de ciclosporine utilisée peut être réduite jusqu'à 75%.  

En cas de traitement immunosuppresseur basé sur cette molécule, le coût peut alors en être réduit  

d’environ 58% (Dahlinger et al., 1998). 

De plus, le kétoconazole, administré à la dose de 100 mg/kg entraîne une inhibition de la 

glycoprotéine P intestinale. Cela entraîne une augmentation de l’Aire Sous la Courbe (ASC) de la 

concentration plasmatique en fonction du temps de la prednisolone administrée par voie orale (Van 

der Heyden et al., 2012).  

De même, une administration conjointe de kétoconazole et de méthadone conduit à une 

augmentation importante de la concentration de méthadone dans le plasma, et donc à une 

augmentation de son ASC (KuKanich et al., 2011). 

2. Fluconazole 

Le fluconazole est un triazolé de troisième génération, possédant des propriétés 

pharmacocinétiques supérieures à celles d’autres azolés tel que le kétoconazole et utilisé par voie 

systémique. Il est également à l’origine de moins d’effets indésirables (Riviere et Papich, 2017 ; 

Plumb, 2018). Il ne possède pas d’AMM vétérinaire en France (Rochette et al., 2003), et son 

utilisation est fortement déconseillée car réservée à la médecine humaine (Bensignor et al., 2014). 

 Spectre d’activité 

Le spectre d’activité du fluconazole comporte les espèces fongiques du genre Blastomyces, 

Candida, Coccidioides, Cryptococcus, ou Histoplasma. En outre, il peut également être administré 

en médecine vétérinaire pour traiter les dermatophytoses (Riviere et Papich, 2017 ; Plumb, 2018).  

 Pharmacocinétique (Riviere et Papich, 2017 ; Plumb, 2018) 

Contrairement au kétoconazole, le fluconazole est rapidement et correctement absorbé  

(jusqu’à 90%) par voie orale, indépendamment des caractéristiques physico-chimiques du tube 

digestif. La concentration maximale disponible est atteinte une à quatre heures après la prise orale.  

Le fluconazole est également facilement distribué dans tout le corps de l’animal grâce à son 

faible poids moléculaire, son hydrosolubilité, et son faible taux de liaison protéique. Il pénètre ainsi 

correctement dans les yeux, le liquide péritonéal, ou encore, le liquide céphalo-rachidien. 

Le fluconazole est principalement éliminé par les reins, ce qui conduit à des concentrations 

élevées dans les urines. Cela le rend utile notamment dans le traitement des cystites fongiques. 

Les informations présentes dans la littérature indiquent que chez l'homme, le temps de demi-

vie sérique du fluconazole est d'environ 30 heures. Cela est bien évidemment valable pour des 

patients possédant une fonction rénale normale. En raison de sa demi-vie longue, de doses de 

charges sont nécessaire en début de traitement afin d’atteindre rapidement la concentration 

d’équilibre. Un ajustement de la posologie peut être nécessaire chez les patients insuffisants rénaux. 
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 Utilisation  

Les doses habituellement utilisées sont de 2,5 à 5 mg/kg chez le chien pour  le traitement de 

l’aspergillose (Sharp et al., 1991) et de 50 mg par chat, en deux prises orales pour le traitement de 

la coccidioidomycose (Malik et al., 1992). Il n’existe, pour l’heure, pas d’AMM pour les 

dermatophytoses (Rochette et al., 2003).  

 Contre-indications et effets secondaires 

Le fluconazole ne doit pas être utilisé chez les patients souffrant d'insuffisance hépatique. De plus, 

étant donné le rôle important des reins dans son élimination, il peut être nécessaire, comme vu 

précédemment, d'ajuster les doses ou les intervalles d'administration du fluconazole chez les 

individus souffrant d'insuffisance rénale. Le fluconazole ne doit pas, non plus, être administré chez 

les patients y présentant une hypersensibilité (Plumb, 2018). 

Enfin, des effets indésirables bénins, sont signalés dans 5 à 30% des cas : élévation des 

enzymes hépatiques notamment (Riviere et Papich, 2017). 

 Interactions médicamenteuses 

Les interactions médicamenteuses sont beaucoup plus rares avec le fluconazole qu’avec le 

kétoconazole. 

 

3. Itraconazole 

L’itraconazole, synthétisé pour la première fois en 1980 est un dérivé triazolé (1,2,4-triazole), 

hautement lipophile, et presque totalement insoluble dans l’eau (Riviere et Papich, 2017).  

C’est une base faible, qui est seulement protonée à faible pH, comme dans l’estomac par exemple 

(Vanden Bossche et al., 2003 ; Riviere et Papich, 2017). L’itraconazole possède une AMM chez le 

chat uniquement (Bensignor et al., 2014). On le retrouve dans l’Itrafungol®. 

 Spectre d’activité 

L’itraconazole possède, entre autre, une excellente activité contre M. canis, T. mentagrophytes, et  

M. gypseum (Vanden Bossche et al., 2003 ; Riviere et Papich, 2017). 

 Il est également actif contre les champignons appartenant au genre Candida, Malassezia, 

Sporothrix, Pythium, Histoplasma, Aspergillus, Blastomyces, Coccidioides ou Cryptococcus (Riviere 

et Papich, 2017). 

 Pharmacocinétique 

Comme le kétoconazole, l’itraconazole est mieux absorbé dans un environnement acide. 

Après un repas la biodisponibilité chez le chien passe à 99,8% alors qu’elle n’est que de 40% à  

jeun (Van Cauteren et al., 1987).   

Par ailleurs, l'itraconazole est fortement lié aux protéines (99,8%) dont 95% à  

l'albumine (Heykants et al., 1989). Néanmoins, en raison de son caractère lipophile, et son affinité 

élevée pour les protéines tissulaires, l’itraconazole est largement distribué dans tout l’organisme.  

Les niveaux les plus élevés sont observés dans le foie, le cortex rénal (Heykants et al., 1989), mais 

également dans les graisses, ainsi que dans les glandes sébacées (Moriello et al., 2017).  
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L'itraconazole est très largement métabolisé par l’organisme. En effet, seulement 1% de la 

forme active, et environ 35% de la forme inactive, sont excrétés dans les urines. La voie d’élimination 

préférentielle de l’itraconazole est la voie biliaire (Riviere et Papich, 2017). 

Son temps de demi-vie plasmatique chez le chien est, suivant les études, de 8 à 12 h (Van 

Cauteren et al., 1987), de 28 h (Yoo et al., 2002 ; Riviere et Papich, 2017), ou encore, de 44 à 58 

heures (Heykants et al., 1989). 

En outre, l’itraconazole persiste plus longtemps dans les tissus que dans le plasma.  

A titre d’exemple, il peut être retrouvé dans l’épithélium vaginal jusqu’à quatre jours après la prise 

orale, et jusqu’à quatre semaines après l’arrêt du traitement dans la peau et les ongles (Riviere et 

Papich, 2017). Cette particularité permet donc une administration intermittente comme il sera détaillé 

dans la section « Utilisation». 

 Utilisation  

L’itraconazole est l’un des antifongiques systémiques les plus utilisés en médecine vétérinaire.  

Par ailleurs, il est mieux toléré que le kétoconazole et possède nettement moins d’effets 

endocriniens (Riviere et Papich, 2017). 

L’itraconazole, comme vu précédemment, persiste dans le stratum corneum, et ce, jusqu’à 

deux à quatre semaines après l’arrêt du traitement. De plus, il peut être excrété dans le sébum, 

augmentant ainsi les concentrations présentes dans la peau (Bensignor et al., 2014 ; Riviere et 

Papich, 2017).  

Les doses recommandées chez le chat sont variables. De 5 à 10 mg/kg  une fois par jour, 

par voie orale, et ce, pendant au moins 56 jours. Ou encore, 10 mg/kg, une fois par jour, pendant 

une durée de 28 jours, suivie d'une thérapie intermittente : une semaine de traitement puis une 

semaine d’arrêt, etc. Enfin, des doses plus faibles, de 1,5 à 3 mg/kg, avec une prise par jour pendant 

des cycles de deux semaines, sont également utilisées (Moriello, 2004).  

Le schéma thérapeutique le plus utilisé afin de traiter la dermatophytose est de 10 mg/kg, en 

une prise orale par jour pendant une semaine, suivi d’un arrêt du traitement pendant une semaine, 

et ainsi de suite. Cela est rendu possible par la persistance d’une concentration suffisante du 

médicament dans le stratum corneum et les poils pendant la phase sans traitement (Vlaminck et 

Engelen, 2004 ; Bensignor et al., 2014) 

 Contre-indications et effets secondaires 

L'itraconazole est mieux toléré que le kétoconazole chez le chat. Cependant, des effets secondaires 

indésirables, bien que rares, peuvent toujours survenir. En effet, l’animal peut présenter des 

vomissements, de la diarrhée, du ptyalisme, de l’anorexie (le plus fréquent), ainsi qu’une apathie 

modérée et transitoire. Enfin, une élévation transitoire des enzymes hépatiques, associée ou non à 

un ictère, peut être observée dans de très rares cas (Bensignor et al., 2014 ; Riviere et Papich, 2017 

; Moriello et al., 2017). 

Il est donc conseillé de réduire la dose administrée chez les animaux pour lesquels des effets 

indésirables sont observés. En effet, les effets secondaires comme l’anorexie ou les vomissements 

chez le chat semble être directement liés à la dose d’itraconazole administrée (Mancianti et al., 

1998).  
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Par ailleurs, les contre-indications de l’itraconazole concernent surtout les animaux sujets à 

des problèmes cardiaques, ou présentant un dysfonctionnement hépatique (Bensignor et al., 2014). 

Son utilisation est également à éviter chez les femelles gestantes (Riviere et Papich, 2017). 

 Interactions médicamenteuses 

Même si l’inhibition du CYP450 par l’itaconazole est plus faible qu’avec le kétoconazole, cette 

molécule peut interagir avec le métabolisme d’autres molécules. Par exemple, l’administration 

conjointe d’itraconazole et de ciclosporine peut conduire à une augmentation de la concentration en 

ciclosporine chez le chat (Katayama et al., 2010). L’administration répétée d’itraconazole peut aussi 

entraîner une réduction de sa clairance et de sa demi-vie d’élimination au cours du temps.  

4. Enilconazole 

L’énilconazole est un imidazole utilisé en traitement topique de l’animal, ou de l’environnement, 

ayant la particularité de posséder un effet résiduel après application (Riviere et Papich, 2017). Il 

possède une AMM vétérinaire chez le chat, mais aussi chez le chien, en association avec 

l’Imavéral® (Bensignor et al., 2014). 

 Spectre d’activité 

L’énicolnazole possède une excellente activité contre les dermatophytes, et les champignons 

filamenteux en général. 

 Utilisation  

L’énilconazole, sous forme de lotion à 10%, est à appliquer sur tout le corps, deux fois par semaine 

pendant au moins quatre semaines. Pour se faire, il est conseillé de diluer un volume de lotion pour 

cinquante volumes d’eau, de frictionner l’animal à rebrousse-poil, et de ne pas le rincer (Bensignor 

et al., 2014 ; Riviere et Papich, 2017). 

  Attention toutefois, un traitement topique seul des lésions à l’éniconazole n’est pas 

recommandé mais doit être réalisé en association avec un traitement par voie générale (Moriello et 

al., 2017). 

 Par ailleurs, l’énilconazole est plus efficace par voie topique que la chlorhexidine, le 

kétoconazole, la povidone iodée, ou encore, l’hypochlorite de sodium (White-Weithers et Medleau, 

1995) 

 Enfin, l’énilconazole présente également une bonne efficacité dans la désinfection de 

l’environnement. Il est disponible en aérosol, nébuliseur, ou bougie (ex : Clinafarm®) et est très 

efficace à une concentration de 20µg/L. Son principale inconvénient est un coût élevé (Bensignor et 

al., 2014 ; Moriello et al., 2017). 

 Contre-indications et effets secondaires 

L’énilconazole est bien toléré, bien que, dans de rares cas, de l’anorexie, des vomissements, de la 

salivation, de l’ataxie, voire de la prostration soient retrouvées (Bensignor et al., 2014). De plus, il 

existe un risque de décoloration des poils blancs vers un poil grisâtre. Cette décoloration peut 

s’avérer permanente (Hnilica et Medleau, 2002). 
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5. Miconazole 

Le miconazole est un antifongique topique. C’est un imidazole actif notamment contre certains 

champignons réfractaires à l'amphotéricine B (Riviere et Papich, 2017). 

 Spectre d’activité 

Le spectre d’activité du miconazole est large, et comporte, entre autres, les levures et les 

champignons filamenteux (Riviere et Papich, 2017). 

 Utilisation  

Le miconazole est rarement utilisé de nos jours en traitement principal contre la dermatophytose du 

chien et du chat. Il peut se retrouver sous forme de crème à 2%, de spray, ou de  

lotion à 1% (Riviere et Papich, 2017). 

De plus, l’association miconazole et chlorhexidine, sous forme de shampooing à 2%, 

présente une AMM chez le chat pour le traitement de M. canis. Cette association permet de rendre 

le miconazole plus efficace (Moriello et al., 2017). Ce shampooing est à appliquer sur tout le corps, 

en laissant poser dix minutes puis en rinçant, et ce, deux fois par semaine. Les effets indésirables 

sont rares, et inclus un érythème, et du prurit (Bensignor et al., 2014). 

Comme pour l’énicolnazole, un traitement topique seul à base de miconazole n’est pas 

recommandé (Moriello et al., 2017). 

c. Terbinafine 

La terbinafine est une molécule d’origine synthétique de la famille des allylamines, mise au point par 

modification chimique de la naftifine (Petranyi et al., 1984 ; Carlotti, 2008). De par ses propriétés 

hautement fongicides, elle est utilisée dans le traitement systémique de la dermatophytose (Riviere 

et Papich, 2017). 

 La figure ci-dessous représente la structure chimique de la terbinafine. 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Structure chimique de  

la terbinafine 

(Balfour et Faulds, 1992) 
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 Mécanisme d’action 

La terbinafine empêche l’époxydation du squalène, en inhibant de manière réversible la synthèse 

de la squalène époxydase. Cette inhibition est concentration-dépendante (Darkes et al., 2003).  

Le squalène intervient tôt dans le cycle de synthèse de l’ergostérol. L’inhibition de son époxydation 

empêche donc la conversion du lanostérol en cholestérol et/ou en ergostérol, entrainant ainsi une 

diminution de la teneur en ergostérol, ainsi qu’une augmentation de la teneur en squalène dans la 

membrane de la cellule fongique. Cette perturbation de la membrane cellulaire résulte finalement 

dans la mort de la cellule fongique (Barrett-Bee et al., 1986 ; Balfour et Faulds, 1992 ; Darkes et al., 

2003 ; Aliyu, 2012). 

 Spectre d’activité (Riviere et Papich, 2017) 

Le spectre d’activité de la terbinafine comporte, entre autres, les dermatophytes du genre 

Microsporum et Trychophyton.  

La terbinafine est également efficace contre certains Aspergillus, mais également contre 

Blastomyces dermatitidis, Cryptococcus neoformans, Sporothrix schenckii, Histoplasma 

capsulatum, Candida spp. et Malassezia spp. 

