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Introduction 

 

Le chien fait partie des mammifères de compagnie les plus présents au sein des foyers 

français. En effet selon une enquête menée en 2020, il y a près de 7,5 millions de chiens en 

France (Fédération de Fabricants d’Aliments pour Chiens, Chats, Oiseaux, 2023).  

Ce dernier est sujet à de multiples maladies parasitaires transmises par des arthropodes 

hématophages. Les arthropodes hématophages impliqués dans la transmission d’agents 

infectieux aux chiens, qui sont donc par définition vecteurs des maladies associées, sont 

principalement représentés par les tiques, les moustiques, les phlébotomes et les puces. Il 

faut savoir que les tiques ainsi que les moustiques sont les vecteurs les plus importants en 

santé humaine et animale (Beugnet et al., 2021b). 

Nous axerons notre étude sur deux maladies canines à transmission vectorielle : la babésiose 

et la dirofilariose cardio-pulmonaire canines. La babésiose canine est causée par des agents 

protozoaires appartenant au genre Babesia, communément nommés piroplasmes. Il existe 

plusieurs espèces de piroplasmes pouvant provoquer cette maladie, chaque espèce ayant sa 

propre répartition géographique et étant à l’origine de différents tableaux cliniques chez le 

chien. La dirofilariose canine est, quant à elle, due à un nématode parasite du genre Dirofilaria. 

Nous présenterons la dirofilariose cardio-pulmonaire canine causée par Dirofilaria immitis, qui 

est la forme la plus virulente chez le chien. 

Ces deux maladies sont des maladies émergentes qui touchent des territoires géographiques 

communs chez le chien. Elles sont sensibles aux modifications environnementales et 

connaissent une expansion depuis quelques décennies, en relation notamment avec le 

réchauffement climatique, les échanges commerciaux, les voyages qui aboutissent à une 

augmentation du nombre de vecteurs infectés (Dzięgiel et al., 2016). 

Dans une première partie, nous présenterons la babésiose canine, anciennement nommée 

piroplasmose canine. Nous aborderons les aspects cliniques, physiopathologiques et 

épidémiologiques de cette maladie, ainsi que les différentes approches diagnostiques, 

vaccinales, chimioprophylactiques et thérapeutiques qui existent chez le chien. Nous nous 

intéresserons également aux tiques dures, dont certaines espèces sont des vecteurs impliqués 

dans la transmission de la babésiose canine. 

Nous nous intéresserons dans une deuxième partie à la dirofilariose canine. Pour cela nous 

aborderons les différents éléments physiopathologiques, cliniques et épidémiologiques de 

cette maladie ainsi que les différentes approches diagnostiques, chimioprophylactiques et 

thérapeutiques pouvant être réalisées chez le chien. Nous présenterons également les 

caractéristiques des moustiques vecteurs de cette maladie. 

Enfin, dans une dernière partie, nous présenterons les différentes méthodes de lutte 

antivectorielle employées chez le chien contre les tiques et les moustiques. Nous aborderons 

également la place et le rôle essentiel du pharmacien d’officine dans la lutte contre les 

maladies canines transmises par les tiques et les moustiques chez le chien. 
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I. Babésiose canine 

 

1. Piroplasmes 

 

a. Classification  

 

Les parasites impliqués dans la babésiose canine (également nommée piroplasmose canine), 

peuvent être désignés « piroplasmes » ou « babésies ». Ces parasites sont multiples, et classés 

historiquement en grandes et petites babésies. 

Le positionnement phylogénétique des différentes espèces de piroplasmes au sein d’un arbre 

phylogénétique (Figure 1) résulte de l’étude moléculaire des divergences génétiques existant 

entre ces espèces (Baneth, 2018a) (Vargas et al., 2011). L’approche moléculaire la plus 

répandue est la comparaison de la variabilité des séquences du gène codant pour l’ARN 

ribosomal 18S (correspondant à la sous-unité mineure du ribosome). En effet cette séquence 

reste à ce jour la plus représentée au sein d’une base de données internationale de séquence 

génétique : GenBank. Il existe d’autres séquences génétiques exploitables pour différencier 

les Apicomplexes, notamment l’étude de séquences génétiques codant pour une protéine de 

surface du mérozoïte (Bc28.1) ; pour l’adénosine kinase ; l’utilisation du génome complet 

mitochondrial ou d’une séquence partielle de la sous-unité 1 de la cytochrome c oxydase 

(COX-1) (Schnittger et al., 2012 ; Schreeg et al., 2016).     

La limite d’utilisation de la séquence codante de l’ARN ribosomal 18S pour l’établissement de 

la classification phylogénétique des Apicomplexes, est une variation de séquences insuffisante 

pour différencier certaines espèces d’Apicomplexes ainsi que la présence de paralogues. Les 

paralogues sont des gènes dérivant d’un même gène ancestral commun ayant subi une 

duplication génétique, qui évoluent différemment au cours de l’évolution et vont posséder 

des fonctions spécifiques (Hrazdilová et al., 2019). 
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Figure 1 : Arbre phylogénétique obtenu en se basant sur l’analyse du gène codant pour la 
sous-unité 1 de la cytochrome c oxydase, d’après Baneth et al. (2019) 

 

Historiquement, l’espèce Babesia canis comprenait trois sous-espèces : Babesia canis canis, 

Babesia canis rossi et Babesia canis vogeli. Ces sous-espèces sont actuellement considérées 

comme des espèces distinctes d’un point de vue génétique et clinique, et sont nommées : B. 

canis, Babesia rossi, et Babesia vogeli (Zahler et al., 1998). Historiquement, les « grandes 

babésies » étaient distinguées de la « petite babésie » (Boozer & Macintire, 2003).  

Les grandes babésies, à savoir B. canis, B. vogeli et B. rossi, et la petite babésie, Babesia 

gibsoni, appartiennent à un seul clade (clade VI), et forment un groupe unique, 

monophylétique, désigné Babesia sensu stricto (Tableau 1). Babesia vulpes et Babesia 

conradae appartiennent à des clades différents : ils forment deux groupes monophylétiques 

distincts, désignés respectivement Babesia microti-like (clade I) et Babesia sensu lato (Clade 

II) (Baneth et al., 2019).  

La différenciation de ces piroplasmes canins peut également se faire selon la morphologie du 

stade parasitaire mérozoïte. Toutefois, la classification reposant sur la morphologie (Tableau 

1) est actuellement jugée insuffisante, notamment parce que les mérozoïtes de B. canis 

peuvent devenir ronds et rétrécis en post-mortem, les rendant non distinguables de ceux  des 

petites babésies (Anzulović Šanta et al., 2015). 
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Tableau 1 : Classification morphologique des principaux piroplasmes ayant pour hôte 
principal le chien, modifié d’après Baneth et al. (2015) 

 
Le tableau 2 présente la classification phylogénétique des piroplasmes canins. 

 
Tableau 2 : Tableau taxonomique des parasites responsables de la piroplasmose canine, 

modifié d’après Jossand (2016) 

Règne Protistes 

Sous-règne Protozoaires 

Embranchement Sporozoaires 

Sous-embranchement Apicomplexes 

Classe Hématozoaires 

Ordre Piroplasmides 

Famille Babésiidés 

Espèces 
B. canis, B. vogeli, B. rossi, B. gibsoni, B. 
conradae, B. vulpes 

 

Ces parasites appartiennent au règne des Protistes, car ce sont des organismes unicellulaires 

eucaryotes (possèdent un noyau délimité par une membrane). Le fait que ces parasites soient 

hétérotrophes, c’est-à-dire qu’ils ne soient pas capables de synthétiser des constituants 

organiques à partir de la matière minérale, les classent parmi les Protozoaires. 

Ces parasites alternent des phases de reproduction sexuée et asexuée, appelées gamogonie, 

sporogonie et schizogonie, dans les tissus et cellules de leurs hôtes. Ils appartiennent donc 

aux Sporozoaires. Leur complexe apical leur permet de pénétrer activement dans les cellules 

hôtes et font de ces parasites des Apicomplexes.  

A certains de leurs stades, ces Apicomplexes se développent dans des érythrocytes et sont 

transmis par des tiques de la famille des Ixodidés ou des Argasidés permettant de les 

considérer comme des hématozoaires Piroplasmides. 

Les organismes appartenant à la famille des Babésiidés se caractérisent par un développement 

intra-érythrocytaire strict, ainsi que par une transmission transovarienne chez la tique pour 

Petites babésies (1.0 - 2.5 µm) 

B. gibsoni 

B. conradae 

B. vulpes (= Theileria annae, Babesia 
annae, Babesia microti-like) 

Grandes babésies (2.5 – 5.0 µm) 

B. canis 

B. rossi 

B. vogeli 
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les piroplasmes appartenant au clade Babesia sensu-stricto. Les espèces B. canis, B. vogeli, B. 

rossi, B. gibsoni, B. vulpes et notamment B. conradae appartiennent à cette famille (Baneth, 

2018b). 

 

b. Stades morphologiques  

 

• Grandes babésies 

 

La taille et la forme des piroplasmes dans le sang sont des éléments pouvant orienter vers une 

espèce parasitaire en particulier. 

Les grandes babésies sont caractérisées par une taille supérieure à 2,5 µm lorsqu’elles sont 

intra-érythrocytaires. Leur taille est souvent supérieure au rayon d’une hématie. 

Différents stades morphologiques des piroplasmes sont observables au sein des hématies de 

chiens infectés, dont les trophozoïtes, stades auxquels les piroplasmes se présentent sous 

forme  annulaire (Figure 2, flèche du bas). 

D’autres formes allongées, dites « piriformes », sont également observables dans les hématies 

de chiens infectés. Ces formes résultent de la scission binaire des trophozoïtes annulaires, lors 

de la mérogonie (division asexuée). 