 Pharmacocinétique 

Comme vu précédemment, la terbinafine est un antifongique d’action systémique. Sa biodisponibilité 

orale est modérée à élevée dans la plupart des espèces : 31% pour le chat (Wang et al., 2012), 46% 

pour le chien, et jusqu’à 85% chez la souris (Jensen, 1989) 

Le temps de demi-vie après administration orale de 20 à 30 mg/kg de terbinafine est 

d’environ 8 h, chez le chien comme chez le chat. Les concentrations sériques maximales atteintes 

chez ces deux espèces sont de l’ordre de 3 à 4 µg/ml (Williams et al., 2011 ; Wang et al., 2012 ; 

Riviere et Papich, 2017). 

Par ailleurs, le caractère lipophile de la terbinafine lui permet de bien diffuser dans tout 

l’organisme, et en particulier, dans la peau riche en sébum, dans les follicules pileux, ou encore, 

dans les griffes/ongles. Utilisée sur des chats, la terbinafine atteint des concentrations dans le poil 

d’environ 3,62 µg par gramme après quatre mois de traitement à  la dose de 30 à 40 mg/kg  (Riviere 

et Papich, 2017). 

Enfin, tout comme l’itraconazole, la terbinafine possède une très grande fraction liée aux 

protéines plasmatiques, à hauteur de 99% chez le chien et le lapin (Jensen, 1989). 

 Utilisation  

Les doses recommandées de terbinafine pour le traitement de la dermatophytose sont variables. 

Chez les chiens on trouve couramment la dose de 30 à 35 mg/kg, administrée quotidiennement. 

Pour le chat, la dose est de 30 mg/kg, administrée une fois par jour. Ce traitement doit être maintenu 

pendant un minimum de 14 jours, voire être poursuivi jusqu’à soixante jours (Moriello, 2004). 

D’autres études affirment qu’une dose de 20 à 40 mg/kg, en une prise avec un repas, toutes les 48 h 

semble suffisante (Carlotti, 2008 ; Bensignor et al., 2014). 

De plus, la terbinafine à des doses d’environ 20 à 40 mg/kg, s’avère être autant efficace que 

l’itraconazole pour le traitement de la dermatophytose à M. canis de chats vivant en collectivité, et 

notamment en refuge (Moriello et al., 2013) 
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 Contre-indications et effets secondaires 

La terbinafine ne se liant pas aux enzymes du cytochrome P450, elle ne cause pas d’interactions 

médicamenteuses, et n’inhibe pas non plus la synthèse des stéroïdes. Aucun effet tératogène n’a, 

pour l’heure, été rapporté (Riviere et Papich, 2017). 

Chez le chien, une dose quotidienne de 30 mg/kg peut entrainer une augmentation des 

enzymes hépatiques, associée à des troubles gastro-intestinaux, et un halètement (Berger et al., 

2012).  

Chez le chat, les effets secondaires les plus fréquemment rencontrés sont également les 

troubles gastro-intestinaux (en particulier les vomissements), parfois associés à des prurits cervico-

faciaux (Carlotti, 2008 ; Riviere et Papich, 2017).  

 

B. Désinfection de l’environnement 

Plusieurs agents sont utilisés en médecine vétérinaire afin d’éliminer les dermatophytes dans 

l’environnement : des nettoyants, des antiseptiques, ou encore, des désinfectants. Ceux-ci ne sont 

pas différenciés par leur contenu chimique, mais plutôt, par le rôle qu’ils doivent jouer. Un nettoyant 

va dissoudre les impuretés et ainsi faciliter leur élimination. Un antiseptique est un biocide appliqué 

directement sur des tissus vivants, comme la peau, par exemple. Enfin, un désinfectant va agir 

comme un antiseptique, mais sur des surfaces non vivantes (Riviere et Papich, 2017).  

a. Les nettoyants 

Le nettoyage chimique ne doit s’effectuer, pour être efficace, qu’après un nettoyage  

mécanique. Les produits utilisés doivent alors être laissés posés au moins 10 min (Moriello et al., 

2013). 

 Les nettoyants sont composés de tensioactifs, ou des détergents. Ceux-ci vont éliminer les 

impuretés ainsi que les organismes contaminants par un processus de solubilisation. Ils peuvent 

être classés en trois types, en fonction de la charge de la partie hydrophile de la molécule : 

anionique, cationique ou non ionique (Riviere et Papich, 2017).  

Les nettoyants anioniques sont majoritairement retrouvés sous forme de savons. Les savons 

sont des tensioactifs dont la structure générale est un sel de formule NaR-COO (avec R, une longue 

chaine carbonée liposoluble). En solution aqueuse, ils se dissocient en Na+ et R-COO-. Le radical 

R-COO- est donc une molécule amphiphile (possédant une région liposoluble et hydrosoluble). 

Grace à cette propriété, la molécule peut alors émulsionner et solubiliser les impuretés, la graisse 

et les membranes protoplasmiques. De ce fait, les nettoyants anioniques sont surtout utilisés dans 

la luttes contre les bactéries (Riviere et Papich, 2017). L’utilisation de nettoyants anioniques est 

fortement déconseillée lors de dermatophytose, leur spectre d’action étant surtout antibactérien et 

non antifongique (Bensignor et al., 2014). 

Les nettoyants cationiques sont des tensioactifs possédant une activité germicide. Pour cela, 

ils ont longtemps été utilisés comme désinfectants. Les composés d'ammonium quaternaire (ou 

QAC) sont des exemples (Riviere et Papich, 2017). 
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b. Les antiseptiques 

Les antiseptiques réduisent la population microbienne sur la peau, et sur les tissus vivants en 

général, en perturbant de façon non spécifique les membranes cellulaires. Ils ne sont pas utilisables 

dans la décontamination de l’environnement (Riviere et Papich, 2017). 

c. Les désinfectants 

La désinfection n’est à réaliser qu’après avoir correctement rincé les produits nettoyants/détergents 

préalablement utilisés. C’est un procédé qui va éliminer la majorité des organismes pathogènes, à 

l’exception des formes sporulés. La désinfection ne doit pas être confondue avec la 

stérilisation (Riviere et Papich, 2017). 

Un bon désinfectant comporte, entre autre : un large spectre, une activité conservée en 

présence de matières organiques (sang, matières fécales), une action rapide, ainsi qu’une faible 

toxicité, et un faible coût (Riviere et Papich, 2017). 

 L’hypochlorite de sodium 

L’hypochlorite de sodium, ou « eau de javel », est un composé halogéné possédant des propriétés 

bactéricides, fongicides, mais également contre les virus et les protozoaires (Riviere et Papich, 

2017). Elle agit rapidement (moins de deux minutes) en détruisant la membrane cellulaire et en 

dénaturant les protéines (Deplazes et al., 2016) 

L’hypochlorite de sodium possède une bonne efficacité désinfectante, à condition d’être diluée 

à des concentrations de 1 :10 à 1 :100, et appliquée deux fois par semaine (Bensignor et al., 2014 ; 

Moriello et al., 2017). Toutefois, ce produit bon marché présente de nombreux 

inconvénients (Moriello et al., 2017 ; Riviere et Papich, 2017) :  

- Conservation de maximum une semaine dans un récipient opaque car instable à la lumière 

- Risque d’évaporation de gaz toxiques si mélangée à d’autres produits ou à de l’eau chaude 

- Mauvaise odeur 

- Décoloration des fibres et surfaces colorées 

- Irritation si en contact de la peau des humains et des animaux 

 Le peroxyde d’hydrogène accéléré 

Le peroxyde d'hydrogène accéléré (ou AHP) est un agent oxydant possédant, entre autre, des 

propriétés fongicides (Riviere et Papich, 2017). Il est efficace contre M. canis, et peut remplacer 

l’hypochlorite de sodium, à condition que les surfaces aient subi un nettoyage mécanique et 

chimique préalable correct (Moriello et Hondzo, 2014). 

Le peroxyde d’hydrogène accéléré se retrouve sous forme concentrée, ou bien, de produits 

prêts à l'emploi. Contrairement au peroxyde d’hydrogène disponible en vente libre, l’AHP contient 

une plus faible concentration de peroxyde d'hydrogène. Celui-ci est associé à un mélange de 

tensioactifs et de stabilisants (Moriello et Hondzo, 2014 ; Riviere et Papich, 2017).  

L’AHP est surtout utilisé dans les milieux médicaux et vétérinaires. Ce produit est à manipuler 

avec précaution, car il ne doit surtout pas être mélanger avec de l’eau de javel (Moriello et al., 2017). 
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C. Recommandations actuelles 

a. Modalité de traitement 

Il est primordial, lors du traitement d’une dermatophytose, de respecter scrupuleusement les 

recommandations présentes dans le RCP (Résumé des Caractéristiques du Produit).  

Le traitement topique, essentiel quel que soit le degré d’atteinte de l’animal, doit être administré sur 

l’ensemble du corps, sans rinçage ultérieur, et ce, deux fois par semaine (Parasitologie EnvA).  

Pour se faire, le propriétaire doit s’équiper de gants jetables. Cela fait, il dilue la solution (1 volume 

d’énilconazole pour 50 volumes d’eau tiède), et, à l’aide d’un gant de toilette, applique le produit par 

tapotements (plutôt que par frottements), sur l’ensemble de l’animal. Une fois l’application 

correctement réalisée, l’animal peut alors être séché au sèche-cheveux. Le produit ne doit pas être 

rincé (Guillot et al., 2011). 

Pour un animal atteint vivant seul, l’association d’un traitement topique et d’un  

traitement systémique est nécessaire. Il faut, bien évidemment, prendre des précautions afin  

d’éviter une possible contamination humaine, et réaliser des visites de contrôle régulièrement 

(Guillot et al., 2011) (Bensignor et al., 2014). 

Pour un animal vivant avec un ou deux congénères, il est essentiel de vérifier le statut de 

tout le monde. Cela fait, il semble judicieux de commencer par isoler les animaux sains.  

Selon certaines études, un traitement topique seul peut être envisagé (Bensignor et al., 2014), même 

si d’autres affirment que tout animal, même sain, qui a été en contact avec un animal teigneux, doit 

bénéficier d’un traitement systémique en plus du traitement topique (Carlotti et Pin, 2002). En cas 

de culture faiblement positive, l’animal doit être traité exactement comme un individu présentant une 

culture fortement positive (Bensignor et al., 2014). 

De plus, quel que soit le traitement, celui-ci doit être mis en place pour une durée  

minimale de quatre à six semaines, voire jusqu’à dix semaines en l’absence de suivi.  

L’arrêt ne doit être envisagé idéalement qu’après l’obtention de deux cultures négatives  

consécutives (Guillot et al., 2011). En effet, il est très important de toujours vérifier par une culture 

la disparition totale de l’infection, car la dermatophytose peut persister malgré une guérison clinique 

apparente (Colombo et al., 2001). 

Enfin, il est primordial de rappeler qu’un traitement à base de corticoïde doit être totalement 

proscrit, et ce, quelle que soit leur forme d’administration. En effet, l’utilisation antérieur de 

corticoïdes peut rendre inefficace le traitement antifongique mis en place (Guillot et al., 2011).  

b. Désinfection de l’environnement 

Le traitement de l’environnement, bien qu’indispensable, n’est pas toujours réalisé. Pourtant, 

bien mise en place, cette démarche permet de raccourcir la durée du traitement, d’éviter la présence 

en culture de faux positif due au portage, mais également de minimiser les risques de transmission 

de la maladie à l’Homme et aux autres animaux du foyer (Moriello et al., 2017). Le terme 

« environnement » regroupe ici le milieu de vie de l’animal, mais également les surfaces, ainsi que 

les ustensiles, jusqu’aux véhicules, avec lesquels l’animal infecté est rentré en contact (Guillot et al., 

2011). 
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En effet, dans une maison où vit un chat atteint de dermatophytose, jusqu’à mille spores de 

M. canis par m3 d’air peuvent être retrouvés (Symoens et al., 1989). Ces spores peuvent, eux, 

survivre chacun jusqu’à dix-huit mois dans l’environnement, en l’absence de décontamination 

(Colombo et al., 2001). 

Une étude, réalisée sur 21 chats et 9 chiens, tous positifs à M. canis, a échantillonné les 

surfaces mais également l’air, à l’intérieur des habitations de ces trente animaux. Une contamination 

des surfaces a été retrouvée chez 100% des habitations contenant des chats, et pour 4/9 soit 44% 

des habitations contenant des chiens. Les environnements les plus fortement infectés étaient ceux 

contenant des chatons. De plus, des propriétaires infectés par M. canis ont été retrouvés dans huit 

des trente ménages. Ces huit ménages contenaient tous au moins un chat, et sept d’entre eux, un 

chaton. Enfin, cette étude a montré que les chats étaient à l’origine d’une contamination double 

(surface et air), tandis que les chiens, eux, ne contaminaient que les surfaces (Mancianti et al., 2003) 

 Nettoyage mécanique 

Le nettoyage mécanique est la base du traitement de l’environnement (Bensignor et al., 2014).  

Celui-ci doit être réalisé, idéalement, par aspiration avec destruction des sacs, et ce, tous  

les jours (Carlotti et Pin, 2002). Une insistance toute particulière est à apporter aux lieux de couchage 

des animaux infectés (Guillot et al., 2011).  

 Un nettoyage mécanique des écuelles (trempage pendant deux minutes dans de l’eau 

chaude puis lavage jusqu’à obtenir une vaisselle visiblement propre), sans nécessité de 

désinfection, peut également se montrer efficace afin d’éliminer M. canis (Moriello, 2019). 

En ce qui concerne les tissus (draps, rideaux, etc…), un lavage mécanique bien réalisé, peu 

importe la température, est suffisant (Moriello, 2016).  

Pour les tapis, on commence par une aspiration mécanique en prenant soin d’enlever les 

gros débris de poil, puis on les lave deux fois avec de l’eau chaude (Moriello et al., 2017). Pour plus 

de sécurité, on peut également les traiter à l’énilconazole (Guillot et al., 2011). 

Les ustensiles de soin (peignes, brosses), doivent être nettoyés avec minutie, puis traités, 

eux aussi, à l’énilconazole, de même que les cages ayant été utilisées pour transporter les animaux.  

 Détergents 

Une fois le nettoyage mécanique réalisé, on peut effectuer un lavage à base de détergents, en 

laissant poser le produit pendant 10 min (Moriello et al., 2013). 

 Désinfection 

Il s’agit de la dernière étape du traitement de l’environnement. La désinfection doit être réalisée 

après lavage au détergent et rinçage. Comme vu précédemment, plusieurs produits  

sont disponibles. Le plus couramment utilisé est l’eau de javel. Le péroxyde d’hydrogène  

se révèle, lui aussi, intéressant. Ces deux produits ne doivent, toutefois, pas être  

mélangés (Moriello et Hondzo, 2014 ; Moriello et al., 2017 ; Riviere et Papich, 2017). 
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c. Confinement 

Afin de rendre le nettoyage de l’environnement plus efficace, et de limiter les risques de nouvelle 

contamination, on recommande souvent d’isoler les animaux malades. Toutefois, confiner un animal 

est une chose difficile, d’autant plus les chatons et les chiots, qui ont besoin de se sociabiliser. 

L’isolement peut donc être pratiqué, mais le moins de temps possible. Pendant cette période, la 

fréquence de nettoyage peut passer à deux fois par semaine, associée à un retrait quotidien des 

poils de l’animal dans la pièce où il est confiné (Moriello et al., 2017). 

d. Traitement des congénères 

Le traitement des congénères est essentiel. En effet, on a remarqué de nombreux échecs 

thérapeutiques dans les cas où seul l’animal malade du foyer était traité (Bensignor et al., 2014).  

 Idéalement, tous les animaux atteints doivent être traités par une association de  

traitements topiques et systémiques, qu’ils soient sévèrement atteints ou porteurs de seulement 

quelques colonies (Carlotti, 2008). Les animaux sains, dont la culture mycologique est revenue 

négative, doivent être isolés des atteints (Guillot et al., 2011 ; Bensignor et al., 2014), et 

éventuellement, bénéficier d’un traitement topique (Carlotti, 2008). 

e. Tonte 

Il y a de cela quelques années, la tonte était systématiquement recommandée. Certains articles, 

cependant, ont montré que cela peut aggraver les signes cliniques, notamment chez le chat.  

En effet, la tonte peut provoquer des microtraumatismes sur la peau, dans lesquelles le champignon 

va pouvoir pénétrer, et entrainer une infection profonde. De plus, la tondeuse peut également 

disséminer les spores dans l’environnement (Carlotti et Pin, 2002). 

En conclusion, une tonte intégrale peut être envisagée en cas de très grande 

infection, d’animal à poils longs, ou partageant son milieu de vie avec un grand nombres de 

congénères, en prenant bien soin de détruire les poils (en les brûlant par exemple), et en la réalisant 

très prudemment afin de ne pas empirer les lésions (Colombo et al., 2001 ; Carlotti et Pin, 2002 ;  

Guillot et al., 2011). 

f. Cas particulié des chatteries/chenils/élevages 

Chez les animaux vivants en communauté, le pathogène le plus souvent impliqué est M. canis.  

Un des enjeux majeurs dans le cas de forte concentration de population est le nombre élevé de 

porteurs mécaniques asymptomatiques (le test à la lampe de Wood sera négatif dans ces cas-là).  

Le risque de faux positifs à la culture est alors plus important, entrainant parfois une exposition de 

l’animal prolongée aux traitements, voire même, en cas de « non-guérison », une euthanasie.  

De plus, les chats vivants en communauté sont plus enclins à se battre et donc à présenter des 

microtraumatismes, pouvant alors favoriser l’infection par le dermatophyte (Moriello, 2014).  
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Dans ces cas-là, le plus important est d’avoir une bonne organisation. Afin de faciliter le 

traitement ainsi que le suivi, il est conseillé de réaliser des groupes en fonction des statuts (malades, 

porteurs, sains) des animaux, et de les isoler les uns des autres. Les nouveaux arrivants doivent 

obligatoirement passer par une quarantaine, et être testés par culture mycologique, avant d’intégrer 

les différents groupes. Dans certains cas, un traitement topique de prévention composé d’au moins 

deux bains à l’énilconazole peut être recommandé. Attention toutefois, le  

confinement ne doit pas être trop long, notamment pour les chatons qui ont besoin de se sociabiliser. 

Des réévaluations doivent donc être réalisées très régulièrement. Enfin, il est essentiel  

de mettre en place une bonne hygiène ainsi qu’un traitement des locaux en insistant surtout sur le 

lavage mécanique (cf désinfection de l’environnement), associés au port d’une  

tenue adaptée, et à une marche en avant : commencer par les sains, et finir par les  

malades  (Hnilica et Medleau, 2002 ; Guillot et al., 2011 ; Bensignor et al., 2014 ; Moriello, 2014 ; 

Newbury et al., 2015).  

Pour résumer, un traitement réussi se compose d’un traitement topique, associé  

à un traitement sytémique, et à un nettoyage mécanique et éventuellement une désinfection de 

l’environnement (Moriello et al., 2017), et ce, si possible, sur tous les animaux en  

contact, jusqu’à négativation des cultures (Carlotti et Pin, 2002), pendant six semaines  

minimum (Guillot et al., 2011) 

3. Causes d’échec thérapeutique 

Cette dernière partie présente les causes d’échec thérapeutique dans le traitement des 

dermatophytoses. Pour cela, une distinction doit être faite entre un échec qualifié de « partiel » : 

imputable à une rechute ou à une récidive, et un échec « total » (c’est-à-dire que le traitement n’a 

jamais été efficace). La possibilité d’une résistance aux antifongiques est également présentée. 

A. Rechute  

Une rechute est définie comme « une reprise évolutive d’une maladie qui était en voie de guérison » 

(Dictionnaire de français Larousse). Autrement dit, de nouvelles lésions apparaissent, et/ou, des 

cultures faiblement positives redeviennent fortement positives, chez un animal qui n’était pas 

totalement guéri. Face à une rechute, plusieurs hypothèses sont possibles : 

- Mauvaise observance du traitement (ex : oubli, diminution de la dose ou arrêt complet du 

traitement par le propriétaire ou le vétérinaire sans mycologie de contrôle car l’animal semble 

cliniquement guéri), 

- Perte de vue (ex : propriétaire qui ne revient pas en contrôle car l’animal semble cliniquement 

guéri). 
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B. Récidive  

Les récidives se caractérisent par une infection récurrente. La présentation clinique se compose 

d’une guérison clinique et mycologique complète, suivie presque immédiatement d'une réapparition 

des lésions (Shivanna et Inamadar, 2017). 

Une récidive est généralement le fruit d’une nouvelle contamination. Cette nouvelle 

contamination peut venir de l’environnement (notamment si le milieu de vie de l’animal n’a pas été 

correctement traité) ou des congénères (vivants avec l’animal et non/pas suffisamment traités, ou 

congénères extérieurs).  

De même, des états dits de « comorbidité » peuvent favoriser une récidive. Dans la littérature 

humaine, par exemple, le diabète, l’anémie, la présence de tumeurs malignes internes, ou encore, 

les dysfonctionnements d'organes, ainsi que les traitements immunosuppresseurs, peuvent être à 

l’origine de récidives (Shivanna et Inamadar, 2017). 

C. Echec thérapeutique avéré 

Dans une minorité de cas, une réponse faible, voire aucune réponse au traitement peuvent être 

observées. Les causes à rechercher sont alors : 

- L’utilisation de molécules inadaptées contre la dermatophytose (ex : Chlorhexidine seule, 

povidone iodée seule, lufénuron) (Bensignor et al., 2014), 

- La présence d’un type clinique « récalcitrant » (ex : Utilisation antérieure de corticoïdes 

topiques rendant inefficace les agents antifongiques topiques) (Shivanna et Inamadar, 2017), 

- L’utilisation d’un traitement insuffisamment efficace contre les dermatophytes  

(ex : Traitement topique seul) (Carlotti et Pin, 2002 ; Bensignor et al., 2014), 

- La mauvaise observance du traitement (ex : Doses et/ou fréquences trop faibles), 

- L’éventuelle résistance aux antifongiques utilisés.  

D. Résistance aux antifongiques 

La résistance aux antifongiques est l’une des causes souvent évoquées en cas  

d’échec thérapeutique « total ». En effet, la médecine vétérinaire disposant d’un arsenal 

thérapeutique réduit concernant la lutte contre les dermatophytes, la pression de  

sélection (= contrainte environnementale encourageant une espèce à évoluer dans une direction 

donnée) exercée par les molécules antifongiques conduit naturellement à la sélection de souches 

résistances, qu’elles soient directement administrées au patient, ou répandues dans  

l’environnement (Guillot et Dannaoui, 2016 ; Shivanna et Inamadar, 2017).  

 Deux types de résistance sont à distinguer : 

- La résistance intrinsèque 

- La résistance acquise 

 La résistance intrinsèque 

Elle est présente chez la totalité des souches d’une espèce (Guillot et Dannaoui, 2016). 
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 La résistance acquise  

Elle est induite, sous l’effet d’une exposition répétée à un antifongique donné, par un 

processus de sélection génétique. Ce phénomène peut être observé vis-à-vis de n’importe quel 

agent antifongique, et ce, pour n’importe quelle espèce de dermatophytes. Plusieurs mécanismes 

peuvent conduire à ce type de résistance (Guillot et Dannaoui, 2016 ; Shivanna et Inamadar, 2017) : 

- Modification par mutation génétique de la structure du site cible de l’antifongique, 

- Augmentation des cibles intracellulaires par modification du promoteur du gène, 

- Augmentation de l’efflux du médicament par surexpression des pompes  

membranaires ; la concentration d’antifongique dans la cellule est alors rapidement  

réduite (Cuenca-Estrella, 2014), 

- Diminution de l'absorption des médicaments, 

- Formation de biofilms. 

Pour exemple, les molécules fréquemment utilisées en médecine vétérinaire dans le  

traitement de la dermatophytose font partie des azolés. Or, une résistance concernant les  

azolés va fréquemment apparaitre en cas de modification de la cible de l’antifongique (14-a-

déméthylase) (Guillot et Dannaoui, 2016). 

Par ailleurs, quelques études font état de moindre sensibilité de certains dermatophytes à des 

antifongiques particuliers. En effet, il est rapporté une moindre efficacité de la griséofulvine vis-à-vis 

de certaines souches de M. gypseum (Nardoni et al., 2013). D’autres études se sont intéressées 

aux résistances rencontrées avec la terbinafine. Jusqu’à lors peu nombreuses, plusieurs cas ont été 

décrits récemment, notamment deux au Danemark, en 2017 et 2018 (Khurana et al., 2019).  

En outre, une étude de 2018 en Inde, a mis en évidence, chez 20 cas humains infectés par 

Trichophyton interdigitale, 32% de résistance à la terbinafine. Le mécanisme mis en jeu impliquerait 

un ensemble de mutations ponctuelles du gène cible de la squalène époxydase (enzyme essentielle 

à la biosynthèse de l'ergostérol) conduisant à des substitutions d'acides aminés (Singh et al., 2018) 

Toutefois, pour pouvoir catégoriser une souche en « sensible » / « intermédiaire » / 

« résistante », plusieurs étapes sont nécessaires. En effet, la réalisation de tests microbiologiques 

est essentielle, de même que la comparaison des CMI (=concentration minimale inhibitrice) du 

dermatophyte isolé avec celles d’autres isolats de la même espèce. Tout ceci est combiné à une 

détermination des seuils épidémiologiques, ainsi que des seuils cliniques de sensibilité. Attention 

cependant, car bien qu’une souche puisse être considérée comme « résistante » lorsque l’activité 

de l’antifongique choisi est associée à une probabilité importante d’échec thérapeutique, les seuils 

cliniques nécessaires à l’affirmation de ce qualificatif ne sont, chez l’Homme, pas disponibles pour 

toutes les espèces fongiques. Il n’est donc pas toujours possible de faire une réelle distinction entre 

des isolats sensibles, intermédiaires, ou résistants.  

En conclusion, bien que le phénomène de résistance soit régulièrement évoqué en cas d’échec 

thérapeutique, les preuves biologiques d’une réelle résistance d’un isolat dermatophytique à un 

antifongique donné, ne sont presque jamais rapportées.   
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Deuxième partie : études prospectives et 

rétrospectives 

1. Introduction 

Cette deuxième partie rapporte les résultats de deux études, l’une prospective, l’autre rétrospective, 

portant sur des cultures mycologiques de chiens et de chats réalisées au laboratoire de mycologie 

du BioPôle Alfort (EnvA). Leur objectif était de comparer les informations retrouvées dans la 

littérature, mais également de déterminer les principales causes pouvant mener à un échec 

thérapeutique.  

2. Matériels et méthode  

A. Etude prospective 

a. Objectif de l’étude 

L’objectif principal de cette première étude, regroupant 35 cas, est de mesurer la durée nécessaire 

pour obtenir une guérison suite à une infestation. Le deuxième objectif était de vérifier la bonne 

observance des consignes de visites de controles dans un contexte universitaire. 

b. Origine des animaux 

Les animaux intégrés à cette étude sont tous des chiens ou des chats, patients du Centre Hospitalier 

Universitaire Vétérinaire d’Alfort (ChuvA), sans critère de sélection d’âge, ou de sexe. Ils ont tous 

été reçus en consultation de Dermatologie entre le 1er mars 2019 et le 1er mars 2020.  

c. Présentation du protocole 

Afin d’être inclus dans l’étude, les animaux devaient présenter des lésions compatibles avec une 

dermatophytose (alopécie, croutes, squamosis…) et un résultat de culture mycologique positif.  

Le vétérinaire en charge du cas n’avait aucune consigne concernant le traitement à mettre en place, 

ou sa durée, et pouvait choisir d’appliquer le plan thérapeutique qu’il désirait. L’animal devait revenir 

vingt-et-un jour après le début de son traitement pour réaliser une première mycologie de contrôle, 

puis deux semaines après la fin de son traitement, pour une deuxième mycologie de contrôle.  

 Compte tenu du peu de cas recueillis avec cette méthode, il a été décidé d’intégrer à cette 

étude tous les chiens et chats reçus au ChuvA pour dermatophytose, sur cette même période, mais 

n’ayant pas suivi ou respecté le protocole initialement défini.  
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d. Réalisation des prélèvements 

Les prélèvements ont été réalisés à l’aide de carrés de moquettes, passés dans un premier temps 

sur la totalité du corps des animaux, puis en insistant plus précisément sur les lésions visibles. Par 

la suite, le carré a été soigneusement emballé dans un morceau d’aluminium, et acheminé jusqu’au 

laboratoire de mycologie (BioPôle Alfort) pour la mise en culture. 

e. Mise en culture 

Les prélèvements récoltés ont été ensemencés sous une hotte à flux laminaire sur gélose de 
Sabouraud, additionnée de chloramphénicol 0,5 g/L et de cycloheximide 0,5 g/L. Les boîtes de Petri, 
incubée à 30°C, ont alors été examinées tous les jours, excepté le week-end et les jours fériés. 

f. Identification 

Une réponse positive peut être vue très rapidement, en seulement 3 à 4 jours après 
l'ensemencement parfois. Une identification macroscopique et microscopique a alors lieu. 

 
Une réponse négative (= "absence de dermatophyte") est déclarée 10 jours après 

l'ensemencement si aucune colonie de dermatophyte ne s'est développée.  

 
Lors de mycologie de contrôle, toutefois, le dermatophyte peut mettre plus de temps à se 

développer, de par l’effet de l'antifongique qui "affaiblit" le champignon. La réponse négative est 
toutefois faite à 10 jours, seulement, la boîte de Petri est conservée à l’étuve, et revérifiée au bout 
de quelques jours. Si le résultat se révèle positif, le vétérinaire en charge du cas est rappelé.   