Des formes dites « bigéminées » (Figure 2, flèche du haut), sont aussi observées et 

correspondent à un complexe formé de deux éléments piriformes reliés par leur extrémité la 

plus fine. Dans le cas des grandes babésies, l’angle obtenu par cette association est 

généralement inférieur à 90°. Ces formes bigéminées sont spécifiques de B. canis (Jossand, 

2016 ; Maslin et al., 2004). 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Frottis sanguin coloré au Giemsa mettant en évidence B. canis infectant des 

hématies canines. La flèche du haut montre une forme bigéminée du piroplasme, celle du bas 

montre une forme annulaire du piroplasme, d’après Walker (1899) 
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• Petites babésies  

 

Les petites babésies sont caractérisées par une taille inférieure à 2,5 µm lorsqu’elles se situent 

à l’intérieur des hématies de leur hôte canin parasité.  

Les formes annulaires des petites babésies sont reconnaissables par leur petit diamètre, 

généralement inférieur au rayon d’une hématie (Figure 3, les 2 flèches). 

Contrairement à ce qui est observé dans le cas des grandes babésies, les formes bigéminées 

des petites babésies présentent un angle supérieur à 90°. 

Figure 3 : Piroplasmes de B. gibsoni contenus dans des globules rouges canins. Les flèches 
montrent des formes piroplasmiques annulaires, d’après Teodorowski et al. (2022) 

 

Il peut également se former des complexes de quatre éléments intra-érythrocytaires 

piriformes reliés par leur extrémité la plus fine (Figure 4). Ces tétrades de mérozoïtes sont 

qualifiées de « croix de malte ». Ces tétrades peuvent se former soit suite à l’infestation par 

deux trophozoïtes, soit suite à la double fission binaire d’un trophozoïte. Ces tétrades de 

mérozoïtes sont très caractéristiques des petites babésies (Maslin et al., 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figure 4 : Forme tétrade de B. conradae chez un chien infecté d’après Kjemtrup et al. (2006) 
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c. Cycle de développement 

 

Le cycle parasitaire est dixène, avec la présence d’un hôte définitif chez lequel s’effectue la 

reproduction sexuée, et d’un hôte intermédiaire chez lequel se déroule la reproduction 

asexuée. Comme visible sur la Figure 5, ce cycle est divisé en trois étapes successives 

caractéristiques des Apicomplexes : schizogonie (ou mérogonie), gamogonie, et sporogonie 

(Jalovecka et al., 2019). 

      

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Représentation du cycle de vie parasitaire des piroplasmes appartenant au clade 
Babesia sensu-stricto, d’après Jalovecká et al. (2018) 

 

Le cycle de vie parasitaire commence lors de l’inoculation de sporozoïtes dans le sang de l’hôte 

intermédiaire, à savoir le chien, infesté par l’hôte définitif hématophage, la tique. Ces 

sporozoïtes sont libérés dans la salive de la tique, lors de la morsure.  

L’orientation du pôle apical des piroplasmes permet leur contact avec la membrane des 

hématies de l’hôte vertébré infecté (Lobo et al., 2012). Les piroplasmes possèdent des 

rhoptries au niveau du pôle apical qui permettent la libération d’enzymes protéolytiques 

contenues dans leurs organelles et favorisent ainsi la pénétration du sporozoïte (Mehlhorn & 

Shein, 1984).  
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Les sporozoïtes se différencient ensuite en trophozoïtes, directement après l’infection de 

l’hématie. Intervient ensuite une étape de réplication asexuée par fission binaire, nommée 

schizogonie ou mérogonie, qui donne naissance aux mérozoïtes. Les mérozoïtes se multiplient 

selon ce procédé, jusqu’à provoquer une lyse cellulaire du globule rouge envahi. Les 

mérozoïtes libérés colonisent d’autres hématies et effectuent de nouveau cette division 

asexuée. Les mérozoïtes internalisés dans les globules rouges, peuvent également s’engager 

sexuellement, et donner naissance à des formes sphéroïdes : les gamétocytes intra-

érythrocytaires (Figure 5). Cet événement initie la phase de gamogonie. Les gamétocytes sont 

des stades pré-sexués, destinés à se différencier en gamètes dans la lumière intestinale de 

l’hôte définitif. Le stade gamétocyte ne se divise pas, à la différence du stade mérozoïte. Les 

gamétocytes sont morphologiquement différents des mérozoïtes, cependant, seule la 

microscopie électronique permet d’observer cette divergence morphologique (Baneth, 2018a 

; Irawan, 2015). 

Lors de son repas sanguin, la tique ingère des érythrocytes canins, parmi lesquels certains 

contiennent des mérozoïtes et d’autres des gamétocytes. Les globules rouges contenant des 

mérozoïtes seront détruits dans la lumière intestinale de la tique. 

Les gamétocytes, non détruits dans la lumière intestinale de la tique, subissent une 

réorganisation structurelle et évoluent en gamètes, autrement nommés corps rayonnés, corps 

étoilés ou Strahlenkörper, en raison de la présence de fines projections. Ces gamètes se 

divisent et forment des agrégats, qui libèreront des gamètes haploïdes dans la lumière 

intestinale de la tique (Yabsley & Shock, 2013). Deux types de gamètes seront produits. 

La fécondation résulte en la fusion des deux types de gamètes, donnant naissance à un zygote 

diploïde mobile, l’ookinète. Ce dernier pénètre dans les cellules épithéliales intestinales de la 

tique, notamment par sa structure en pointe de flèche lui permettant une libération 

d’enzymes. Une fois intracellulaire, le zygote adopte une forme sphérique et subit une méiose 

pour produire de nombreux kinètes haploïdes (Visee, 2008). 

Ces kinètes primaires vont alors se retrouver dans l’hémolymphe, le liquide corporel de la 

tique, et ainsi diffuser dans ses organes périphériques. Ils se retrouveront notamment dans 

les cellules du système immunitaire, les fibres musculaires, les tubules de Malpighi, les cellules 

péritrachéales (Jalovecka et al., 2019). Les kinètes des piroplasmes appartenant au clade 

Babesia sensu-stricto ont la particularité d’envahir les cellules ovariennes de l’hôte invertébré, 

permettant une transmission transovarienne de ces parasites à la génération suivante. Cette 

particularité est unique parmi les Apicomplexes, et explique la persistance du parasite sans la 

présence préalable d’hôte vertébré réservoir (Mierzejewska et al., 2018). 

Les kinètes primaires répartis dans les tissus périphériques subissent une multiplication 

asexuée (fission multiple), formant alors les kinètes secondaires qui se dirigent ensuite dans 

les glandes salivaires de la tique. Cette phase de sporogonie se produit dans les cellules des 

glandes salivaires, et conduit à la maturation des kinètes. Au cours de la sporogonie, les 

kinètes forment une masse cytoplasmique multinucléée, nommée sporoblaste, qui reste 

quiescente lors du développement de la tique, permettant la transmission transstadiale du 

parasite (Uilenberg, 2006). 
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Lors du prochain repas sanguin de la tique, le sporoblaste sortira de sa quiescence et libérera 

de nombreux sporozoïtes dans la salive de la tique. Ce processus prend généralement 48 

heures (Bilić et al., 2018). Les sporozoïtes adopteront une forme piriforme, et posséderont des 

organelles apicales permettant d’envahir les cellules cibles. 

Les sporozoïtes seront ainsi relargués dans la circulation sanguine de l’hôte intermédiaire lors 

du repas sanguin. 

La transmission des parasites peut se faire par d’autres moyens que par morsure de tiques, 

notamment par transfusion sanguine, comme cela a été décrit pour B. gibsoni et B. canis 

(Freeman et al., 1994 ; Stegeman et al., 2003). B. gibsoni serait également transmis par 

morsure de chiens à chiens, notamment pour les races de chiens de combat (M.-J. Lee et al., 

2009 ; Yeagley et al., 2009). 

 

2. Hôtes vecteurs  

 

a. Données générales 

 

Les hôtes définitifs des piroplasmes sont des tiques, elles hébergent la reproduction sexuée 

de ces parasites. Seules les tiques de la famille des Ixodidés, à savoir les tiques dites « dures », 

transmettent les parasites de l’ordre des Piroplasmides. Les tiques sont les vecteurs les plus 

impliqués dans la transmission d’agents pathogènes chez les animaux domestiques (Fuente, 

2008 ; Rubio Robles et al., 2015).  

Figure 6 : Classification simplifiée des arthropodes hématophages, d’après Pierre-Olivier 
(2022) 

 

Les tiques dures effectuent un repas de sang complet à chacun de leur stade : ce sont des 

acariens hématophages stricts, nécessitant la présence d’hôtes vertébrés variés (mammifères, 

oiseaux, reptiles, amphibiens). L’homme est toujours un hôte accidentel. Elles repèrent leurs 

hôtes via les odeurs, la chaleur, le dioxyde de carbone qu’ils émettent (Boulanger & Lipsker, 

2015). Au stade adulte, seule la femelle effectue un repas sanguin prolongé sur l’hôte pour 
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permettre la maturation de ses œufs. Le mâle, très peu voire non hématophage, se retrouve 

sur l’hôte principalement pour l’accouplement. Les chélicères de la tique altèrent les tissus de 

l’hôte afin de faciliter la pénétration du rostre. Puis les glandes salivaires de la tique sécrètent 

un cément  qui se solidifie rapidement, permettant un ancrage plus solide aux tissus de l’hôte. 

Le gorgement de la tique dure femelle s’effectue ainsi en deux temps (jusqu’à quatre millilitres 

de sang) : une phase d’aspiration lente d’environ 48 heures puis une phase d’aspiration rapide 

variant de trois jours à quatre jours selon l’espèce, et interrompue par des phases de 

sécrétions salivaires (Perez-Eid, 2007). L’aspiration de sang s’effectue à vitesse constante pour 

les larves et les nymphes. La tique femelle effectue son repas de sang complet seulement s’il 

y a fécondation, permettant le passage à la phase de gorgement rapide. C’est lors de la phase 

de gorgement rapide que la tique risque de transmettre des agents pathogènes à l’hôte.  