 

B. Etude retrospective 

a. Objectif de l’étude 

Cette deuxième étude, regroupant un total de 115 cas, a été menée avec pour objectif d’étudier les 

pratiques couramment réalisées par les vétérinaires, dans un contexte non universitaire, et 

d’essayer d’en dégager d’éventuelles déficiences pouvant rendre compte d’un échec thérapeutique.  

b. Origine des animaux 

Les animaux intégrés à cette étude sont tous des chiens ou des chats, dont les cultures 

mycologiques ont été envoyées au laboratoire de mycologie du BioPôle d’Alfort (EnvA) entre le 1er 

Janvier 2018 et le 31 décembre 2019. 

c. Prélèvements et mise en culture 

 Les prélèvements sont non réalisés au ChuvA. Ainsi, la méthode de prélèvement  

peut différer d’un vétérinaire à l’autre et la technique n’est pas aussi codifiée que la méthode 

précédemmant indiquée. La mise en culture et l’identification suivent la méthode décrite ci-avant, 

dans la partie A (Etude prospective). 
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3. Résultats 

A. Etude prospective 

a. Animaux atteints 

 Répartition des espèces : chiens ou chats 

Pendant la période du 1er Mars 2019 au 1er Mars 2020, 26 chats et 9 chiens ont été 

diagnostiqués et suivis pour dermatophytose au ChuvA, soit 80% de chats et 20% de chiens.  

 

 Répartition de l’âge 

Sur les 26 chats de l’étude prospective : 12 étaient âgés de 6 mois ou moins (46,3%),  

2 avaient entre 6 mois et 1 an (7,7%), 9 avaient entre 1 an et 10 ans (34,5%), et 3 étaient âgés de 

plus de 10 ans (11,5%).  

La moyenne d’âge était de 45,6 mois avec un intervalle de confiance à 95%  

de ± 22,5 mois, soit un âge moyen de 3,8 ans ± 1,9 ans. 

 

 

 

80%

20%

Figure 18 : Répartition des espèces lors 
de l'étude prospective

Chats Chiens

46,3%

7,7%

34,5%

11,5%

Figure 19 : Répartition de l'âge chez les 
chats lors de l'étude prospective

Age ≤ 6 mois 6 mois < Age ≤ 1 an 

1 an < Age ≤ 10 ans Age > 10 ans
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Sur les 9 chiens de l’étude prospective : 1 était âgé de 6 mois ou moins (11,1%),  

2 avaient entre 6 mois et 1 an (22,2%), 5 avaient entre 1 an et 10 ans (55,6%) et 1 était âgé de plus 

de 10 ans (11,1%).  

La moyenne d’âge était de 49,2 mois avec un intervalle de confiance à 95% de ± 29,3 mois, 

soit un âge moyen de 4,1 ± 2,4 ans. 

  

b. Dermatophytes mis en évidence 

 Répartition des différentes espèces  

Sur les 26 chats de l’étude prospective, 26 étaient infectés par M. canis, soit un total de 

100%. 

Sur les 9 chiens de l’étude prospective, 8 étaient infectés par M. canis (89%),  

et 1 était infecté par T. mentagrophytes (11%). 

 

 

 

11,1%

22,2%

55,6%

11,1%

Figure 20 : Répartition de l'âge chez les 
chiens lors de l'étude prospective

Age ≤ 6 mois 6 mois < Age ≤ 1 an 

1 an < Age ≤ 10 ans Age > 10 ans

89%
100%

11%

Figure 21 : Répartition des espèces de 
dermatophytes chez le chien lors de 

l'étude prospective

M. canis T. mentagrophytes
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 Répartition du degré d’infection à M. canis 

Sur les 26 chats de l’étude prospective infectés par M. canis, 19 ont présenté une première 

culture mycologique fortement positive (73%), et 7 ont présenté une première culture faiblement 

positive (27%). 

 

Sur les 8 chiens de l’étude prospective infectés par M. canis, 2 ont présenté une première 

culture mycologique fortement positive (25%), et 6 ont présenté une première culture faiblement 

positive (75%). 

 

 

 

 

 

 

73%

27%

Figure 22 : Degré d'infection à M. canis 
chez les chats lors de l'étude prospective

M. canis très positif M. canis faiblement positif

25%

75%

Figure 23 : Degré d'infection à M. canis 
chez les chiens lors de l'étude prospective

M. canis très positif M. canis faiblement positif
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c. Protocoles thérapeutiques utilisés 

 Protocoles thérapeutiques 

Pour cette sous-partie, six protocoles thérapeutiques sont à distinguer : 

- Complet : Traitement systémique + Traitement Topique + Traitement de l’environnement 

- Syst + Top : Traitement systémique + Traitement Topique 

- Syst seul : Traitement systémique seul 

- Top seul : Traitement Topique seul 

- Top + Env : Traitement Topique + Traitement de l’environnement 

- Ø Traitement : Absence de traitement 

Sur les 26 chats de l’étude prospective, 7 ont bénéficié d’un traitement complet (27%),  

11 l’association d’un traitement systémique et topique (42%), 1 un traitement systémique  

seul (3,5%), 3 un traitement topique seul (11,5%), 2 l’association d’un traitement  

topique et d’un traitement de l’environnement (7,5%), et 2 n’ont pas été traités pour leur 

dermatophytose (7,5%). 

 

 De plus, chez les chats dont la première culture mycologique était fortement positive, 26,5% 

ont bénéficié d’un traitement complet, 47,5% une association d’un traitement systémique et topique, 

10,5% un traitement systémique seul, 10,5% une association d’un traitement topique et de 

l’environnement, et 5% n’ont pas été traités contre la dermatophytose. 

 Enfin, chez les chats dont la première culture mycologique était faiblement positive, 28,5% 

ont bénéficié d’un traitement complet, 28,5% une association de traitement systémique et topique, 

14,3% un traitement systémique seul, 14,3% un traitement topique seul, et 14,3% n’ont pas été 

traités contre la dermatophytose. 

 

 

 

27%

42%

3,5%

11,5%

7,5%

7,5%

Figure 24 : Répartition des protocoles 
thérapeutiques mis en place chez les chats lors 

de l'étude prospective

Complet Syst + Top Syst seul

Top seul Top + Env Ø Traitement
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Sur les 9 chiens de l’étude prospective, 3 ont bénéficié d’un traitement complet (33,3%),  

3 l’association d’un traitement systémique et topique (33,3%), 1 un traitement topique seul (11,1%) 

et 2 n’ont pas été traités pour leur dermatophytose (22,3%). 

 

De plus, chez les chiens à première mycologie très fortement positive, 100% ont bénéficié 

d’un traitement complet. 

Enfin, chez les chiens à première mycologie faiblement positive, 50% ont bénéficié d’une 

association de traitement systémique et topique, 16,7% un traitement topique seul, et 33,3% n’ont 

pas été traités contre la dermatophytose. 

 Molécules utilisées 

Concernant les molécules utilisées dans l’étude prospective, pour les traitements topiques, 

l’énilconazole (IMAVERAL ND) a été utilisé dans 100% des cas, indépendamment de l’espèce de 

l’animal. 

 Pour les traitements systémiques, 18 des 19 chats ayant bénéficié d’un traitement 

systémique ont été mis sous itraconazole (95%), tandis qu’un chat a été traité par la griséofulvine 

(5%). 

 

 

33,3%

33,3%

11,1%

22,3%

Figure 25 : Répartition des protocoles 
thérapeutiques mis en place chez les 

chiens lors de l'étude prospective

Complet Syst + Top Top seul Ø Traitement

5%

95%

Figure 26 : Molécules utilisées en 
traitement systémique chez les chats lors de 

l'étude prospective

Griséofulvine Itraconazole
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 De plus, sur les 6 chiens ayant bénéficié d’un traitement systémique, 5 ont été mis sous  

itraconazole (83,3%), tandis qu’un chien a été traité par la griséofulvine (16,7%). 

 

 Durée des traitements 

Sur les 24 chats ayant bénéficié d’un traitement, 9 ont été traités pendant 4 semaines 

(37,5%), 9 pendant 6 semaines (37,5%), 4 pendant 8 semaines (16,7%) et 2 pendant une durée 

supérieure à 8 semaines (8,3%). La durée moyenne du traitement était de 6,0 semaines avec un 

intervalle de confiance à 95% de ± 0,9 semaine (42,3 ± 6,4 jours). 

 

 

 

 

 

 

 

 

16,7%

83,3%

Figure 27 : Molécules utilisées en traitement 
systémique chez les chiens lors de l'étude 

prospective

Griséofulvine Itraconazole

37,5%

37,5%

16,7%

8,3%

Figure 28 : Répartition de la durée de 
traitement chez les chats lors de l'étude 

prospective

4 semaines 6 semaines 8 semaines > 8 semaines
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Sur les 7 chiens ayant bénéficié d’un traitement, 1 a été traité pendant 4 semaines (14,2%), 

4 pendant 6 semaines (57,2%) et 2 pendant 8 semaines (28,6%) La durée  

moyenne du traitement était de 6,3 semaines avec un intervalle de confiance à 95% de  

± 0,9 semaine (44,0 ± 6,7 jours). 

 

d. Contrôles 

 Nombre de contrôles réalisés 

Sur les 26 chats de l’étude prospective, 9 n’ont bénéficié d’aucune mycologie de contrôle (34,5%), 

11 ont eu une seule mycologie de contrôle (42,5%), et 6 ont eu 2 mycologies de contrôle (23%). 

  

 

 

 

 

 

 

14,2%

57,2%

28,6%

Figure 29 : Répartition de la durée de 
traitement chez les chiens lors de l'étude 

prospective

4 semaines 6 semaines 8 semaines

34,5%

42,5%

23%

Figure 30 : Nombre de mycologies de 
contrôle chez les chats
- Etude prospective -

0 Myco 1 Myco 2 Myco
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Sur les 9 chiens de l’étude prospective, 1 n’a bénéficié d’aucune mycologie de  

contrôle (11%), 4 ont eu 1 mycologie de contrôle (44,5%), et 4 ont eu 2 mycologies de  

contrôle (44,5%). 

  

 Nombre de premiers contrôles positifs 

Sur les 15 chats de l’étude prospective ayant bénéficié d’au moins une mycologie de contrôle,  

8 étaient négatifs (53%) et 7 étaient positifs (47%). 

 

 

 

 

 

 

 

11%

44,5%

44,5%

Figure 31 : Nombre de mycologies de contrôle 
chez les chiens

- Etude prospective -

0 Myco 1 Myco 2 Myco

53%

47%

Figure 32 : Résultats au premier contrôle
chez les chats lors de l'étude prospective

1er contrôle négatif 1er contrôle positif
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Sur les 10 chiens de l’étude prospective ayant bénéficié d’au moins 1 mycologie de contrôle,  

9 étaient négatifs (90%) et 1 était positif (10%). 

 

 Degré de positivité à l’introduction dans l’étude des premiers contrôles positifs  

Sur les 7 chats et 1 chien de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle,  

100% étaient très positifs pour le dermatophyte impliqué au moment de leur introduction dans 

l’étude. 

 Degré de positivité des premiers contrôles positifs 

Sur les 7 chats de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle, 2 étaient 

très positifs (28,5%), et 5 étaient faiblement positifs (71,5%). 

 

Le seul chien de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle était 

faiblement positif. 

 

90%

10%

Figure 33 : Résultats au 1er contrôle
chez les chiens

- Etude prospective -

1er contrôle négatif 1er contrôle positif

28,5%

71,5%

Figure 34 : Degré de positivité des premiers 
contrôles positifs chez les chats lors de l'étude 

prospective

Très positif Faiblement positif
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 Plans thérapeutique mis en place chez les animaux avec une culture positive au 

premier contrôle 

Sur les 7 chats de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle, 2 avaient 

été mis sous traitement complet (28,6%), 4 sous une association d’un traitement systémique et d’un 

traitement topique (57,1%), et 1 sous traitement topique seul (14,3%). 

De plus, les 2 chats très fortement positifs lors de leur suivi, avaient, pour l’un, été mis sous 

traitement topique seul (énilconazole), pour l’autre, sous une association topique et systémique 

(énilconazole et itraconazole). La durée du traitement était de 6 semaines dans les deux cas. Aucun 

de ces 2 chats n’est revenu en contrôle après cela. 

 

Le seul chien de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle était sous 

traitement complet. 

 Durée de traitements mis en place chez les animaux avec une culture positive au 

premier contrôle 

Sur les 7 chats de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle, 3 ont 

bénéficié d’un traitement de 4 semaines (43%), 3 un traitement de 6 semaines (43%), et 1 seul un 

traitement de 8 semaines (14%). La durée moyenne des traitements était donc de 5,4 semaines 

avec un intervalle de confiance à 95% de ± 1,0 semaine soit 38,0 ± 7,3 jours. 

 

28,6%

57,1%

14,3%

Figure 35 : Répartition des protocoles thérapeutiques mis en place chez les 
chats avec une culture positive au premier contrôle lors de l'étude 

prospective

Complet Syst + Top Topique

43%

43%

14%

Figure 36 : Durée de traitements mis en place chez les chats avec une 
culture positive au premier contrôle lors de l'étude prospective

4 semaines 6 semaines 8 semaines
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Le seul chien de l’étude prospective avec une culture positive au premier contrôle a bénéficié 

d’un traitement de 8 semaines. 

B. Etude rétrospective 

a. Animaux atteints 

 Répartition des espèces 

Pendant la période du 1er Janvier 2018 au 31 Décembre 2019, les cultures mycologiques de 

90 chats et 25 chiens se sont révélées positives, au laboratoire de mycologie du BioPôle Alfort, soit 

78% de chats et 22% de chiens. 

 

 Répartition de l’âge 

Sur les 90 chats de l’étude rétrospective, 44 étaient âgés de 6 mois ou moins (49%),  

12 avaient entre 6 mois et 1 an (13,3%), 27 avaient entre 1 an et 10 ans (30%) et 7 étaient âgés de 

plus de 10 ans (7,7%).  

La moyenne d’âge était de 32,6 mois avec un intervalle de confiance à 95% de ± 9,7 mois, 

soit un âge moyen de 2,7 ± 0,8 ans. 

 

78%

22%

Figure 37 : Répartition des chats et des chiens pour lesquels une culture 
mycologique positive (pour un dermatophyte) a été rapportée en 2018 et 2019

Chats Chiens

49%

13,3%

30%

7,7%

Figure 38 : Répartition de l'âge chez les 
chats lors de l'étude rétrospective

Age ≤ 6 mois 6 mois < Age ≤ 1 an 

1 an < Age ≤ 10 ans Age > 10 ans
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Sur les 25 chiens de l’étude rétrospective : 10 étaient âgés de 6 mois ou moins (40%),  

3 avaient entre 6 mois et 1 an (12%) et 12 avaient entre 1 an et 10 ans (48%).  

La moyenne d’âge était de 37,4 mois avec un intervalle de confiance à 95%  

de ± 14,0 mois, soit un âge moyen de 3,1 ± 1,2 ans. 

  

b. Dermatophytes mis en évidence 

 Répartition des différentes espèces  

Sur les 90 chats de l’étude rétrospective, 86 étaient infectés par M. canis (95,6%),  

et 4 étaient infectés par une autre espèce de dermatophyte (4,4%). Parmi ces 4 chats, 3 étaient 

infectés par T. mentagrophytes (75%), et 1 était infecté par M. gypseum (25%). 