La salive contient des molécules antiagrégantes plaquettaires et anticoagulantes, qui facilitent 

la prise du repas de sang. La dernière sécrétion salivaire permet de dissoudre le cément, et 

ainsi la tique repue tombe de son hôte (Rebaud, 2006). 

Les tiques appartiennent à l’embranchement des Arthropodes, qui constituent le plus grand 

clade du monde vivant et ont un corps segmenté avec des pattes articulées à l’âge adulte 

(Figure 6) (Montag, 2022). Les tiques font partie du sous-embranchement des Chélicérates, 

notamment par la présence de chélicères, au nombre de deux, permettant la pénétration dans 

les tissus de l’hôte ; mais également par la présence de pédipalpes ayant un rôle purement 

sensoriel (Figure 7) (Guiguen et al., 2019). 

Les tiques se rangent dans la classe des Arachnides par la présence de leurs huit pattes 

marcheuses, sauf à l’état larvaire (Figure 7) (Perez-Eid & Gilot, 1998). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Représentation de la morphologie d’une tique dure (Ixodidé), 

d’après Bonnet et al. (2017) 
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Leur corps est constitué d’une partie comportant les pièces buccales nommée gnathosome 

(ou capitulum) et d’une seconde portant les pattes, nommée idiosome (Figure 7). C’est pour 

cela qu’on les classe au sein de l’ordre des Acari, et la présence de stigmates (orifices 

respiratoires) à l’arrière des pattes les classe dans le sous-ordre des Ixodidés (« tiques ») 

(Lecointre & Le Guyader, 2017 ; Rakover, 2018 ; Visee, 2008). 

Les tiques dures possèdent une face dorsale kératinisée, appelée scutum, bouclier ou écusson 

dorsal. Elles vivent dans le milieu extérieur, contrairement aux tiques molles qui  se 

cantonnent plutôt aux grottes, terriers et nids d’oiseaux (Gonzalez, 2013). 

La présence de cet écusson dorsal est à l’origine d’un dimorphisme sexuel marqué. Chez le 

mâle, il comprend la majeure partie de l’idiosome dorsal limitant ainsi sa distension lors du 

repas sanguin, alors que chez la femelle, ce scutum est très limité en taille, lui permettant de 

multiplier son volume considérablement lors du repas sanguin (Douine, 2020). 

Il y a trois stades de vie morphologiquement distinguables chez la tique : larve, nymphe et 

adulte. La larve possède trois paires de pattes marcheuses alors que la nymphe et l’adulte en 

possèdent quatre (Perez-Eid & Gilot, 1998). 

Le développement des différentes espèces de tiques dépend d’un certain nombre de facteurs 

environnementaux : température, hygrométrie, disponibilité des hôtes, prédateurs (certains 

oiseaux). Ces facteurs sont impliqués dans la répartition géographique des différentes espèces 

de tiques (Agoulon et al., 2017). 

Les tiques présentent une pathogénicité directe et indirecte. Leur rôle pathogène direct est 

associé à une action mécanique via le franchissement de la barrière cutanée, mais il y a 

également une action allergisante par sécrétion salivaire, ainsi qu’une action spoliatrice 

anémiante. La transmission d’agents pathogènes explique leur rôle pathogène indirect (Perez-

Eid, 2007). 

Plusieurs genres de tiques appartenant à la famille des Ixodidés sont responsables de la 

transmission des piroplasmes chez le chien, à savoir les genres Rhipicephalus, Dermacentor et 

Haemaphysalis (Guiguen et al., 2019). 

Les différentes espèces de piroplasmes sont transmises par des espèces de tiques 

potentiellement spécifiques (Tableau 3), notamment en fonction de leur répartition 

géographique. 
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Tableau 3 : Tique vectrice de différentes espèces parasitaires, modifié d’après Baneth (2018a) 

 

 

b. Rhipicephalus sanguineus 

 

L’espèce R. sanguineus est dite endophile du fait de sa capacité à se développer dans des abris, 

notamment les fentes des murs. Elle a été décrite pour la première fois par Latreille en 1806. 

C’est l’espèce la plus répandue dans le monde, présente sur tous les continents. Elle se nomme 

« tique du chenil » ou « tique brune du chien » car son hôte préférentiel est le chien (Cruz 

Vazquez et al., 1998 ; Dantas-Torres, 2010). 

R. sanguineus se distingue morphologiquement par un rostre court et terminal, composé par 

deux chélicères et un hypostome, porté par un capitulum possédant une base hexagonale. 

C’est ce rostre qui pénètre les tissus de l’hôte vertébré, lors du repas sanguin de la tique 

(Bonnet et al., 2017). 

Le cycle de R. sanguineus est qualifié de triphasique monotrope. C’est-à-dire qu’à chaque 

stade actif (larve, nymphe et adulte), la tique se nourrit une unique fois sur un individu, puis 

se retrouve libre dans l’environnement, avant de muer au stade suivant. Ce cycle est 

monotrope car les tiques parasitent des individus de la même espèce tout au long du cycle, 

préférentiellement le chien. Il peut se produire un cycle biphasique chez certaines tiques de 

R. sanguineus lorsque les conditions sont favorables, avec métamorphose de la larve en 

nymphe directement sur l’hôte, sans phase libre dans l’environnement (Uspensky & Ioffe-

Uspensky, 2002). 

Après éclosion des œufs, les larves, mesurant approximativement 0,5 µm (Figure 8a), 

recherchent passivement un hôte, en se perchant sur des herbes ou des buissons le plus 

souvent. Une fois sur l’hôte, elles se gorgent de sang pendant 3 à 12 jours puis s’en détachent 

Espèce parasitaire Tique vectrice (potentielle et avérée) 

B. canis Dermacentor reticulatus 

B. vogeli Rhipicephalus sanguineus 

B. rossi Haemaphysalis elliptica 

Haemaphysalis leachi 

B. gibsoni Haemaphysalis longicornis 

Haemaphysalis bispinosa ? 

R.sanguineus 

B. conradae R.sanguineus ? 

B. vulpes Ixodes hexagonus ? 

R. sanguineus ? 

D. reticulatus ? 
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après le repas sanguin (Perez-Eid & Gilot, 1998). Ces larves gorgées de sang sont alors en phase 

« libre » dans l’environnement, et y subissent une métamorphose allant de 5 à 15 jours selon 

les conditions climatiques : elles se développent en nymphes, ayant une taille avoisinant 1,2 

mm (Figure 8b). Ces dernières entament à leur tour une phase parasitaire sur un nouvel hôte, 

allant de 3 à 11 jours (Ioffe-Uspensky et al., 1997). A la fin de son repas sanguin, la tique à 

l’état nymphal se laisse choir, et subit ainsi une métamorphose en stade adulte, allant de 9 à 

47 jours (Dantas-Torres, 2008). Les tiques mâles (Figure 8d) pouvant mesurer jusqu’à 3,2 mm, 

et les tiques femelles jusqu’à 11,5 mm après le repas, s’accouplent principalement sur l’hôte, 

notamment par le biais des phéromones produites par la tique femelle (Ecole nationale 

vétérinaire de Lyon, 2022). La femelle (Figure 8c), gorgée de sang et fécondée, tombe ensuite 

de l’hôte, et trouve un endroit propice à l’incubation des œufs (fissures de murs, enclos canins) 

(Dantas-Torres, 2008). La ponte peut débuter quatre jours après avoir quitté l’hôte, et durer 

jusqu’à 18 jours. La femelle R. sanguineus peut ainsi pondre 4000 œufs en moyenne, puis 

meurt une fois la ponte terminée (Koch, 1982).   

En moyenne, il peut se produire deux générations par an, mais cela dépend de nombreuses 

conditions, telles que l’hygrométrie, le nombre d’hôtes disponibles et la température (Bonnet 

et al., 2017). Ainsi un bon développement est possible avec un degré d’humidité de 35 à 95% 

et une température comprise entre 20°C et 35°C (Dantas-Torres, 2008). La durée moyenne 

d’un cycle est de quatre à cinq mois ((Ecole nationale vétérinaire de Lyon, 2022). 

L’espèce R. sanguineus est cosmopolite, préférentiellement présente dans des zones de climat 

chaud avec des hivers doux, à savoir au niveau des régions méditerranéennes, tropicales et 

subtropicales (Figure 9) (Bonnet et al., 2017). 

C’est l’espèce de tique la plus cosmopolite chez les canidés, avec une présence en Afrique, 

Europe, Amérique du Nord et du Sud et en Asie (Cruz Vazquez et al., 1998). 

Au niveau européen, on remarque une présence de R. sanguineus particulièrement marquée 

au niveau du pourtour méditerranéen (Figure 9). 

R. sanguineus est active tout au long de l’année dans les régions tropicales et subtropicales, 

et, dans les régions tempérées, plutôt de la fin du printemps au début de l’automne (Dantas-

Torres, 2010). 
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 Figure 8 : Stades morphologiques de Rhipicephalus sanguineus, selon Dantas-Torres (2010). 
a : état larvaire (barre : 400 µm). b : état nymphal (barre : 500 µm). c : adulte femelle (barre : 

1 mm). d : adulte mâle (barre : 1 mm) 

 

Figure 9 : Répartition de Rhipicephalus sanguineus en Europe en mars 2022, selon European 
Centre for Disease Prevention and Control (2022). Rouge : espèce observée 

administrativement. Jaune : espèce introduite administrativement sans établissement 
confirmée. Gris : aucune donnée disponible. 
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c. Dermacentor reticulatus 

 

L’espèce D. reticulatus possède un cycle triphasique ditrope, les stades parasitaires se 

développant sur trois hôtes différents. En effet, les stades larvaires ayant une taille de l’ordre 

de 0,5 µm, et les stades nymphaux mesurant environ 1,8 µm, effectuent leur phase parasitaire 

sur des petits mammifères (campagnols, mulots). Le stade adulte de D. reticulatus (Figure 10) 

(mâle mesurant jusqu’à 4,8 mm, femelle jusqu’à 4,2 mm et ≈ 1 cm après le repas) se développe 

sur de grands mammifères, les chiens préférentiellement, mais également les ongulés.  