 

 

 

 

40%

12%

48%

Figure 39 : Répartition de l'âge chez les 
chiens lors de l'étude rétrospective

Age ≤ 6 mois 6 mois < Age ≤ 1 an 1 an < Age ≤ 10 ans 
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Sur les 25 chiens de l’étude rétrospective, 16 étaient infectés par M. canis (64%),  

et 9 étaient infectés par une autre espèce de dermatophyte (36%). Parmi ces 9 chiens, 5 étaient 

infectés par M. gypseum (55,6%), 2 étaient infectés par T. mentagrophytes (22,2%) et 2 étaient 

infectés par M. persicolor (22,2%).  

 

 Répartition du degré d’infection à M. canis 

Sur les 86 chats de l’étude prospective infectés par M. canis, 71 ont présenté une première 

mycologie fortement positive (82,5%) et 15 ont présenté une première mycologie faiblement positive 

(17,5%). 

 

 

 

 

64,0%

22,2%

55,6%

22,2%
36,0%

Figure 41 : Répartition des espèces de dermatophytes mises en évidence chez 
le chien lors de l'étude rétrospective

M. canis T. mentagrophytes M. gypseum M. persicolor

82,5%

17,5%

Figure 42 : Degré d'infection à M. canis 
chez les chats lors de l'étude rétrospective

M. canis très positif M. canis faiblement positif
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Sur les 16 chiens de l’étude prospective infectés par M. canis, 9 ont présenté une première 

mycologie fortement positive (56%) et 7 ont présenté une première mycologie faiblement positive 

(44%). 

 

c. Protocoles thérapeutiques utilisés 

 Protocoles thérapeutiques 

Sur les 90 chats de l’étude prospective, 16 ont bénéficié d’un traitement complet (17,7%),  

52 l’association d’un traitement systémique et topique (57,7%), 12 un traitement systémique  

seul (13,5%), 9 un traitement topique seul (10%), et 1 l’association d’un traitement  

topique et d’un traitement de l’environnement (1,1%). 

 

 

 

 

 

56%

44%

Figure 43 : Degré d'infection à M. canis 
chez les chiens lors de l'étude rétrospective

M. canis très positif M. canis faiblement positif

17,7%

57,7%

13,5%

10,0%

1,1%

Figure 44 : Répartition des protocoles thérapeutiques mis en place chez les 
chats lors de l'étude rétrospective

Complet Syst + Top Syst seul Top seul Top + Env
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De plus, chez les chats avec une première culture mycologique fortement positive, 19,8% 

ont bénéficié d'un traitement complet, 64,7% une association de traitement systémique et topique, 

et 15,5% un traitement systémique seul.  

Enfin, chez les chats avec une première culture mycologique faiblement positive, 6,5% ont 

bénéficié d’un traitement complet, 26,5% une association de traitement systémique et topique, 6,5% 

un traitement systémique seul, 53% un traitement topique seul, et 6,5% n’ont pas été traités contre 

la dermatophytose. 

Sur les 25 chiens de l’étude prospective, 3 ont bénéficié d’un traitement complet (12%),  

9 l’association d’un traitement systémique et topique (36%), 9 un traitement systémique  

seul (36%), et 4 un traitement topique seul (16%). 

 

De plus, chez les chiens à première mycologie très fortement positive, 11,1% ont bénéficié 

d’un traitement complet, 55,6% une association d’un traitement systémique et topique, et 33,3% un 

traitement systémique seul. 

Enfin, chez les chiens à première mycologie faiblement positive, 14,5% ont bénéficié d’un 

traitement complet, 28,5% un traitement systémique seul, et 57% un traitement topique seul. 

 Molécules utilisées 

Concernant les molécules utilisées dans l’étude rétrospective, pour les traitements topiques, 

l’enilconazole (IMAVERAL ND) était utilisé dans 100% des cas, indépendamment de l’espèce de 

l’animal. 

 

 

 

 

 

 

 

12%

36%
36%

16%

Figure 45 : Répartition des plans thérapeutiques 
mis en place chez les chiens lors de l'étude rétrospective

Complet Syst + Top Syst seul Top seul
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 Concernant les molécules utilisées dans l’étude rétrospective, pour les traitements 

systémiques, 51 des 80 chats ayant bénéficié d’un traitement systémique ont été mis sous  

itraconazole (63,75%), 28 ont été mis sous griséofulvine (35%), et 1 chat a, lui, été mis sous 

kétoconazole (1,25%). 

 

 De plus, sur les 21 chiens ayant bénéficié d’un traitement systémique, 18 ont été mis sous  

griséofulvine (85,7%), tandis que 3 chiens ont, eux, été mis sous kétoconazole (14,3%). 

 

 

 

 

 

 

 

 

35%

63,75%

1,25%

Figure 46 : Molécules utilisées en traitement systémique chez 
les chats lors de l'étude rétrospective

Griséofulvine Itraconazole Kétoconazole

85,7%

14,3%

Figure 47 : Molécules utilisées en traitement systémique chez 
les chiens lors de l'étude rétrospective

Griséofulvine Kétoconazole
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 Durée des traitements 

Concernant la durée des traitements mis en place lors de l’étude rétrospective,  

sur les 90 chats ayant bénéficié d’un traitement, 21 ont été traités pendant 4 semaines (23,3%), 39 

pendant 6 semaines (43,3%), 25 pendant 8 semaines (27,8%), et 5 pendant une durée supérieure 

à 8 semaines (5,6%). La durée moyenne du traitement était de 6,4 semaines avec un intervalle de 

confiance à 95% de ± 0,4 semaine (44,7 ± 2,7 jours). 

 

Sur les 25 chiens ayant bénéficié d’un traitement, 3 ont été traités pendant moins de 4 

semaines (12%), 4 pendant 4 semaines (16%), 14 pendant 6 semaines (56%), 2 pendant 8 

semaines (8%), et 2 pendant une durée supérieure à 8 semaines (8%). La durée moyenne du 

traitement était de 5,5 semaines avec un intervalle de confiance à 95% de ± 0,8 semaine (38,5 ± 5,7 

jours). 

 

 

 

 

23,3%

43,3%

27,8%

5,6%

Figure 48 : Répartition des durées de traitement 
chez les chats lors de l'étude rétrospective

4 semaines 6 semaines 8 semaines > 8 semaines

12%

16%

56%

8%

8%

Figure 49 : Répartition des durées de traitement 
chez les chiens lors de l'étude rétrospective

< 4 semaines 4 semaines 6 semaines 8 semaines > 8 semaines
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d. Contrôles 

 Nombre de contrôles réalisés 

Sur les 90 chats de l’étude rétrospective, 38 n’ont bénéficié d’aucune mycologie de  

contrôle (42%), 37 ont eu 1 mycologie de contrôle (41%), 12 ont eu 2 mycologies de contrôle 

(13,5%), et 3 ont eu plus de 2 mycologies de contrôle (3,5%) 

 

Sur les 25 chiens de l’étude rétrospective, 12 n’ont eu aucune mycologie de  

contrôle (48%), 12 ont eu 1 mycologie de contrôle (48%), et 1 a eu 2 mycologies de contrôle (4%). 

 

 

 

 

 

42%

41%

13,5%

3,5%

Figure 50 : Nombre de mycologies de contrôle 
chez les chats lors de l'étude rétrospective

0 Myco 1 Myco 2 Myco plus de 2 Myco

48,00%

48,00%

4%

Figure 51 : Nombre de mycologies de contrôle 
chez les chiens lors de l'étude rétrospective

0 Myco 1 Myco 2 Myco
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 Moment du premier contrôle 

Chez les chats, les premiers contrôles sont en moyenne réalisés 8,27 +/- 1,20 semaines 

après le début du traitement. De plus, 25% des vétérinaires réalisent le premier contrôle avant la fin 

du traitement, quand 28,8% le prévoient juste à l’arrêt du traitement, et 46,2% au moins une semaine 

après l'arrêt du traitement. Dans ce dernier cas de figure, le contrôle mycologique est réalisé en 

moyenne 4,58 +/- 2,04 semaines après l'arrêt du traitement. Enfin, 50% des vétérinaires réalisent le 

premier contrôle mycologique deux semaines après l'arrêt du traitement. 

Chez les chiens, les premiers contrôles sont en moyenne réalisés 9,62 +/- 5.81 semaines 

après le début du traitement. De plus, 30,8% des vétérinaires réalisent le premier contrôle avant la 

fin du traitement, quand 46,2% le prévoient juste à l’arrêt du traitement, et 23% au moins une 

semaine après l'arrêt du traitement. Dans ce dernier cas de figure, le contrôle mycologique est 

réalisé en moyenne 22 +/- 16 semaines après l'arrêt du traitement. Enfin, 33,3% des vétérinaires 

réalisent le premier contrôle mycologique deux semaines après l'arrêt du traitement. 

 Nombre de premiers contrôles positifs 

Sur les 52 chats de l’étude rétrospective ayant eu au moins 1 mycologie de contrôle,  

28 étaient négatifs (56,5%), et 24 étaient positifs (43,5%). 

 

Sur les 13 chiens de l’étude prospective ayant eu au moins une mycologie de contrôle,  

10 étaient négatifs (77%), et 3 étaient positif (23%). 

 

43,5%

56,5%

Figure 52 : Résultats au 1er contrôle
chez les chats lors de l'étude rétrospective

1er contrôle négatif 1er contrôle positif

77%

23%

Figure 53 : Résultats au 1er contrôle
chez les chiens lors de l'étude rétrospective

1er contrôle négatif 1er contrôle positif
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 Degré de positivité à l’introduction dans l’étude des premiers contrôles positifs  

Sur les 24 chats de l’étude rétrospective positifs au 1er contrôle, 23 étaient très positifs pour 

le dermatophyte impliqué au moment de leur introduction dans l’étude (96%), et 1 seul était 

faiblement positif pour le dermatophyte impliqué au moment de son introduction dans l’étude (4%) 

 

 

Sur les 3 chiens de l’étude rétrospective positifs au 1er contrôle, 2 étaient très positifs pour le 

dermatophyte impliqué au moment de leur introduction dans l’étude (66,7%), et un seul était 

faiblement positif pour le dermatophyte impliqué au moment de son introduction dans l’étude (33,3%) 

 

 

 

 

 

 

96%

4%

Figure 54 : Degré de positivité à l'introduction dans l'étude, des 1ers 
contrôles positifs chez les chats lors de l'étude rétrospective

Très positif Faiblement positif

66,7%

33,3%

Figure 55 : Degré de positivité à l'introduction dans l'étude, des 
1ers contrôles positifs chez les chiens lors de l'étude rétrospective

Très positif Faiblement positif
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 Degré de positivité des premiers contrôles positifs 

Sur les 24 chats de l’étude rétrospective positifs au 1er contrôle, 4 étaient très positifs (16,5%), 

et 20 étaient faiblement positifs (83,5%). 

 

Les 3 chiens de l’étude rétrospective positifs au 1er contrôle étaient tous  

faiblement positifs (100%). 

 Plans thérapeutique mis en place chez les animaux à 1ers contrôles positifs 

Sur les 24 chats de l’étude rétrospective avec une mycologie positive au 1er contrôle,  

2 avaient été mis sous traitement complet (8,333%), 20 sous une association d’un traitement 

systémique et d’un traitement topique (83,333%), et 2 sous traitement systémique seul (8,333%). 

De plus, les 4 chats très fortement positifs lors de leur suivi étaient alors tous sous 

traitement topique et systémique. 2 d’entre eux se sont révélés négatifs lors de leur 2e suivi. 1 s’est 

révélé faiblement positif à son 2e suivi, et n’est plus revenu. Le dernier n’a jamais eu de 2e suivi.  

 

 

16,5%

83,5%

Figure 56 : Degré de positivité des 1ers contrôles 
positifs chez les chats lors de l'étude rétrospective

Très positif Faiblement positif

8,3%

83,3%

8,3%

Figure 57 : Répartition des protocoles thérapeutiques mis en place chez 
les chats avec un premier contrôle positif lors de l'étude rétrospective 

Complet Syst + Top Systémique
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Sur les 3 chiens de l’étude rétrospective avec une mycologie positive au 1er contrôle, 2 étaient 

sous traitement complet (66,7%), et 1 sous association d’un traitement topique et d’un traitement 

systémique (33,3%) 

 

 Durée de traitements mis en place chez les animaux avec un premier contrôle positif 

Sur les 24 chats de l’étude rétrospective avec une mycologie positive au 1er contrôle,  

2 ont bénéficié d’un traitement de 4 semaines (8%), 7 un traitement de 6 semaines (29%), 11 un 

traitement de 8 semaines (46%), et 4 un traitement de plus de 8 semaines (17%). La durée moyenne 

des traitements était donc de 7,7 semaines avec un intervalle de confiance à 95% de ± 0,9 semaine 

soit 53,7 ± 6,2 jours. 

 

 

 

 

 

66,7%

33,3%

Figure 58 : Répartition des protocoles thérapeutiques mis en place chez 
les chiens avec un premier contrôle positif lors de l'étude rétrospective

Complet Syst + Top
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29%

46%

17%

Figure 59 : Durée de traitements mis en place chez les chats avec 
un premier contrôle positif lors de l'étude rétrospective

4 semaines 6 semaines 8 semaines > 8 semaines
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Sur les 3 chiens de l’étude rétrospective avec une mycologie positive au 1er contrôle, un seul 

a bénéficié d’un traitement de 6 semaines (33%) et 2 d’un traitement de plus de 8 semaines (67%).  

La durée moyenne des traitements était donc de 8,7 semaines avec un intervalle de confiance à 

95% de ± 2,2 semaines soit 60,7 ± 15,0 jours. 

 

 

4. Discussion 

A. Etude prospective 

Les objectifs de cette étude ont été atteints. Il faut cependant rester prudent, compte tenu de la petite 

taille de l’échantillon (35 cas). Transposer ces résultats à l’ensemble de la population des chats et 

des chiens atteints de dermatophytoses en France n’est pas envisageable.  

a. Animaux atteints 

 Répartition des espèces : chiens ou chats 

La majorité des sujets inclus dans l’étude, et donc, atteints de dermatophytose, sont des chats 

(80%). Ces résultats sont en accord avec les données retrouvées dans la littérature, faisant état d’un 

plus grand nombre de cas de dermatophytose chez les chats que chez les chiens (Murmu et al., 

2015).  

On ne peut cependant exclure totalement un biais d’échantillonnage de la population source 

vis-à-vis de la population cible, pouvant fausser les résultats sus-cités. En effet, le nombre de chats 

retrouvés dans les foyers en région parisienne est nettement supérieur à celui  

des chiens : 11% des chats de France se situent en agglomération parisienne, contre 8,6% des  

chiens de France (« Enquête Facco/Sofres », 2008). Cela pourrait, en partie, expliquer que l’écart 

de pourcentage observé ici soit bien supérieur à celui de la littérature. 

 

33%

67%

Figure 60 : Durée de traitements mis en place chez les chiens avec 
un premier contrôle positif lors de l'étude rétrospective

6 semaines > 8 semaines
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 Répartition des âges chez le chat 

Plus de la moitié (54%) des chats atteints de dermatophytose et inclus dans l’étude, sont des 

jeunes, âgés de moins de 12 mois. Ces résultats restent en accord avec les données retrouvées 

dans la littérature, confirmant que les individus jeunes ont plus de risque de se contaminer que les 

autres (Sparkes et al., 1993 ; Bond, 2010 ; Bensignor et al., 2014). Les individus âgés (> 10 ans), 

semblent, eux, moins représentés que dans la littérature (11,5%). 

De plus, 34,5% des chats atteints de dermatophytose sont adultes, avec un âge situé entre 

12 mois et 10 ans. L’âge moyen (3,8 ± 1,9 ans) tend à montrer que les jeunes adultes sont plus 

souvent contaminés que les individus vieillissants.  

L’interprétation de ces données reste toutefois complexe. En effet, ces résultats n’ont été 

obtenus qu’à partir de 26 individus, ce qui représente un échantillon limité. 

 Répartition des âges chez le chien 

Plus de la moitié (55,6%) des chiens atteints de dermatophytose et inclus dans l’étude, sont 

des individus adultes, avec un âge situé entre 12 mois et 10 ans. Les individus de moins de 12 moins 

sont, ici, moins représentés que chez les chats, avec un total de 33,3%. Là encore, l’interprétation 

de ces données reste difficile compte tenu du faible effectif. 

 Comparaison des moyennes – Test de Welch 

Pour savoir si la différence observée entre les moyennes d’âge des chats (3,8 ans) et des 

chiens (4,1 ans) est significative, un test de Welch est réalisé. Le test de Welch peut être utilisé 

comme équivalent du test de Student, lorsque deux échantillons ne présentent pas la même 

variance. On regarde pour un degré de liberté (=ddl) calculé, et au risque d’erreur alpha 5%, la valeur 

critique de « t ». Si la valeur absolue calculée de « t » est supérieure à la valeur critique, alors la 

différence est significative. Ici, on a calculé t = 0,17 et ddl = 17,92. La valeur critique de « t » pour 

ce dégré de liberté étant de 2,101, la différence observée entre les deux moyennes n’est pas 

significative. Ce résultat est peu surprenant, compte tenu du faible nombre d’individu consitutant 

l’échantillon. 

b. Dermatophytes mis en évidence 

 Répartition des différentes espèces de dermatophytes 

Dans l’immense majorité des cas (100% chez le chat et 89% chez le chien), M. canis est le 

dermatophyte mis en évidence. Il semble également plus souvent isolé chez les chats que chez les 

chiens. De plus, chez le chien, l’autre dermatophyte isolé dans 11% des cas est T. mentagrophytes. 

Ces données sont, une nouvelle fois, en accord avec celles retrouvées dans la littérature (Carlotti et 

Pin, 2002 ; Bond, 2010).  

 Répartition du degré d’infection à M. canis 

Les résultats obtenus suggèrent que l’infection des chats par M. canis est, dans la majorité 

des cas (73%), une infection massive, conduisant à des cultures mycologiques fortement positives 

(de très nombreuses colonies de dermatophytes se développent). Chez les chiens, les résultats sont 

différents puisque seulement une minorité (25%) était fortement infectée par M. canis au moment 

de la première mycologie. 
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Ces données suggèrent, tout en restant une nouvelle fois prudent de part la taille des 

échantillons, que M. canis contaminerait plus fortement les chats que les chiens.  

c. Autour des protocoles thérapeutiques utilisés 

 Protocoles thérapeutiques 

Les recommandations actuelles insistent sur le fait que l’association d’un traitement topique 

et d’un traitement systémique est essentiel afin de minimiser le risque d’échec thérapeutique 

(Moriello, 2004 ; Bensignor et al., 2014 ; Moriello et al., 2017). Ces recommandations ont été suivies 

pour 69% des chats et 66,6% des chiens.  

Toutefois, l’importance du traitement de l’environnement reste un élément important des 

recommandations actuelles (Mancianti et al., 2003 ; Moriello et al., 2017). Ici, seulement 27% des 

chats, et 33,3% des chiens, ont bénéficié d’un protocole thérapeutique impliquant, sur l’ordonnance, 

une désinfection de l’environnement. Il est toutefois possible que la consigne ait été donnée à l’oral, 

diminuant ainsi le pourcentage réel d’individus ayant réellement subit un traitement de 

l’environnement. 

De plus, il est important de noter que 7,5% des chats, et 22,3% des chiens, n’ont reçu aucun 

traitement contre la dermatophytose, diagnostiquée par culture mycologique positive. Parmi ces 

individus, 1 chat était pourtant très fortement positif lors de sa première mycologie. Les autres étaient 

tous faiblement positifs. Or, l’absence de traitement peut conduire à la contamination d’autres 

individus voire des propriétaires. En effet, les animaux, même faiblement positifs, constituent des 

porteurs, pouvant alors disséminer le dermatophyte dans leur environnement immédiat.  

Enfin, une différence de choix de protocole peut être notée suivant le degré de positivité de 

la première mycologie. En effet, les chats avec une première mycologie faiblement positive auront 

plus tendance à être mis sous traitement topique ou systémique seul, voire à ne pas être traités du 

tout (14,3% chacun). Les chiens seront pour 16,7% traités seulement par traitement topique, et pour 

33,3% pas traités du tout. Ces choix, discutables selon la littérature, peuvent être à l’origine d’un 

certain nombre d’échecs thérapeutiques. En effet, les recommandations actuelles stipulent que tout 

animal atteint, même faiblement, doit bénéficier à minima d’un traitement topique. 

 Molécules utilisées chez le chat 

Chez les chats, la solution d’énilconazole à 0,2% (IMAVERAL ND) est utilisée dans 100% 

des cas dans le cadre du traitement topique. Ces données sont conformes aux informations et aux 

recommandations actuelles retrouvées dans la littérature (Hnilica et Medleau, 2002 ; Bensignor et 

al., 2014 ; Moriello et al., 2017 ; Riviere et Papich, 2017). 

Concernant les molécules utilisables par voie systémique, 95% des chats ont été  

traités par de l’itraconazole, contre 5% par de la grisoéfulvine. Cette répartition est en  

accord avec la littérature. Il faut rappeler que l’itraconazole possède une AMM strictement réservée 

au chat et que son efficacité dépasse celle de la griséofulvine (Riviere et Papich, 2017 ; Moriello et 

al., 2017). Par ailleurs, la solution d’itraconazole bénéficie d’une plus grande facilité d’emploi et d’une 

moindre toxicité que la griséofulvine. 
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 Molécules utilisées chez le chien 

Chez les chiens, la solution d’énilconazole à 0,2% (IMAVERAL ND) est utilisée dans 100% 

des cas dans le cadre du traitement topique. 

Concernant les molécules utilisables par voie systémique, 83,3% des chiens ont été traités 

par de l’itraconazole. Ces résultats sont quelque peu surprenants, étant donné que l’itraconazole ne 

possède pas d’AMM chez le chien en France. Si on s’intéresse un peu plus aux chiens qui ont été 

traités par l’itraconazole, on s’apperçoit qu’il s’agit majoritairement de chiens de petite taille : un Jack 

Russel Terrier, un Golden Retriever, deux Yorkshires Terriers, et un Bull Terrier. Le Jack Russel 

Terrier et le Yorkshire Terrier font partie des chiens dits de « petits formats ». Le Golden Retriever 

présent dans l’étude, lui, était encore chiot au moment de son traitement. Enfin, le Bull Terrier peut 

être considéré comme un chien de petit/moyen format. Il semblerait donc que l’itraconazole ait été 

préféré à la griséofulvine chez les chiens de petite à moyenne taille. Attention toutefois au peu de 

sujets inclus dans l’étude (seulement 6 chiens traités par voie systémique) ne nous permettant pas 

d’en dégager une réellement tendance.  

 Durée des traitements 

Les résultats obtenus montrent que 62,5% des chats, et 85,8% des chiens, ont été mis sous 

traitement pour une durée minimale de 6 semaines. Cette durée est celle recommandée comme 

optimale dans la littérature (Guillot et al., 2011).  

Les durées moyennes des traitements étaient relativement proches quelle que soit  

l’espèce :  6,0 ± 0,9 semaines chez le chat, contre 6,3 ± 0,9 semaines chez le chien. 

 Comparaison des moyennes – Test de Welch 

Ici encore, un test de Welch est réalisé, avec t = 0,45 et ddl = 18,24. La valeur critique de 

« t » pour ce dégré de liberté étant de 2,101, la différence observée entre les deux moyennes n’est, 

une fois de plus, pas significative.  

d. Contrôles mycologiques 

 Nombre de contrôles réalisés 

La majorité des chats (55%) et des chiens (83,5%) ont bénéficié d’au  

moins une mycologie de contrôle. Ces données suggèrent que, dans la majorité des cas, les 

vétérinaires suivent les recommandations de réaliser au moins une culture mycologique de contrôle.  

Il faut toutefois rester prudent sur plusieurs points. En effet, on peut penser qu’en structure 

universitaire, les vétérinaires sont mieux informés, et tenus d’enseigner les bonnes pratiques aux 

étudiants, majorant peut-être le nombre de mycologies de contrôle réalisées. De plus, la réalisation 

de contrôle dépend également de la communication au propriétaire, mais aussi de sa bonne volonté.  

Un propriétaire mal informé pourrait ne pas saisir l’importance de vérifier par une mycologie 

l’évolution de la maladie, et ce, malgré la disparition des lésions macroscopiques. De même, un 

propriétaire bien informé pourrait tout de même décider qu’un contrôle n’est pas nécessaire, ou trop 

cher, et ne pas se présenter à celui-ci, diminuant ainsi le nombre de mycologies de contrôle mises 

en place par rapport aux recommandations. 
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 Premiers contrôles positifs 

Les résultats obtenus montrent que 47% des chats et 10% des chiens ayant bénéficié d’une 

mycologie de suivi, étaient encore positifs au moment du premier contrôle. Tous ces individus 

étaient, par ailleurs, très fortement infectés au moment de leur introduction dans l’étude. Ces 

données suggèrent une plus grande difficulté à traiter correctement la dermatophytose chez les 

chats que chez les chiens. 

Or, une mycologie de suivi positive peut être considérée comme une forme d’échec 

thérapeutique. Il faut donc analyser plus en détail le cas de ces animaux toujours positifs malgré 

l’initiation de leur traitement. 

Chez les chats : Les résultats montrent qu’une première mycologie de suivi peut s’avérer 

positive malgré la mise en place d’un traitement correct. En effet, 28,6% de ces chats ont bénéficié 

d’un traitement complet et 57,1% l’association d’un traitement systémique et topique, sans 

désinfection de l’environnement. A noter que 5 chats (71,5%) ont obtenu une première mycologie 

de suivi faiblement positive, et 2 chats (28,5%) une première mycologie de suivi fortement positive.  

Ces 2 individus avaient été mis, pour l’un, sous traitement topique seul, et, pour l’autre, sous 

association topique et systémique. On peut penser que les 5 chats faiblements positifs au contrôle, 

étaient simplement en phase de déclinaison de la maladie, et le confirmer par un deuxième contrôle 

négatif. Cela a été le cas pour 2 de ces 5 chats. Les 3 autres n’ont jamais été revus.  

Concernant les 2 chats fortements positifs, il est difficile de trancher, car aucun n’est revenu en 

contrôle. Pour le premier, il est important de noter qu’en dépit d’une mycologie d’admission fortement 

positive, le chat n’a reçu qu’un simple traitement topique, ce qui peut expliquer l’échec thérapeutique. 

Le deuxième chat a bénéficié d’un traitement systémique et topique mais il s’agissait d’un chaton 

vivant en communauté avec de nombreux autres individus. Or, les recommandations actuelles 

insistent sur l’importance de la désinfection de l’environnement, notamment dans les zones de forte 

densité. Le fait que l’environnement de ce chaton n’ait pas été convenablement désinfecté, peut 

expliquer la persistance de l’infection.  

Chez les chiens : Le seul chien de l’étude prospective, revenu positif au premier contrôle, était 

sous traitement complet. Sa mycologie de suivi était faiblement positive. A noter que son second 

suivi a montré une absence de dermatophyte. L’hypothèse à privilégier pour ce cas là, est donc que 

l’infection était simplement en phase de déclinaison, mais pas encore totalement éradiquée.  
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B. Etude rétrospective 

Les objectifs de cette étude ont globalement été atteints.  

Le nombre de cas (115 au total) permet d’avoir une assez bonne idée des pratiques les plus 

couramment utilisées par les vétérinaires praticiens. Un biais d’échantillonage peut toutefois 

subsister. En effet, les animaux inclus dans l’étude ont tous été suivis par des vétérinaires ayant pris 

la peine de réaliser des cultures mycologiques. On peut penser que ces vétérinaires sont mieux 

informés que les autres, et suivent plus volontiers les recommandations de la littérature. De même, 

ils ne représentent qu’une partie de la population, car certains vétérinaires peuvent envoyer les 

cultures à d’autres laboratoires, ou les réaliser sur des kits disponibles en clinique. Ils ne sont donc 

pas parfaitement représentatifs des vétérinaires de France. De plus, les cliniques incluses dans cette 

étude proviennent toutes de la région Île-de-France et de ses environs. La répartition des chiens et 

des chats n’étant pas homogène en France, certains résultats pourront donc être majorés ou 

minorés, de la même manière que dans l’étude prospective.  

a. Animaux atteints 

 Répartition des espèces : chiens ou chats 

La répartition est similaire à celle de l’étude prospective. En effet, les chats sont représentés 

en plus grand nombre que les chiens (78% contre 22%). Ces données restent en accord avec celles 

retrouvées dans la littérature. 

 Répartition des âges chez le chat 

Plus de la moitié (62,3%) des chats, atteints de dermatophytose et inclus dans l’étude, sont 

des jeunes, âgés de moins de 12 mois. Cette valeur est supérieure de près de 10% à celle obtenue 

grace à l’étude prospective, et semble plus fiable compte tenu du plus grand nombre de cas (90 

contre 26). Ces résultats demeurent en accord avec les données retrouvées dans la littérature. Les 

individus âgés (> 10 ans) semblent moins représentés que dans la littérature (7,7% seulement). 

De plus, 30% des chats atteints de dermatophytose sont adultes, avec un âge situé entre 12 

mois et 10 ans. L’âge moyen de 2,7 ± 0,8 ans tend à montrer une prévalence plus importante des 

dermatophytoses chez les individus jeunes que chez les individus vieillissants.  

 Répartition des âges chez le chien 

Un peu plus de la moitié (52%) des chiens atteints de dermatophytose et inclus dans l’étude 

rétrospective, sont des individus jeunes, avec un âge inférieur à 12 mois, contre 48% pour les 

individus adultes. Aucun individu de plus de 10 ans n’a été recensé ici. Enfin, l’âge moyen de 

3,1 ± 1,2 ans tend une nouvelle fois à montrer que les individus jeunes seraient plus touchés que 

les individus vieillissants.  