Entre chaque stade parasitaire, les tiques reviennent dans l’environnement pour y subir la 

métamorphose ou la ponte des œufs. Les femelles D. reticulatus peuvent ainsi pondre jusqu’à 

7200 œufs (Földvári et al., 2016).  

Il y a deux pics d’activité associés à D. reticulatus dans les climats continentaux : un en Mai-

Juin (printemps) et un second en Septembre (automne) (Siroký et al., 2016). 

La durée d’un cycle est d’un an en moyenne, cependant avec des conditions favorables, il peut 

s’effectuer plusieurs générations par an. A l’inverse si les conditions sont très défavorables, 

un cycle complet peut durer trois ans (Bonnet et al., 2017). 

Les stades larvaires et nymphaux ont une phase « libre » dite endophile, avec un 

développement plutôt dans des terriers, alors que le stade adulte est exophile pendant cette 

phase « libre », avec une présence des tiques notamment dans des prairies, terrains vagues, 

lisières de bois, bords de chemins et pâturages (Ecole Nationale Vétérinaire de Lyon, 2022 ; 

Solano-Gallego et al., 2016).  

En terme de morphologie, les tiques D. reticulatus sont distinguables notamment par la 

présence d’un écusson dorsal chitineux recouvert d’ « émail blanc », plus développé chez le 

mâle (Figure 10). La présence d’un rostre court et large permet également son identification. 

Figure 10 : Photographies de Dermacentor reticulatus adultes, femelle à gauche et mâle à 
droite, d’après Siroký et al. (2016) 
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On observe également des stigmates sous forme de virgule et un capitulum avec une base 

rectangulaire (Siroký et al., 2016). 

L’espèce D. reticulatus est présente en Europe, avec une aire de répartition formant une 

bande longue et étroite partant, à l’Ouest, du Nord du Portugal et allant jusqu’en Asie centrale 

(Bonnet et al., 2017). Son niveau de présence le plus élevé est en Europe centrale et 

septentrionale, son niveau de présence le plus faible se situe dans le bassin méditerranéen 

(Figure 11).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Répartition de Dermacentor reticulatus en Europe en mars 2022, selon 
European Centre for Disease Prevention and Control (2022b) . Rouge : espèce 

observée administrativement. Jaune : espèce introduite administrativement sans 
établissement confirmé. Vert clair : pas de signalement et forte probabilité 

d’absence. Vert foncé : absence de l’espèce confirmée. Gris : aucune donnée 
disponible. 
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3. Epidémiologie 

 

La distribution des différentes espèces responsables de la piroplasmose canine est fortement 

corrélée à la répartition de leurs tiques vectrices respectives. 

Cependant, certains modes de transmission peuvent expliquer des cas de piroplasmose qui 

ne sont pas forcément associés à la présence de la tique. Par exemple, les mérozoïtes de B. 

gibsoni ont la particularité de pouvoir être transmis directement via des blessures de chiens à 

chiens lors d’un combat (M.-J. Lee et al., 2009 ; Yeagley et al., 2009). Cela concerne 

particulièrement l’American Pit Bull Terrier et le Tosa Inu, qui sont des races de chiens très 

prisées dans les combats illégaux de chiens (Teodorowski et al., 2022).  

Une transmission directe par voie transplacentaire a également été mise en évidence dans le 

cas de certaines espèces de piroplasmes, à savoir B. canis (Mierzejewska et al., 2014), B. vulpes 

(Simões et al., 2011) et B. gibsoni (Fukumoto, Tamaki, et al., 2005).  

La possibilité de transmission par transfusion a également été rapportée pour les espèces de 

B. gibsoni et B. canis (Freeman et al., 1994 ; Stegeman et al., 2003). 

Ces différents modes de transmission par voie directe, verticale ou transplacentaire, ainsi que 

par transfusion et lors de combats, sont impliqués, avec la répartition des tiques vectrices, 

dans la distribution des différentes espèces de piroplasmes (Baneth, 2018a ; Solano-Gallego 

et al., 2016). 

 

a. Babesia canis 

 

Au niveau européen, la grande majorité des cas de babésiose canine sont causés par des 

piroplasmes de l’espèce B. canis (Radzijevskaja et al., 2022).  

L’espèce B. canis est principalement présente au Centre et au Nord-Est de l’Europe. Lors des 

vingt dernières années, il a été décrit une expansion rapide de la zone endémique de B. canis, 

allant de l’Europe centrale à la région baltique.  

Ce parasite a effectivement été décrit dans de nouvelles régions endémiques, notamment en 

Pologne (Dwużnik-Szarek et al., 2021), Lituanie (Paulauskas et al., 2014) et Lettonie (Berzina 

et al., 2013). Il a aussi été décrit de façon sporadique en Asie (Iran, Chine) (Ghasemzade et al., 

2021 ; J. Wang et al., 2019).  

Cette extension fulgurante est fortement corrélée à l’extension de sa principale tique 

vectrice : D. reticulatus (Figure 11) (Gilot et al., 1975), qui a colonisé les régions baltiques de 

la Lettonie et de la Lituanie, allant même jusqu’en Asie centrale (Bonnet et al., 2017). Cela 

concerne surtout la frontière Nord de l’aire de répartition de D. reticulatus au Nord de 

l’Allemagne, de la Pologne et de la Lituanie, qui serait sujette à une expansion vers le Nord 

(Paulauskas et al., 2015). 
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L’expansion active de D. reticulatus induisant l’extension des zones endémiques de B. canis, 

serait liée aux changements environnementaux et climatiques ainsi qu’aux mouvements 

migratoires humains et animaux (Radzijevskaja et al., 2022). 

 

b. Babesia vogeli 

 

Ce parasite est cosmopolite du fait que sa tique vectrice, à savoir R. sanguineus, soit 

cosmopolite.  

B. vogeli se trouve dans les zones endémiques pour R. sanguineus : le Moyen-Orient ; l’Europe 

(surtout au niveau du bassin méditerranéen) (Figure 9) ; L’Afrique ; l’Amérique du Sud, 

Centrale et du Nord ; L’Asie et l’Australie (Solano-Gallego & Baneth, 2011). Cette tique peut 

cependant tolérer des climats plus froids, en Europe centrale et dans les iles britanniques 

(Baneth, 2018a ; Solano-Gallego et al., 2016). 

 

c. Babesia rossi 

 

Ce parasite a été décrit exclusivement en Afrique du Sud, et en Afrique subsaharienne au 

niveau du Soudan et du Nigeria (Adamu et al., 2014 ; Oyamada et al., 2005). Les tiques 

responsables de sa transmission parasitaire sont H. elliptica et H. leachi.  

 

d. Babesia gibsoni 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

Figure 12 : Répartition des infections canines à B. gibsoni en Europe, d’après Teodorowski et 
al. (2022) 

 

De base, B. gibsoni est endémique dans le Sud-Est de l’Asie. Ce piroplasme a subi une 

expansion géographique, et a été décrit en Amérique du Nord et du Sud ; en Australie et en 

Europe (Figure 12) (Baneth, 2018a). En Europe le premier cas a été décrit en 2003, en Espagne 

(Criado-Fornelio et al., 2003), puis d’autres cas ont été décrits en Allemagne (Hartelt et al., 

2007), Italie (Trotta et al., 2009), Croatie (Beck et al., 2009), Serbie (Gabrielli et al., 2015), 
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Slovaquie (Víchová et al., 2016), Roumanie (Andersson et al., 2017) et Pologne (Adaszek et al., 

2018). Le vecteur européen avéré de B. gibsoni est R. sanguineus. En Asie, H. longicornis peut 

également être vecteur de B. gibsoni (Chao et al., 2017). Cependant, rappelons que la tique 

n’est pas seule responsable de la transmission parasitaire canine pour B. gibsoni, avec 

notamment l’existence d’une transmission de chiens à chiens lors de combat, d’une 

transmission verticale et par transfusion sanguine (Fukumoto et al., 2005 ; Lee et al., 2009 ; 

Stegeman et al., 2003 ; Yeagley et al., 2009). 

Les vecteurs connus et avérés pour B. gibsoni sont donc H. longicornis (Otsuka, 1974) et R. 

sanguineus (Chao et al., 2017) ; H. bispinosa serait un vecteur potentiel (Tableau 3) (Baneth, 

2018b ; Teodorowski et al., 2022). 

 

e. Babesia conradae 

 

Ce parasite a été isolé en Amérique du Nord, et, plus précisément, est endémique en 

Californie. Depuis 2006, B. conradae a été élevé au rang d’espèce distincte. Les coyotes 

seraient des hôtes réservoirs de ces parasites (Stayton et al., 2021). 

La transmission parasitaire de cette espèce reste non élucidée à ce jour. B. conradae a été 

mise en évidence dans les glandes salivaires de R. sanguineus, cependant les connaissances 

actuelles ne permettent pas de savoir si la transmission se fait par tique vectrice, de façon 

verticale par voie transplacentaire ou alors par transfusion de produits sanguins. Les chiens 

ayant des contacts agressifs avec les coyotes réservoirs de B. conradae auraient effectivement 

plus de probabilité d’être infectés par cet Apicomplexe (Dear et al., 2018). 

 

f. Babesia vulpes 

 

L’espèce B. vulpes, anciennement nommée T. annae ou B. microti-like, est présente en Europe, 

en Asie (Sang et al., 2021) et en Amérique du Nord (Barash et al., 2019). Elle infecte 

principalement les chiens et a pour principal réservoir le renard roux (Vulpes vulpes). Il a été 

suggéré une transmission par différentes espèces de tiques, notamment par I. hexagonus (la 

tique du hérisson) (Checa et al., 2018) et/ou par D. reticulatus (Dwużnik-Szarek et al., 2021), 

cependant aucune de preuve de transmission par les tiques n’a été identifiée à ce jour 

(Baneth, 2018b ; Camacho et al., 2003 ; Hodžić et al., 2017). 

Sa présence en Europe a été décrite chez les chiens en Croatie (Beck et al., 2009) ; Serbie 

(Gabrielli et al., 2015) ; Suède (Falkenö et al., 2013) ; France (René-Martellet et al., 2015) ; 

péninsule ibérique (Miró et al., 2015 ; Simões et al., 2011 ; Solano-Gallego et al., 2016). 
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4. Physiopathologie et manifestations cliniques 

 

Les manifestations cliniques de la babésiose canine interviennent après une phase 

d’incubation du parasite dans l’hôte allant de 10 à 21 jours pour B. canis et de 14 à 28 jours 

pour B. gibsoni (Bilić et al., 2018). Ces manifestations peuvent avoir différentes présentations, 

allant de l’infection chronique à l’infection aiguë, voire même suraiguë (Solano-Gallego et al., 

2016). 

La forme suraiguë est rare, et se caractérise surtout par la présence d’une anémie hémolytique 

sévère, d’un état de choc, et de lésions tissulaires importantes, pouvant causer le décès rapide 

de l’hôte (en moins de 24 heures).  

En cas de forme aiguë, l’anémie hémolytique, l’ictère, la splénomégalie ou l’adénopathie 

lymphatique représentent les principales manifestations.  

Une forme chronique a également été décrite, bien que moins fréquente et mal définie, 

souvent asymptomatique ou avec la présence d’une fièvre intermittente et d’une perte de 

poids progressive dans la majorité des cas décrits (Vishwakarma & Nandini, 2019). Les 

infections causant des formes asymptomatiques sont une véritable menace pour les zones 

non endémiques. Ces chiens possédant une parasitémie rarement décelable au frottis sanguin 

et présentant des signes cliniques très légers, ne sont pas détectés faisant d’eux des réservoirs 

parasitaires. De plus, ces chiens peuvent à tout moment évoluer et développer une forme 

clinique aiguë, notamment lors d’un affaiblissement du système immunitaire, par 

splénectomie ou suite à un traitement immunosuppresseur par exemple (Solano-Gallego et 

al., 2016 ; Vishwakarma & Nandini, 2019). 

La variété des manifestations cliniques dépend de différents facteurs, dont des facteurs 

intrinsèques aux parasites, avec notamment le pouvoir pathogène des différentes espèces de 

Babesia ; mais également des facteurs liés à l’hôte, tels que l’âge, le statut immunitaire, les 

antécédents de splénectomie mais aussi la présence d’infections concomitantes (P. J. Irwin, 

2009 ; Solano-Gallego & Baneth, 2011). 

En effet, la virulence de l’infection est différente selon l’espèce de Babesia impliquée. Il a été 

décrit que le taux de mortalité associé à la babésiose canine pouvait aller de 1% pour B. vogeli 

à 12% pour B. rossi. En effet, parmi les grandes babésies, l’espèce ayant le potentiel de 

virulence le plus faible est B. vogeli pour des chiens adultes, alors que B. rossi est l’espèce la 

plus virulente. B. vogeli entraine le plus souvent une infection cliniquement indétectable 

(subclinique) chez les chiens adultes, avec une parasitémie très faible, ce qui la rend 

difficilement décelable sur les frottis sanguins. Cependant chez les chiots, B. vogeli a plutôt 

tendance à induire une infection aiguë avec une anémie marquée (P. Irwin & Hutchinson, 

1991). B. rossi est principalement à l’origine de formes cliniques suraiguës et aiguës 

(Schoeman, 2009). Concernant le piroplasme B. canis, il possède une pathogénicité variable, 

intermédiaire entre celle de B. vogeli et celle de B. rossi (Vishwakarma & Nandini, 2019). 

Concernant les petites babésies, leur pathogénicité est modérée à sévère (P. J. Irwin, 2009 ; 

Solano-Gallego et al., 2016 ; Solano-Gallego & Baneth, 2011). L’espèce B. gibsoni est le plus 

souvent impliquée dans des formes cliniques aiguës, provoquant une léthargie, de la fièvre, 
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une anémie hémolytique, une thrombocytopénie, une lymphadénopathie, une 

splénomégalie. Les manifestations hyperaiguës induites par B. gibsoni sont relativement rares. 

Concernant B. conradae, cette espèce possède une virulence certaine et entraine 

régulièrement des infections sévères qui, éventuellement, peuvent mener au décès. Le 

piroplasme B. vulpes est quant à lui le plus souvent à l’origine d’une sévère anémie et d’une 

insuffisance rénale (Karasová et al., 2022). 

Il a également été décrit que la virulence serait exacerbée par la co-infection d’un même 

individu par plusieurs espèces. Les co-infections avec de multiples espèces de Babesia sont 

relativement rares, mais les hôtes présentant des co-infections avec Babesia spp et d’autres 

micro-organismes comme Leishmania spp, Ehrlichia spp, Anaplasma spp, Hepatozoon spp, 

Rickettsia spp sont plus courantes (Solano-Gallego et al., 2016). 

 

5. Diagnostic 

 

Le diagnostic est un élément clef de la prise en charge de la babésiose canine. En effet un 

diagnostic précoce et précis est un prérequis à la mise en place d’un traitement adapté et 

optimisera les chances de survie en assurant un bon pronostic. 

Le diagnostic de certitude est fait sur la base d’éléments d’orientation ainsi que des éléments 

du diagnostic biologique. 

Les éléments cliniques, à savoir les symptômes canins, les antécédents de transfusion 

sanguine, ou de splénectomie ainsi que les données épidémiologiques en lien avec la zone 

géographique concernée et la notion de voyage récent, orientent le diagnostic (Homer et al., 

2000).  

Les éléments de diagnostic biologique impliquent la mise en évidence directe du parasite ou 

de ses acides nucléiques, par microscopie ou approches moléculaires, et/ou la mise en 

évidence indirecte par sérologie notamment. 

 

a. Diagnostic microscopique 

 

L’observation microscopique d’un frottis sanguin a l’avantage d’être une méthode peu 

coûteuse, c’est la plus simple et la plus accessible pour le diagnostic. Cette méthode possède 

une grande spécificité, présentant peu de faux positifs. Ce fut historiquement la première 

méthode de détection des piroplasmes, Victor Babes en usa en 1888 pour la première 

identification de Babesia spp (Karasová et al., 2022). 

Ces frottis sont le plus souvent préparés à partir de sang capillaire prélevé au niveau de 

l’extrémité de l’oreille ou de l’ongle de l’orteil (présentant une grande abondance parasitaire) 

(Böhm et al., 2006). Ils sont ensuite colorés par du Giemsa. Les parasites sont recherchés à 

l’intérieur d’érythrocytes. Ces derniers sont parfois eux-mêmes phagocytés par des 

macrophages (Figure 13) (Baneth, 2018b). 
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Lors de l’observation microscopique, l’observateur se fie à la taille et à la morphologie intra-

érythrocytaire des piroplasmes pour déterminer si ils font partie des grandes ou des petites 

babésies. Cependant, le diagnostic différentiel des espèces de grandes babésies versus petites 

babésies ne pourra pas résulter d’une simple observation en microscopie optique. La mise en 

évidence des petites babésies est difficile, pour ces parasites la sensibilité de la méthode 

microscopique varie de faible à modérée (Miró et al., 2015). L’existence de différents stades 

de développement parasitaire, et le fait que les trophozoïtes puissent adopter une 

morphologie et une taille variables compliquent le diagnostic microscopique (Karasová et al., 

2022). 

La microscopie optique est considérée comme fiable pour une parasitémie modérée à élevée. 

Les chiens présentant une infection subclinique et chronique, qui ont une parasitémie faible, 

donnent donc lieu à une difficulté d’observation microscopique (Solano-Gallego et al., 2016). 

En cas de faible parasitémie, le risque principal est un résultat faussement négatif (Karasová 

et al., 2022). Dans le cas de l’observation microscopique d’un frottis, il a été montré que la 

limite de détection parasitaire est une parasitémie de 0,5% (Eichenberger et al., 2016). 

Cette méthode d’observation microscopique est donc un outil diagnostic de première 

intention et, si les frottis sont négatifs, la faible sensibilité connue en particulier pour les 

faibles parasitémies, impliquera la réalisation d’un diagnostic moléculaire plus sensible par 

réaction de polymérisation en chaîne (PCR) (Figure 14) (Bilić et al., 2018). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Frottis sanguin coloré au Giemsa représentant des mérozoïtes de B. vogeli dans 
des érythrocytes canins libres et phagocytés, d’après Baneth (2018a) 
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b. Diagnostic sérologique 

 

Les tests de diagnostic sérologique reposent sur la mise en évidence d’anticorps spécifiques 

d’antigènes parasitaires. Ce sont donc des méthodes de détection parasitaire indirecte. La 

mise en évidence d’anticorps sériques réagissant avec les antigènes parasitaires témoigne 

d’une infection passée ou présente, contribuant plutôt au diagnostic d’orientation. La 

détection des anticorps est considérée comme une méthode fiable et efficace. Cependant, ces 

anticorps se développent sur plusieurs jours ou semaines et disparaissent après plusieurs 

mois. Cette méthode de diagnostic indirect a une haute sensibilité et une spécificité modérée 

dans les infections chroniques et subcliniques. Les réactions croisées avec les différentes 

espèces de Babesia, et également avec les autres Apicomplexes, sont responsables de la 

spécificité limitée de cette méthode (Adachi et al., 1993). Des faux négatifs sont également 

possibles, en particulier en cas d’infection aiguë ou suraiguë ou dans les stades précoces de 

l’infection chronique, car les anticorps mettent entre 8 à 10 jours à se développer (Bilić et al., 

2018). Cette approche peut être adaptée dans le cas du diagnostic d’infection chronique avec 

une parasitémie faible, ne permettant pas un diagnostic direct (Figure 14) (Karasová et al., 

2022). 