Il faut toutefois interpréter ces données avec prudence. En effet, une répartition sur 25 cas 

seulement n’est pas représentative de la population globale des chiens de France atteints de 

dermatophytose. De surcroît, il est important de garder en mémoire qu’un chien aura généralement 

une espérance de vie plus faible qu’un chat. Ainsi, un chien de 10 ans peut être considéré comme 

plus âgé qu’un chat du même âge, nuançant ainsi quelque peu nos résultats.  
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 Comparaison des moyennes – Test de Welch 

Concernant le test de Welch, on a calculé t = 0,51 et ddl = 44,4. La valeur critique de « t » 

pour ce dégré de liberté étant de 2,021, la différence observée entre les deux moyennes n’est pas 

significative. Une fois encore, un plus grand nombre d’individus au sein des échantillons aurait sans 

doute abouti à des résultats plus précis.  

b. Dermatophytes mis en évidence 

 Répartition des différentes espèces de dermatophytes  

Chez les chats, M. canis est toujours, et comme décrit dans la littérature, largement  

majoritaire, avec 95,6% des infections. Les 4,4% restant sont composé pour les trois quarts  

de T. mentagrophytes, et pour le quart restant de M. gypseum. 

Chez les chiens, les résultats sont légèrement différents. En effet, M. canis représente  

toujours la majorité des infections, mais dans une proportion moindre que celle du chat (64% contre 

95,6%). Les 36% restant se composent dans plus de la moitié des cas (55,6%) de M. gypseum. 

Suivent ensuite à égalité T. mentagrophytes et M. persicolor, avec 22,2% chacun. 

Ces données sont conformes aux informations retrouvées dans la littérature, stipulant que 

M. canis est retrouvé surtout chez les chats. Les chiens peuvent être contaminer par des 

dermatophytes plus variés. 

 Répartition du degré d’infection à M. canis 

La première mycologie présente généralement un degré de positivité plus important, et donc 

une infection plus forte, chez les chats que chez les chiens (82,5% contre 56%). 

c. Protocoles thérapeutiques utilisés 

 Protocoles thérapeutiques 

Les recommandations actuelles sont plutôt bien respectées par les vétérinaires. En effet, 

75,4% des chats et 48% des chiens ont bien bénéficié, a minima, de l’association d’un traitement 

systémique et d’un traitement topique. Ces résultats restent tout de même à nuancer. En effet, 

comme évoqué plus haut, les vétérinaires inclus dans l’étude ne sont pas parfaitement représentatifs 

de la population, car ils ont réalisé des cultures et les ont envoyées à un laboratoire spécialisé, chose 

qui n’est, pour l’heure, pas sytématiquement faite. On peut donc penser qu'ils sont plutôt mieux 

informés que les autres sur les dermatophytoses et choisissent donc un protocole conforme. De 

plus, tous les individus recensés ont été traités pour leur dermatophytose. 

Cependant, le traitement de l’environnement reste un point particulièrement important de la 

prise en charge thérapeutique, encore bien souvent oublié des vétérinaires. Or, seulement 17,7% 

des chats, et 12% des chiens, ont bénéficié d’un protocole thérapeutique impliquant une désinfection 

de l’environnement.  
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Une différence de choix de protocole peut encore être notée suivant le degré de positivité de 

la première culture mycologique. En effet, les chats avec une première mycologie faiblement positive 

auront plus tendance à être mis sous traitement topique seul (53%). Les chiens, eux, seront pour 

28,5% traités seulement par un antifongique systémique, et pour 57% seulement par traitement 

topique. Ces choix, toujours discutables selon la littérature, peuvent encore une fois être à l’origine 

d’échecs thérapeutiques car ils constituent des traitements incomplets.  

 Molécules utilisées chez le chat 

Chez les chats, l’énilconazole (IMAVERAL ND) est utilisé dans 100% des cas lors du 

traitement topique. 

En systémique, l’itraconazole est la plus utilisée (63,75%) devant la griséofulvine (35%). Ces 

données sont en accord avec les informations trouvées dans la littérature, montrant que la 

griséofulvine, autrefois très utilisée, laisse désormais peu à peu la place à l’itraconazole (Riviere et 

Papich, 2017).  

 Molécules utilisées chez le chien 

Chez les chiens, l’énilconazole (IMAVERAL ND) est utilisé dans 100% des cas lors du 

traitement topique. 

Concernant les molécules par voie systémique, les résultats sont différents de ceux de l’étude 

prospective. En effet, 85,7% des chiens ont été traités avec de la griséofulvine. Les autres ont été 

mis sous kétoconazole (14,3%). Ces données semblent plus en accord avec celles de la littérature. 

En effet, la griséofulvine possède, contrairement à l’itraconazole, une AMM chez le chien. Elle 

réprésente également un coût beaucoup moins élevé.  

 Durée des traitements 

La majorité des vétérinaires prescrivent des traitements pour une durée minimale de 6 

semaines (76,7% chez les chats et 72% chez les chiens).  

De plus, la durée moyenne indiquent un traitement souvent un peu plus long chez les chats 

(6,4 ± 0,4 semaines) que chez les chiens (5,6 ± 0,8 semaines). Cette donnée vient peut-etre du fait 

qu’il est plus difficile de contrôler l’environnement d’un chat que celui d’un chien. En effet, un chat 

peut avoir un accès libre à l’extérieur et explorer des environnements beaucoup plus vastes et 

variés. En rallongeant la durée du traitement, le risque de recidive est alors moindre.  

 Comparaison des moyennes – Test de Welch 

Le test de Welch réalisé ici conduit à t = 1,95 et ddl = infini. La valeur critique de « t » pour 

ce dégré de liberté étant de 1,96, la différence observée entre les deux moyennes n’est pas 

significative.  

d. Contrôles 

 Nombre de contrôles réalisés 

Un peu plus de la majorité des vétérinaires réalisent au moins une mycologie de contrôle 

(58% chez les chats et 52% chez les chiens). Bien qu’imparfait, cela reste tout de même très 

encourageant.  
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 Moment du premier contrôle 

Chez les chats comme chez les chiens, un peu plus de 40% des vétérinaires attendent 

d’avoir complètement achevé le traitement de l’animal avant de réaliser le premier contrôle.  

De plus, environ la moitié des vétérinaires (50% chez le chat et 48% chez le chiens) suivent les 

recommandations actuelles de l’ESCCAP, à savoir : réaliser la première mycologie de suivi deux 

semaines après l’arrêt du traitement (ESCCAP, 2019). 

En moyenne, les premiers contrôles sont réalisés un peu plus tôt chez les  

chats (8,3 ± 1,2 semaines) que chez les chiens (9,6 ± 5,8 semaines). Attention toutefois à 

l’interprétation, car les intervalles de confiance se recoupent fortement. 

 Comparaison des moyennes – Test de Welch 

La valeur « t » calculée ici est t = 0,45 avec ddl = 13. La valeur critique de « t » pour ce dégré 

de liberté étant de 2,16, la différence observée entre les deux moyennes n’est, effectivement, pas 

significative.  

 Les premiers contrôles positifs 

Les résultats montrent que 43,5% des chats et 23% des chiens ayant eu une mycologie de 

suivi, étaient encore positifs au moment du premier contrôle. Par ailleurs, bien que la majorité de 

ces individus soient très positifs au moment de leur introduction dans l’étude, un chat, et un chien, 

étaient faiblement positifs. Il est donc possible d’obtenir un contrôle positif malgré un faible niveau 

d’infection à l’admission. 

Chez les chats, les résultats montrent une fois encore l’importance de la désinfection de 

l’environnement. En effet, 83,3% des chats avec une première mycologie de suivi positive avait 

bénéficié d’une association de traitement systémique et topique (comme recommandé dans la 

littérature) mais sans traitement de l’environnement. A noter que 20 chats (83,5%) ont obtenu une 

première mycologie de suivi faiblement positive, et 4 chats (16,5%) une première mycologie de suivi 

fortement positive. Ces 4 individus avaient tous bénéficié d’une association de traitement systémique 

et topique. De plus, 11 des 24 chats, revenus positifs au premier contrôle, se sont révélés négatifs 

lors du deuxième contrôle. Douze chats n’ont jamais été revus en contrôle et un seul était encore 

positif (faiblement) lors du deuxième suivi. Cet individu de 6 mois avait eu une culture fortement 

positive à l’admission, ainsi qu’au premier contrôle, et n’a plus été revu par la suite.  

Toutes ces données tendent à montrer deux choses :  

- Sans traitement de l’environnement, il se peut que la guérison mycologique soit plus lente et 

que le traitement doive être appliqué plus longtemps afin d’être pleinement efficace.  

- La moitié des chats ne sont pas revus ou ne bénéficient pas d’une mycologie de contrôle 

même après un premier suivi positif. Or, cette pratique peut directement conduire à un échec 

thérapeutique, voire, à l’installation d’une dermatophytose chronique. Il serait intéressant à 

l’avenir d’étudier les raisons de ce non-suivi (manque de communication de la part des 

vétérinaires ? décision des propriétaires ? moyens financiers insuffisants ?) 
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Chez les chiens : 2 des 3 animaux, revenus positifs au premier contrôle, étaient sous traitement 

complet. Le troisème était sous association de traitement systémique et topique. Etant donné 

qu’aucun d’entre eux n’est revenu pour un second contrôle, il est difficile de trancher ici. Il reste 

toutefois plausible que ces 3 individus étaient en phase de déclinaison de la maladie au moment du 

premier contrôle. 

C. Etude d’une récidive : le cas particulier du chat « Praline » 

Au cours des deux études, un seul cas de récidive avérée a été enregistré. Ce dernier chapitre 

décrit plus précisément le cas de « Praline ». 

Il s’agit d’une chatte européenne femelle stérilisée de 14 ans, initialement présentée au ChuvA 

le 20 septembre 2018 pour une dermatose chronique, non cortico-sensible, alopéciante, croûteuse, 

prurigineuse, érythémateuse, évoluant depuis 3 ans. Par ailleurs, Praline vit en intérieur strict, sans 

congénère, et mange des croquettes de supermarché. Elle n’est pas traitée contre les parasites 

internes, ni contre les parasites externes. Lors de sa première consultation, Praline présente une 

alopécie du contour des yeux, des oreilles, de la région cervicale, du dos, et du ventre, associée à 

des excoriations. L’examen à la lampe de Wood est positif sur l’ensemble du corps. L’examen 

microscopique des poils (prélévés sous lampe de Wood) révèle la présence de poils teigneux. Une 

mycologie est envoyée au laboratoire de mycologie du BioPôle Alfort (EnvA) et revient très positive 

pour M. canis. Praline est alors mise sous énilconazole et itrafungol, et revient pour un contrôle 

environ 6 semaines plus tard, le 30 octobre 2018. Une nette amélioration clinique est notée malgré 

la persistance de certaines lésions. Une désinfection de l’environnement est rajoutée, sur la base 

d’un nettoyage mécanique intensif deux fois par semaine à base de produits nettoyant habituels, 

couplé à des pulvérisation de la solution d’Imaveral ND sur les surfaces. Un nouveau contrôle est 

programmé 4 semaines plus tard. Le 27 novembre 2018, Praline ne présente plus de lésion.  

Une mycologie de contrôle est réalisée, et montre une absence de dermatophyte. Cependant, 

Praline revient 3 mois, date à laquelle elle intègre l’étude prospective. 

Le 27 février 2019, Praline est présentée au ChuvA suite à la réapparition de lésions 

alopéciantes croûteuses. Une mycologie est réalisée et revient très positive à M. canis. Un traitement 

complet composé d’énilconazole, d’itrafungol et d’une désinfection de l’environnement est mis en 

place. Le premier contrôle, réalisé 21 jours après le début du traitement, révèle l’absence de 

dermatophyte. Le traitement est poursuivi pour une durée totale de 6 semaines. Une deuxième 

mycologie de contrôle, 15 jours après la fin du traitement, montre une nouvelle fois une absence de 

dermatophytose. Cependant, Praline récidive de nouveau avec une culture positive à M. canis, au 

début du mois de juillet 2019, soit environ 3 mois après le dernier contrôle négatif. Un traitement 

similaire à celui de février 2019 est prescrit, et les deux contrôles réalisés sont à nouveau négatifs. 

Enfin, Praline récidive une troisième fois en juin 2020, environ 6 mois après son dernier contrôle 

négatif. Une fois encore, M. canis est isolé en grande quantité. Praline est toujours en cours 

traitement au moment de la rédaction de ce manuscrit. 

Le cas de Praline est quelque peu particulier, car elle a récidivé trois fois. Il s’agit bien là d’une 

récidive, et non d’une rechute, car une guérison clinique et mycologique complète a eu lieu avant 

une réapparition des lésions. 
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On peut noter que lors de son premier passage au ChuvA, Praline a été mise sous association 

de traitement topique et systémique, sans désinfection de l’environnement. Le contrôle clinique, 

réalisé 6 semaines plus tard, n’était alors pas satisfaisant car la chatte présentait toujours des 

lésions. Attention cependant, aucune mycologie n’ayant été réalisée à ce moment là, aucune 

affirmation ne peut être faite quant à la persistance de la dermatphytose au moment du premier 

suivi. Toutefois, lors de ses récidives de février et juillet 2019, alors qu’un traitement de 

l’environnement avait tout de suite été préconisé, les contrôles réalisés 21 jours après le début du 

traitement étaient, eux, très satisfaisants. On peut donc penser une nouvelle fois que la désinfection 

de l’environnement joue un rôle essentiel dans la prise en charge de la dermatophytose, et permet 

de réduire de manière importante le temps de traitement nécessaire (et donc, son coût), en plus 

d’éviter d’éventuelles rechutes/récidives.  

Tâchons maintenant de comprendre comment et pourquoi Praline a connu non pas une, mais 

belle et bien trois récidives. Il est précisé dans l’anamnèse que la chatte avait, a une période, été 

mise sous traitement corticoïdes par un vétérinaire traitant (dose et durée du traitement inconnues). 

Or, l’usage ultérieur de corticoïdes peut rendre totalement inefficace le traitement contre la 

dermatophytose (Guillot et al., 2011). Ici, le traitement a fonctionné, puisque les mycologies de 

contrôle sont, à chaque fois, revenues négatives. Il semble donc difficile d’expliquer le caractère 

multi-récidivant de son infection par le biais de cette hypothèse. 

Dans la majorité des cas, une récidive est dûe à une nouvelle contamination par 

l’environnement, ou par des congénères. Ici, Praline ne sort pas, et vit seule. Elle doit donc 

probablement se recontaminer chez elle. Or, une désinfection et un traitement de l’environnement 

de Praline ont été réalisés par deux fois, lors de ses récidives de février et juillet 2019. On peut donc 

se demander si la désinfection a été bien réalisée suivant les consignes prescrites. De plus, lors de 

la dernière rechute, il a été conseillé à la propriétaire de jeter l’arbre à chat de Praline, qui, bien 

qu’ayant été nettoyé, pouvait toujours contenir des spores du dermatophyte.   

Enfin, il faut souligner que Praline est un animal âgé (14 ans en 2018, 16 ans au moment de 

la rédaction de ce manuscrit). Ainsi, on peut se demander si une éventuelle immunodépression due 

ne pourrait pas faciliter sa recontamination. Il serait intéressant de réaliser un bilan biochimique et 

hématologique complet pour mettre en évidence d’éventuelles comorbidités. 
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Conclusion 

En conclusion, les causes d’échecs thérapeutiques sont variées et dépendent en majorité du 

choix du protocole thérapeutique, ainsi que de l’observance des propriétaires, et de la régularité et 

de la systématisation des contrôles. Bien que de nombreux individus aient été convenablement 

traités sans désinfection de l’environnement, ce volet essentiel du traitement de la dermatophytose 

ne doit pas être oublié. En effet, la majorité des animaux dont les contrôles revenaient positifs 

n’avaient pas bénéficié d’une désinfection de leur environnement. En plus de minimiser les risques 

de rechutes et de récidives, une désinfection de l’environnement convenablement réalisée permet 

une élimination plus rapide du dermatophyte, et ainsi, un traitement de l’animal moins long, et donc 

moins contraignant et moins coûteux pour le propriétaire.  