 

•  Immunofluorescence indirecte (IFI) 

 

C’est la méthode de sérodiagnostic la plus utilisée pour la babésiose canine (Vercammen et 

al., 1995). L’IFI (ou IFAT) est rapide, facile et fiable. Sa mise en œuvre repose sur la liaison 

antigènes parasitaires - anticorps spécifiques provenant de sérum canin. Ces complexes sont 

ensuite révélés par la liaison d’un anticorps secondaire anti-immunoglobuline fluorochrome 

(Mosqueda et al., 2012), par observation en microscopie à fluorescence, le degré de 

fluorescence étant donc soumis à une subjectivité. Pour B. gibsoni, la sensibilité de cette 

technique est 93,1%, et la spécificité est de 88,9% (Karasová et al., 2022). 

 

• La technique de dosage d’immunoabsorption par enzyme liée (ELISA)  

 

Cette technique a pour avantage d’être simple, d’avoir une plus grande capacité, objectivité 

et spécificité par rapport à l’IFI. En effet, pour améliorer la spécificité, divers antigènes 

recombinants sont utilisés, et sont très spécifiques d’une espèce de Babesia donnée. Par 

exemple, l’antigène recombinant de mérozoïtes de B. gibsoni nommé rBgSA1, est hautement 

spécifique des infections à B. gibsoni, et les tests ELISA utilisant cet antigène recombinant ont 

montré une spécificité pouvant aller jusqu’à 97,4% (Karasová et al., 2022 ; Mandal et al., 

2014). D’autres antigènes recombinants spécifiques de B. canis ont été mis en évidence, à 

savoir rBcMSA1 et rBcSA1, et sont prometteurs pour les approches ELISA et 

immunochromatographiques pour diagnostiquer une infection à B. canis (Zhou et al., 2016). 
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• L’immunochromatographie 

 

Cet outil de diagnostic rapide permet l’obtention de résultats en une quinzaine de minutes. 

C’est une méthode facile, ne nécessitant pas d’instrument complexe, et la moins onéreuse des 

méthodes sérologiques (Eliot, 2015 ; Mandal et al., 2014).  

Cette technique se base sur la mise en évidence d’anticorps dans le sérum canin, dirigés contre 

des antigènes spécifiques recombinants fixés sur des bandelettes de test à base de membrane 

de nitrocellulose (Karasová et al., 2022 ; Weigl et al., 2008). 

 

c. Diagnostic moléculaire 

 

Les méthodes de diagnostic moléculaire visent à mettre en évidence les acides nucléiques des 

piroplasmes. La PCR se base sur l’amplification d’une séquence déterminée d’acides 

nucléiques via l’utilisation d’amorces spécifiques.  

Cette technique, hautement sensible et spécifique, permet de détecter la parasitémie plus 

précocement que les autres approches de diagnostic direct, immunologiques ou 

morphologiques. Lorsque ces dernières ne sont pas adaptées, notamment lors de la phase 

précoce d’infections chroniques ou lors d’infections chroniques de longue durée, quand la 

parasitémie est faible et que les taux d’anticorps ne sont pas détectables, le diagnostic 

moléculaire se révèle très pertinent (Karasová et al., 2022). 

Le diagnostic par approche moléculaire a cependant un cout élevé et requiert une technicité, 

c’est pour cela qu’il est surtout utilisé quand la parasitémie est faible, mais également pour la 

différenciation des espèces parasitaires.  

Un grand nombre d’approches moléculaires sont proposées, utilisant une variété de cibles 

génétiques parasitaires, telles que les séquences de l’ARNr 18S, de l’espaceur transcrit interne, 

ou les séquences mitochondriales codant pour la COX-1. 

Un test PCR ciblant la séquence codante de la COX-1 a été élaboré, permettant la détection et 

la différenciation simultanée de B. canis et de B. vogeli dans les zones où ces espèces sont 

présentes en sympatrie (Annoscia et al., 2017). 

Les tests de PCR en temps réel ou PCR quantitative (qPCR) permettent de détecter les 

piroplasmes présents dans le sang canin. Les gènes de l’ARNr 18S étaient principalement ciblés 

pour ce test, mais il a été décrit une meilleure sensibilité par ciblage du génome mitochondrial 

(Qurollo et al., 2017). 

L’analyse du polymorphisme de longueur des fragments de restriction (RFLP) par PCR 

représente une autre méthode permettant la distinction des grandes espèces de Babesia 

(Carret et al., 1999). 

Une autre méthode, la PCR combinée à la Reverse Line Blot Hybridization (RLB), reposant sur 

une hybridation des produits PCR sur une membrane possédant des sondes spécifiques des 
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espèces de Babesia, possède un intérêt dans la mise en évidence simultanée des différents 

piroplasmes canins. 

Il a également été décrit une PCR semi-nichée, réalisée en deux étapes et utilisant deux 

couples d’amorces différents permettant la discrimination de l’ADN de B. canis, de B. vogeli, 

de B. rossi, et de B. gibsoni mais possédant une sensibilité trop faible pour B. vulpes 

(Birkenheuer et al., 2003). 

La PCR quantitative par transfert d’énergie de résonnance de fluorescence à courbe de fusion 

haute résolution a permis la différenciation de B. gibsoni, B. canis, B. vogeli et B. rossi sur la 

base de l’analyse de courbe de fusion (C. Wang et al., 2010). 

La méthode d’amplification isotherme médiée par boucle (LAMP) permet l’amplification des 

acides nucléiques parasitaires dans des conditions isothermiques, avec des amorces 

spécifiques et une ADN polymérase isothermique, qui a donc pour avantage par rapport aux 

autres méthodes la vitesse de réalisation et la spécificité, notamment pour la détection de B. 

gibsoni (Ikadai et al., 2004). 

Des faux négatifs sont possibles lors d’une babésiose chronique, ce qui est à prendre en 

compte pour le dépistage, notamment en cas de chiens asymptomatiques porteurs ou lors de 

transfusions sanguines (Figure 14) (Bilić et al., 2018). 

 

d. Approches protéomiques 

 

La spectrométrie de masse (MS) est une méthode d’analyse protéomique caractérisant la 

masse moléculaire d’un élément, permettant sa quantification et son identification, et se 

basant sur la formation et la détection d’ions formés par une source d’ionisation (Menet, 

2011). 

Une technique particulière de MS, nommée MS MALDI-TOF (Matrice Assisted Laser 

Desorption Ionization Time Of Flight), se basant sur le profilage du protéome contenu dans le 

sérum canin, a permis la mise en évidence d’un fragment protéique (51 à 52 kDa) dans le 

sérum des chiens infectés par B. canis et qui serait absent chez les chiens sains. Cette protéine 

serait libérée dans le sérum du chien par le piroplasme lui-même. Dans l’étude de Dzięgiel et 

collaborateurs, les résultats concordaient avec ceux de la PCR effectuée en parallèle (Dzięgiel 

et al., 2016).  

Il a notamment été décrit l’utilisation de l’électrophorèse bidimensionnelle et de la 

chromatographie liquide couplées à la spectrométrie de masse en tandem, qui ont permis de 

mettre en évidence le potentiel de l’approche protéomique dans le diagnostic de la babésiose 

canine, mais également dans le pronostic (Kuleš et al., 2014). 

Ces méthodes protéomiques permettant la détection de biomarqueurs représentent une 

alternative aux méthodes moléculaires, en effet ils possèdent une bonne sensibilité et 

spécificité et auraient également un coût inférieur à celui des méthodes moléculaires. 
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6. Prophylaxie 

 

Plusieurs stratégies de prévention sont décrites contre la babésiose canine.  

Elles comprennent la lutte antivectorielle ciblant les tiques ; la chimioprophylaxie se focalisant 

sur les piroplasmes ; la vaccination, fondée sur la réaction immunitaire de l’hôte contre les 

piroplasmes ; mais également d’autres méthodes, tels que le dépistage systématique des 

chiens donneurs de sang ou le fait d’éviter les zones d’activités des tiques vectrices (Bilić et 

al., 2018 ; Wardrop et al., 2016). 

 

a. Lutte antivectorielle 

 

La lutte contre les vecteurs est la stratégie de première ligne à adopter pour réduire le risque 

de transmission de la babésiose canine.  

Les moyens de lutte contre les vecteurs tiques seront détaillés dans la partie dédiée (partie 

III). 

 

 

Figure 14 : Arbre décisionnel du diagnostic de la babésiose canine, recommandé par 
l’ESCCAP : European Scientific Counsel Companion Animal Parasites, d'après Deplazes et 

al. (2013) 
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b. Chimioprophylaxie 

 

La chimioprophylaxie est réservée aux chiens immunodéprimés (splénectomisés) des zones 

endémiques de babésiose canine, ayant un risque accru d’exposition aux piroplasmes. 

La chimioprophylaxie est donc rarement utilisée, et la limitation de l’utilisation de cette 

méthode s’explique par les effets indésirables qu’elle peut provoquer. Cependant, cette 

méthode peut représenter une alternative intéressante, notamment dans des cas où la 

vaccination ou encore la lutte antivectorielle est contre-indiquée, ou bien dans les pays où la 

vaccination n’est pas disponible. Cette prévention chimique se concentre alors juste avant les 

pics d’activité au printemps ou en automne (Solano-Gallego et al., 2016). 

Le dipropionate d’imidocarbe, composé dérivé du carbanilide, commercialisé sous le nom 

CARBESIA® en France, possède une AMM dans la prévention des babésioses canines avec 

l’administration d’une dose unique de 4,25 mg/kg par voie intramusculaire (IM) ou sous-

cutané (SC), soit 0,5 mL pour 10 kg de poids corporel (ANSES, 2020). Cette dose préventive 

d’imidocarbe limiterait la sévérité de l’infection à B. canis si elle est effectuée au moins 

quelques heures avant l’inoculation parasitaire. La durée de cette protection chimique ne 

pourrait pas excéder quatre semaines (Vercammen et al., 1996). 

Les doses préventives de dipropionate d’imidocarbe sont variables selon les 

recommandations spécifiques de chaque pays (ESCCAP, 2011).  

 

c. Vaccination 

 

Deux vaccins ont été élaborés au niveau européen contre la babésiose canine.  

Le premier vaccin disponible, PIRODOG®, a été élaboré en 1985 par les laboratoires Merial 

(France). Il a eu le monopole de la prévention vaccinale jusqu’en 2007, avec l’arrivée du 

NOBIVAC PIRO® des laboratoires Intervet (Pays-Bas). 

Ces vaccins ont pour objectif de limiter la sévérité de la maladie : ils ne protègent pas le chien 

contre l’invasion parasitaire, mais vont permettre de limiter les processus de pathogénèse des 

piroplasmes, et par conséquent restreindre l’intensité et la durée des signes cliniques (Bilić et 

al., 2018). La réponse immunitaire protectrice induite comprend une phase de réponse 

humorale, notamment avec la production d’anticorps, suivie d’une phase de réponse 

immunitaire cellulaire, avec l’implication des lymphocytes T. 

La protection vaccinale des chiens contre la babésiose canine est incomplète, et présente une 

efficacité très variable (70 – 100%) qui est le résultat de la variabilité antigénique des 

différentes souches de Babesia (Karasová et al., 2022 ; Moreau et al., 1989). 

La conception de ces vaccins utilise des antigènes parasitaires solubles (APS). Ce sont des 

antigènes externes libérés lors de l’hémolyse, qui possèdent un fort potentiel immunogène. 

Pour renforcer leur immunogénicité, les antigènes parasitaires sont associés à un adjuvant 

immunogène puissant, la saponine. 
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Le vaccin PIRODOG®, repose sur l’utilisation des APS comme inducteurs de la réponse 

immunitaire protectrice. Ces APS sont issus de surnageants de culture in vitro de B. canis 

(Tableau 4). Ce vaccin inactivé monovalent est spécifique de l’infection homologue à B. canis, 

à l’origine de l’absence de protection croisée pour les autres souches de B. canis (Bilić et al., 

2018 ; Vishwakarma & Nandini, 2019). 

Ce vaccin a subi plusieurs ruptures successives en 2022. Le motif de ces ruptures a été établi 

comme étant la forte demande en vaccins pour les chiens domestiques, par rapport à la 

capacité de production, selon l’Agence Nationale du Médicament Vétérinaire (ANMV). La 

reprise de la vaccination devrait opérer au cas par cas, avec prise en compte de plusieurs 

facteurs : état général, contexte épidémiologique, retard de rappel (ANSES, 2022). 

Pour pallier à cette problématique de spectre d’efficacité vaccinale, un vaccin bivalent a été 

développé. Sa conception est basée sur l’association d’APS provenant de surnageants de 

cultures in vitro d’une souche européenne de B. canis et sud-africaine de B. rossi.  

Le vaccin NOBIVAC PIRO® induit une couverture plus large, avec une protection croisée contre 

les souches hétérologues européennes de B. canis (Tableau 4). En effet, il a été décrit que les 

chiens survivant à l’infection par B. rossi, avaient une certaine protection immunitaire envers 

B. canis (Stef, 2010). Il a été autorisé sur le marché européen par l’EMA, mais il est désormais 

retiré du marché au sein de l’Union Européenne (AMM retirée par son fabricant) (EMA, 2018). 

Une nouvelle piste est en cours de développement pour la conception de vaccins à base 

d’antigènes recombinants nommés antigènes de la babésiose canine (CBA). Ces vaccins CBA 

pourraient remplacer à terme les vaccins utilisant les APS qui nécessitent du sang et du sérum 

canin pour leur élaboration (Moubri et al., 2018). 

Une stratégie d’immunisation, nommée « prime-boost », est actuellement en 

développement, notamment pour la conception de vaccins visant à octroyer une protection 

immunitaire contre B. gibsoni. Le mode d’immunisation « prime-boost », repose sur 

l’utilisation de vaccins de différentes natures lors du schéma vaccinal, et serait à l’origine 

d’une réponse immunitaire efficace, en particulier envers les parasites intra-cellulaires. Pour 

l’élaboration de ces vaccins, les antigènes recombinants de l’antigène P50 et P29 issus des 

mérozoïtes de B. gibsoni ont été étudiés, respectivement rP50 et rP29. Le principe repose sur 

une immunisation par de l’ADN plasmidique suivie de l’immunisation par un virus de la vaccine 

recombinant, exprimant tous les deux le même antigène de B. gibsoni (rP29 ou rP50). Des 

études ont montré l’efficacité de l’immunisation « prime-boost » pour les infections à B. 

gibsoni chez le chien, avec notamment une réduction de la parasitémie et des signes cliniques. 

Cette protection immunitaire resterait cependant partielle (Fukumoto et al., 2007, 2009 ; 

Fukumoto, Tamaki, et al., 2005).  
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Tableau 4 : Tableau comparatif des principales caractéristiques du vaccin PIRODOG® selon 
l’European Medicines Agency (EMA) (2018) et Med’Vet (2022) 

 

 

                          Vaccin 

Caractéristiques 
PIRODOG® 

Principe actif APS inactivés issus de culture de B. canis 

Adjuvant Saponine 

Indication Immunisation active de chiens ≥ 5 mois contre B. canis 

Voie d’administration Sous-cutanée 

Schéma vaccinal 

Primo-vaccination : 2 injections à 3-4 semaines d’écart pour 
chiens ≥ 5 mois 

Rappels : annuels ou semestriels selon risques 
épidémiologiques 

Recommandations 

Vacciner que les chiens en bonne santé et vermifugés depuis 
au moins 10 jours avant l’injection 

Vacciner préférentiellement de Décembre à Janvier ou de 
Juillet à Aout en dehors des pics épidémiologiques 

Vacciner après un délai de 8 semaines minimum après un 
épisode de babésiose 

Eviter la vaccination si terrain immunodéprimé 
(splénectomie, MAI, traitement immunosuppresseur) 

Eviter un stress dans les 48 heures suivant l’injection 

L’injection de piroplasmicides (immunotoxiques) ne doit pas 
être effectuée avant la vaccination 

La vaccination sera moins efficace chez des chiens ayant des 
antécédents de babésiose 

La vaccination doit être associée à un traitement rigoureux 
anti-tiques 

Cinétique Bonne immunité 1 mois après la deuxième injection 

Effets indésirables 
Très rarement une légère hyperthermie, fatigue transitoire, 
œdème au point d’injection ; exceptionnellement une 
hypersensibilité 

Contre-indication 

Ne pas vacciner les femelles gestantes 

Ne pas vacciner simultanément avec d’autres vaccins sauf  
ceux contre la rage et la leptospirose, avec des points 
d’injections différents 

Respecter un délai de 15 jours entre l’administration d’autres 
vaccins et le PIRODOG® 
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7. Traitement 

 

Le traitement doit être mis en œuvre le plus précocement possible après le diagnostic, afin 

d’optimiser les chances de survie.  

La prise en charge thérapeutique d’un chien atteint de babésiose canine comprend le 

traitement dit « spécifique », dirigé spécifiquement contre le parasite, ainsi qu’un traitement 

dit « de soutien », qui est un traitement symptomatique ciblant les principaux signes, à savoir 

anémie, déshydratation, troubles hydroélectrolytiques et atteintes d’organes. 

La détermination précise de l’espèce de Babesia, ou à défaut savoir si l’agent causal fait partie 

des grandes ou des petites babésies, est un élément incontournable de la prise en charge, du 

fait de la différence de sensibilité aux piroplasmicides selon l’espèce de Babesia. En effet, 

comme déjà évoqué, les grandes espèces de Babesia sont habituellement sensibles aux 

traitements antiprotozoaires, avec généralement un bon pronostic, alors que les petites 

espèces de Babesia y sont le plus souvent résistantes, nécessitant l’association de différentes 

molécules. Les infections dues aux petites babésies sont associées à un moins bon pronostic 

(Bilic et al, 2018). 

 

a. Traitement spécifique  

 

Diverses molécules ou associations de molécules ont été identifiées comme étant efficaces 

dans le traitement de la babésiose canine. Le mécanisme d’action de ces molécules 

babésicides est souvent obscur ou non précisément élucidé. 

 

• Dipropionate d’imidocarbe 

 

Le dipropionate d’imidocarbe (CARBESIA®), cité dans la partie chimioprophylaxie, est un 

dérivé du carbanilide faisant partie de la famille des diamidines (Figure 15). C’est la molécule 

de choix en cas d’infection due aux grandes espèces de Babesia, et en particulier en cas 

d’infection par B. canis (Bilić et al., 2018). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Structure chimique du dipropionate d’imidocarbe, selon Al-Shaalan et al. (2022) 
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Le dipropionate d’imidocarbe possède une AMM chez les chiens pour la prophylaxie et pour 

le traitement de la babésiose canine. La dose piroplasmicide préconisée en France est de 2,125 

mg d’imidocarbe par kg de poids corporel du chien, soit 0,25 mL de solution pour 10 kg de 

poids corporel, en une dose unique (longue demi-vie d’élimination) par voie IM ou SC (ANSES, 

2020). Cette molécule provoque, dans la majorité des cas, une réduction significative des 

signes cliniques dans les 48 heures. Des phénomènes d’échappement du parasite au 

traitement, entrainant une éradication parasitaire incomplète, peuvent advenir et être à 

l’origine d’une rechute clinique 15 jours plus tard, nécessitant alors une seconde injection de  

dipropionate d’imidocarbe à J15 (Rakover, 2018).  

Cette molécule est approuvée par la FDA (Food and Drug Administration) aux USA sous le nom 

de spécialité IMIZOL®, pour le traitement des chiens atteints de babésiose canine (Checa et 

al., 2017a). La dose d’IMIZOL® recommandée par la FDA est de 6,6 mg par kg de poids corporel 

du chien (IM ou SC), avec une seconde injection systématique 15 jours plus tard (Baneth, 

2018b ; Merck Animal Health, 2020). 