De plus, les données retrouvées dans la littérature semblent, pour la majorité, en accord avec 

celles obtenues grace aux deux études de cette thèse. Dans leur grande majorité, les vétérinaires 

suivent les recommandations actuelles, aboutissant à de bons résultats.  

Le taux de récidive/rechute semble bas, avec seulement un individu sur 150 cas examinés. 

Attention toutefois au nombre d’animaux « perdus de vue ». En effet, de nombreux propriétaires ne 

se sont jamais présentés aux contrôles, ou n’ont même plus jamais été revus par leurs vétérinaires. 

Il est donc difficile ici de statuer sur le réel état infectieux de leur animal, et il est probable que ce 

taux de 1/150 soit en réalité plus élevé.  

Concernant une éventuelle résistance aux anti-fongiques, aucun cas ne nous a permis 

d’explorer cette possibilité. Il pourrait donc être intéressant dans le futur d’étudier plus en détail ce 

phénomène. 
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Annexe 1 :  Cas récoltés au ChuvA ayant 

suivi le protocole entre le 01/03/19 et le 

01/03/20 
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Annexe 2 :  Cas récoltés au ChuvA 

n’ayant pas suivi le protocole entre le 

01/03/19 et le 01/03/20 

Espèce 
Age à 

J0 
Myco J0 Suivi 1 Suivi 2 

Traitement pour 
la 

dermatophytose 

Durée du 
traitement 

Rechutes ? 

CT 5 mois M. canis ++ 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 2 ans 
M. canis 15 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Enilconazole 8 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
11 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 7 ans 
M. canis 1 

colonie 
Patient non revu 

Patient non 
revu 

Pas de traitement 
renseigné pour la 
dermatophytose 

/ 
Pas 

rapportée 

CT 14 ans M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 
Enilconazole + 

Environnement 
9 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 2 ans 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non revu 
Patient non 

revu 

Pas de traitement 
renseigné pour la 
dermatophytose 

/ 
Pas 

rapportée 

CT 6 ans 
M. canis 1 

colonie 
Patient non revu 

Patient non 
revu 

Griséofulvine  4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 10 ans M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 

Pas de traitement 
renseigné pour la 
dermatophytose 

/ 
Pas 

rapportée 

CT 3 mois 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non revu 
Patient non 

revu 
Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
6.5 
ans 

M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 
Enicolnazole 6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 4 mois M. canis ++ 
14.01.19 : 
Absence 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 6 mois 
M. canis 1 

colonie 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 

Pas de traitement 
renseigné pour la 
dermatophytose 

/ 
Pas 

rapportée 

CT 10 ans M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 

Itraconazole + 
Eniconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 



 

 

 

CT 3 ans M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 

Itraconazole + 
Eniconazole + 

Environnement 
6 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 3 ans 
M. canis 8 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Enilconazole 6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 15 ans M. canis ++ 
4.07.18 : 
Absence 

Patient non 
revu 

Enilconazole + 
Environnement 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 2 ans M. canis ++ 
19.07.18 : 
Absence 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ Patient non revu 
Patient non 

revu 
Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 3 ans M. canis ++ 
M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Itraconazole + 
Eniconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
11.5 
ans 

M. canis 7 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 2 mois M. canis ++ 
M. canis 10 
colonnies 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 2 mois M. canis ++ 
M. canis 5 
colonnies 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
8.5 
ans 

M. canis ++ M. canis ++ 
Patient non 

revu 
Enilconazole 6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 3 mois M. canis ++ 
M. canis 5 
colonnies 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 3 mois M. canis ++ M. canis ++ 
Patient non 

revu 
Itraconazole + 
Eniconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois 
M. canis 3 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Eniconazole + 

Environnement 
6 semaines 

Pas 
rapportée 

  



 
 

 

Annexe 3 :  Mycologies reçues au ChuvA, 

n’ayant pas suivi le protocole entre le 

01/01/18 et le 31/12/18  

Espèce 
Age 
à J0 

Myco J0 Suivi 1 Suivi 2 Suivi 3 Traitement 
Durée du 

traitement 
Rechutes 

CT 1 an M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ 

Griséofulvine 
+ Enilconazole 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
6 

mois 
M. canis ++ Wood - / / Griséofulvine 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
8 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
6 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Griséofulvine 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
8 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole + 
Environneme

nt 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
6 

ans 
M. gypseum 2 

colonnies 
Patient non 

revu 
/ / Griséofulvine 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
11 
ans 

M. canis ++ 
M. canis 20 
colonnies 

Absence de 
dermatophy

te 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
1 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine 
+ Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
5 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Griséofulvine 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
4 

mois 
M. canis 5 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
8 

mois 
M. canis 15 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
3 

mois 
M. canis ++ 

M. canis 15 
colonnies 

Absence de 
dermatophy

te 

Patient non 
revu 

Itraconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CN 
6 

ans 
T. mentagrophytes 

++ 

T. 
mentagrophytes 

3 colonnies 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine 
+ Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Griséofulvine 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 



 

 

CT 
5 

ans 
M. canis 29 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
4 

ans 
M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Enilconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
7 

mois 
M. canis ++ 

Contrôle 
clinique 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
8 

ans 
M. canis ++ 

M. canis 1 
colonnie 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
8 

mois 
M. canis 1 
colonnie 

Patient non 
revu 

/ / Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CN 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
3 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CN 
10 
ans 

M. canis 20 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Kétoconazole 10 jours 
Pas 

rapportée 

CN 
10 
ans 

M. canis 15 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Kétoconazole 10 jours 
Pas 

rapportée 

CT 
5 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
10 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
5 

mois 
M. canis ++ 

M. canis 5 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
5 

mois 
M. canis 20 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Enilconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
4 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
4 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
3 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Griséofulvine 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

  



 
 

 

 

CN 1 an M. canis ++ 
M. canis 15 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 

10 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
2 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
9 

ans 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Absence de 
dermatophyte 

Absence de 
dermatophyte 

Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines  

Pas 
rapportée 

CN 
5 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 1 an M. canis ++ 
M. canis 20 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
9 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole + 
Enilconazole 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
16 
ans 

M. canis ++ 
Patient non 

revu 
/ / Itraconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
8 

ans 
M. canis 20 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
4 

ans 
M. canis ++ 

Contrôle 
clinique 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
9 

mois 
M. canis 20 
colonnies 

M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Itraconazole 
12 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
5 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Itraconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
3 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Itraconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Itraconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
4 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

  



 

 

CT 
4 

mois 
M. canis 20 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Enilconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CN 
2 

ans 
M. persicolor 10 

colonnies 
Patient non 

revu 
/ / Griséofulvine 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
3 

ans 
T. 

mentagrophytes++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
16 
ans 

M. canis ++ 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

4 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
18 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ Itraconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CN 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
4 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 1 an M. gypseum ++ 
Patient non 

revu 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
4 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / Griséofulvine 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
14 
ans 

M. canis ++ 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CN 
6 

ans 
M. gypseum ++ 

Patient non 
revu 

/ / Griséofulvine 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
4 

mois 
T. 

mentagrophytes++ 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

8 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
6 

mois 
T. 

mentagrophytes++ 
Patient non 

revu 
/ / Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

  



 
 

 

 

CT 
7 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
12 
ans 

M. canis ++ 
Patient non 

revu 
/ / Griséofulvine 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
6 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
1 

mois 
M. canis ++ 

M. canis 2 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
2 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
3 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 
SEMAINES 

Pas 
rapportée 

CT 
6 

mois 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 

6 
semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
18 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
8 

semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
8 

ans 
M. canis ++ 

Patient non 
revu 

/ / 
Kétoconazole + 

Enilconazole 
6 

semaines 
Pas 

rapportée 

  



 

  



 
 

 

Annexe 4 :  Mycologies reçues au ChuvA, 

n’ayant pas suivi le protocole entre le 

01/01/19 et le 31/12/19  

Espèce 
Age à 

J0 
Résultat J0 Suivi 1 Suivi 2 Suivi 3 Suivi 4 Traitement 

Durée du 
traitement 

 Rechutes 

CT 5 mois M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Absence de 

dermatophyte 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 7 mois M. canis ++ 
M. canis 15 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 
14 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 5 mois  M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 7 mois 
M. canis 10 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / / Enilconazole 6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 11 ans M. gypseum ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Absence de 

dermatophyte 
Absence de 

dermatophyte 
Absence de 

dermatophyte 
Itraconazole + 
Enilconazole 

10 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ 
M. canis 15 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 3 mois M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 
4 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 4 mois M. canis ++ 
M. canis 2 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
10 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 6 mois 
M. canis 3 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
18 

mois 
M. canis ++ 

M. canis 5 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Absence de 
dermatophyte 

Absence de 
dermatophyte 

Itraconazole + 
Enilconazole 

10 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 5 mois 
M. canis 2 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
4 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 5 mois M. gypseum ++ 
Absence de 

dermatophyte 
/   

Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 
6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 8 mois M. canis ++ 
M. canis 1 
colonnie 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
18 

mois 
M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / Enilconazole 4 semaines 
Pas 

rapportée 



 

CN 6 ans  
M. persicolor 4 

colonnies 
Absence de 

dermatophyte 
/   Griséofulvine + 

Enilconazole 
4 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 2 ans 
M. canis 10 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 10 ans M. canis ++ 
M. canis 9 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 6 mois 
T. 

mentagrophytes 
3 colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

/   Griséofulvine + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 5 mois M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 5 mois  M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ 
M. canis 3 
colonnies 

Contrôle 
clinique 

Patient non 
revu 

/ 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 8 ans M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Absence de 

dermatophyte 
  Griséofulvine 6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 7 mois M. canis ++ M. canis ++ 
Patient non 

revu 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ M. canis ++ 
M. canis 10 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 4 ans M. canis ++ M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ 

Itraconazole + 
Enilconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 12 ans M. canis ++ 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 5 mois  
M. canis 14 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Enilconazole + 

Environnement 
6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 6 ans  M. canis ++ 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 
10 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 
Enilconazole + 

Environnement 
8 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 5 mois  
M. canis 4 
colonnies 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / Enilconazole 4 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 2 ans 
M. canis 4 
colonines 

Absence de 
dermatophyte 

/   Enilconazole 2 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole 

4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 6 mois M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Griséofulvine + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CT 3 ans M. canis ++ 
M. canis 10 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

8 semaines 
Pas 

rapportée 



 
 

 

CT 5 mois  M. canis ++ 
M. canis 2 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 4 mois 
M. canis 15 
colonines 

Absence de 
dermatophyte 

/   Enilconazole 6 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 2 ans 
M. canis 9 
colonines 

M. canis 5 
colonines 

Patient non 
revu 

  
Ketoconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 
10 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 
18 

mois 
M. canis ++ 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

/ / 
Griséofulvine + 

Enilconazole 
6 semaines 

Pas 
rapportée 

CN 6 mois 
M. gypseum 4 

colonnies 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
  Griséofulvine 6 semaines 

Pas 
rapportée 

CT 3 ans M. canis ++ 
M. canis 15 
colonnies 

Patient non 
revu 

/ / 
Itraconazole + 
Enilconazole 

6 semaines 
Pas 

rapportée 

CN 3 ans 
M. canis 1 
colonnie 

Absence de 
dermatophyte 

Patient non 
revu 

  Enilconazole 4 semaines 
Pas 

rapportée 

CT  6 ans  M. canis ++ 
Absence de 

dermatophyte 
Patient non 

revu 
/ / 

Itraconazole + 
Enilconazole + 

Environnement 
4 semaines 

Pas 
rapportée 

 
  



 

 
  



 
 

 

 
 
LES CAUSES D’ECHECS THERAPEUTIQUES DES 

DERMATOPHYTOSES CANINES ET FELINES 

 

AUTEUR : Alice FAURE 

 

RÉSUMÉ : 

La dermatophytose est une maladie cutanée fongique zoonotique fréquemment retrouvée chez les 

carnivores domestiques. Elle nécessite un diagnostic ainsi qu’un traitement rigoureux, afin d’éviter 

tout risque de rechute, ou de récidive.  

Le travail de thèse a d’abord inclus une mise au point bibliographique concernant les 

recommandations actuelles pour la dermatophytose, suivie d’une étude prospective sur l’activité du 

service de consultation de dermatologie du Chuva du 1er mars 2019 au 1er mars 2020, regroupant 

35 cas, ainsi que d’une étude rétrospective sur l’activité du laboratoire de parasitologie de l’EnvA, 

du 1er janvier 2018 au 31 décembre 2019, regroupant 115 cas.  

M. canis a été isolé en majorité, aussi bien chez les chats (97%) que chez les chiens (71%).  

Le traitement comprenait, dans 50% des cas, l’association d’une molécule à action systémique, et 

d’une molécule à action topique. Dans 19% des cas, ce traitement était complété par une 

désinfection de l’environnement. Toute espèce confondu, au moins un contrôle par culture 

mycologique était réalisé dans 60 % des cas. Lorsqu’un premier contrôle était réalisé, il était positif 

dans 41% des cas chez les chats, et 17,5% chez les chiens. Les premiers contrôles positifs 

survenaients majoritairement chez les animaux dont l’environnement n’avait pas été traités. 

Au terme de cette étude, le taux de récidive/rechute est bas, avec seulement 1 cas sur 150.  

Ces données sont à interpréter avec prudence, car 40% des animaux n’ont jamais eu de culture 

mycologique de contrôle. 
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SUMMARY: 

Dermatophytosis is a zoonotic fungal skin disease commonly found in domestic carnivores. It 

requires a diagnosis as well as a rigorous treatment, in order to avoid any risk of relapse or 

recurrence. 

The thesis work first included a bibliographic update concerning the current recommendations for 

dermatophytosis, followed by a prospective study on the activity of the dermatology consultation 

service of Chuva from March 1, 2019 to March 1, 2020, bringing together 35 cases, as well as a 

retrospective study on the activity of the EnvA parasitology laboratory, from January 1, 2018 to 

December 31, 2019, grouping 115 cases. 

M. canis has been isolated in majority, both in cats (97%) and dogs (71%).Treatment comprised, in 

50% of cases, the combination of a molecule with systemic action, and a molecule with topical action. 

In 19% of cases, this treatment was supplemented by disinfection of the environment. All species 

combined, at least one control by mycological culture was carried out in 60% of cases. When a first 

check was performed, it was positive in 41% of cases in cats, and 17.5% in dogs. The first positive 

controls occurred mostly in animals whose environment had not been treated. 

At the end of this study, the recurrence / relapse rate was low, with only 1 in 150 cases. These data 

should be interpreted with caution, as 40% of the animals never had a control mycological culture. 
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