Le dipropionate d’imidocarbe inhibe de manière réversible l’action de la cholinestérase. Bien 

que son mécanisme d’action babésicide reste non précisément élucidé, diverses hypothèses 

ont été élaborées, notamment l’inhibition de l’entrée de l’inositol dans les hématies infectées 

par Babesia, provoquant ainsi la famine du parasite (McHardy et al., 1986). Une autre 

hypothèse est que l’imidocarbe serait à l’origine de liaisons avec l’ADN endommageant les 

acides nucléiques, ce qui inhiberait la réplication cellulaire du parasite (Vishwakarma & 

Nandini, 2019). 

Du fait de son activité anticholinestérasique, l’imidocarbe est susceptible d’entrainer un 

syndrome cholinergique, avec le plus souvent : excès de salivation, écoulement nasal, 

larmoiements oculaires, vomissements, diarrhées, tremblements, tachycardie, dyspnée, 

altérations rénales et hépatiques. Ce syndrome cholinergique peut être anticipé et réduit par 

une prémédication avec l’atropine à raison de 0,05 mg/kg (Uilenberg et al., 1981). En plus de 

ce syndrome, on retrouve les effets indésirables liés à l’injection, à savoir les douleurs et 

nodules au point d’injection (Ayoob et al., 2010). 

Les effets indésirables cholinergiques de l’imidocarbe sont susceptibles d’être potentialisés 

par ceux des organophosphorés, pouvant alors provoquer une intoxication aux 

anticholinestérasiques ; il est donc déconseillé d’utiliser un traitement antivectoriel 

organophosphoré dans les 15 jours suivant le traitement par imidocarbe (Stef, 2010).  

Cependant, l’imidocarbe n’est pas le traitement de choix pour les infections dues aux petites 

babésies (Tableau 5), plus difficiles à traiter.  
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• Acéturate de diminazène 

 

L’acéturate de diminazène est un dérivé aromatique de la famille des diamidines (Figure 16). 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Structure chimique de l’acéturate de diminazène, selon Peregrine & Mamman 
(1993) 

 

Actuellement, l’utilisation de cette molécule est non approuvée dans de nombreux pays (Bilić 

et al., 2018). L’acéturate de diminazène n’est plus commercialisé en France depuis 1984, et 

n’est actuellement pas approuvé par la FDA pour le traitement étiologique de la babésiose 

canine. Le diminazène est principalement utilisé dans les pays tropicaux pour le traitement de 

première ligne de la babésiose canine à B. gibsoni, malgré des études émettant des doutes sur 

son efficacité sur cette espèce, ainsi que le risque récurrent de rechutes cliniques. C’est aussi 

le principal médicament antiprotozoaire utilisé en Afrique du Sud pour le traitement 

spécifique de l’infection canine à B. rossi (Tableau 5). Le diminazène serait plus efficace contre 

les grandes babésies, avec toutefois une efficacité fluctuante (Vishwakarma & Nandini, 2019). 

La posologie recommandée dans les pays concernés est généralement une dose unique de 3,5 

mg/kg de poids corporel en IM (Schoeman, 2009).  

Le mécanisme d’action babésicide de cette molécule n’a pas été élucidé précisément. D’après 

certaines hypothèses, elle agirait en inhibant la synthèse de l’ADN parasitaire (Bitonti et al., 

1986). 

Ce médicament est relativement toxique et peut être à l’origine de graves effets indésirables. 

La marge thérapeutique associée au diminazène est donc très étroite, notamment en lien avec 

son élimination qui est très irrégulière et sa toxicité intrinsèque. 

Le diminazène peut entrainer comme effet indésirable une toxicité du système nerveux 

central (SNC) avec dépression, ataxie, stupeur, vocalisation, nystagmus, opisthotonos et 

convulsion notamment (Boozer & Macintire, 2003). Ces signes toxiques nerveux peuvent être 

à l’origine de complications mortelles. Ils ont été décrits pour des chiens recevant du 

diminazène à 3,5 mg/kg IM en une dose unique (Han et al., 2014).  

Parmi les effets indésirables plus fréquents, on pourra également observer aux doses 

thérapeutiques des signes gastro-intestinaux, tels des diarrhées ou vomissements, mais 

également des réactions locales au point d’injection (Baneth, 2018b). 

Le développement de résistances au diminazène chez les piroplasmes canins pourrait être une 

des raisons expliquant les rechutes fréquentes sous ce traitement. En effet, il a été décrit des 
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résistances au diminazène par Trypanosoma spp et Leishmania spp (Sereno et al., 1997 ; Teka 

et al., 2011). 

 

• Atovaquone et azithromycine 

 

Plusieurs combinaisons thérapeutiques sont recommandées pour le traitement spécifique des 

petites espèces de Babesia, bien que l’efficacité soit moindre et les rechutes cliniques plus 

fréquentes. 

L’atovaquone est un antiprotozoaire de la famille des hydroxynaphtoquinones (Figure 17). Il 

agit en inhibant sélectivement le transport d’électrons dans la membrane mitochondriale des 

protozoaires, bloquant ainsi la synthèse de pyrimidine et d’ATP (Adénosine Tri-Phosphate) 

(de Oliveira Silva et al., 2016). Des variants de B. gibsoni résistants à l’atovaquone seule ont 

été enregistrés chez des chiens à Taiwan et au Japon. Cette résistance à l’atovaquone serait 

due à une mutation au niveau du gène du cytochrome B, à l’origine de la modification du site 

de liaison de l’atovaquone par substitution d’acide aminés (méthionine en isoleucine) (Iguchi 

et al., 2014 ; Liu et al., 2016 ; Sakuma et al., 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Structure chimique de l’atovaquone, selon Avery et al. (2016) 

 

L’azithromycine est un antibiotique de la famille des macrolides, inhibant la traduction de 

l’ARNm et la synthèse des protéines bactériennes en se fixant sur la grande sous-unité 50S du 

ribosome bactérien (Figure 18). L’action antiprotozoaire de l’azithromycine résulte de son 

activité contre les apicoplastes, organites non photosynthétiques au génome limité, retrouvés 

chez les Apicomplexes (Chakraborty, 2016). 
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Figure 18 : Structure chimique de l’azithromycine, selon Utine (2011) 

 

L’utilisation simultanée de l’atovaquone et de l’azithromycine possède un effet synergique sur 

les Babesia et a constitué le premier traitement efficace contre B. gibsoni (Tableau 5) 

(Birkenheuer et al., 2004). 

En cas d’infections par B. gibsoni, B. conradae, et B. vulpes, certains auteurs recommandent 

l’utilisation (hors AMM) d’atovaquone à 13,3 mg/kg en per os à intervalle de 8 heures et 

d’azithromycine à 10 mg/kg en per os une fois par jour pendant 10 jours (Checa et al., 2017). 

L’atovaquone est disponible sous le nom de spécialité MEPRON® aux USA et au Canada, sous 

forme de suspension orale dosée à 750 mg/ 5 mL, indiquée chez l’Homme pour le traitement 

des pneumonies à Pneumocystis jirovecii chez les patient intolérants au triméthoprime-

sulfaméthoxazole. La spécialité MALARONE® disponible dans de nombreux pays, sous forme 

de comprimés, est composée d’atovaquone 250 mg et de proguanil 100 mg pour chaque 

comprimé adulte. Cependant, MALARONE® doit être évitée chez le chien, car le proguanil est 

à l’origine de nombreux effets indésirables de type gastro-intestinaux. L’atovaquone a 

actuellement démontré aucun effet indésirable notable chez le chien (Baneth, 2018b). 

 

• Buparvaquone et azithromycine 

 

La buparvaquone est un antiprotozoaire de la famille des hydroxynaphtoquinones (Figure 19). 

Cette molécule, disponible sous le nom de spécialité BUTALEX®, est indiquée dans le 

traitement de la theilériose bovine (Wilkie et al., 1998).  

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Structure chimique de la buparvaquone, selon Garnier et al. (2007) 
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Son mécanisme d’action contre les protozoaires serait comparable à celui de l’atovaquone. 

D’après la littérature, la buparvaquone pourrait être utilisée en hors AMM pour le traitement 

de l’infection à B. vulpes à raison de 5 mg/kg en IM à 48 heures d’intervalle, associée à 

l’azithromycine 10 mg/kg en per-os une fois par jour pendant 10 jours (Checa et al., 2017). 

Des mécanismes de résistance de Theileria annulata (agent responsable de la theilériose 

bovine) contre la buparvaquone, acquise par mutation au niveau du gène du cytochrome B, 

ont été décrits (Mhadhbi et al., 2015). 

 

• Protocoles alternatifs 

 

Diverses stratégies médicamenteuses ont été décrites pour éradiquer les infections à B. 

gibsoni (Tableau 5) qui sont à l’origine de nombre de rechutes cliniques et d’une 

problématique de résistance aux médicaments.  

Nombre d’autres molécules et d’associations de molécules ont été étudiées concernant leur 

efficacité sur la babésiose canine. Nous pouvons citer la phénamidine et la pentamidine, deux 

molécules antiprotozoaires, mais également des molécules antibiotiques ayant une activité 

antiprotozoaire intrinsèque, notamment la minocycline et la doxycycline appartenant à la 

famille des tétracyclines ; l’enrofloxacine qui appartient aux fluoroquinolones ; la 

clindamycine, une molécule lincosamide ; et le métronidazole de la famille des nitro-5-

imidazolés (Belimenko et al., 2019 ; Kumara, 2016 ; Swamy et al., 2019). 

De nombreuses études décrivent l’utilisation d’antibiotiques en monothérapie, c’est le cas 

pour la doxycycline (Vercammen et al., 1996), la clindamycine (Vishnurahav et al., 2017), ou 

encore l’enrofloxacine (AbouLaila et al., 2019). Cependant les résultats montrent l’absence de 

guérison complète dans la plupart des cas, ainsi que la présence de rechutes fréquentes 

(Karasová et al., 2022). 

Une combinaison de trois molécules : clindamycine, le dipropionate d’imidocarbe, et 

l’acéturate de diminazène s’est révélée intéressante dans la prise en charge des infections à 

B. gibsoni, en particulier celles résistantes au traitement par atovaquone et azithromycine. 

Cette combinaison serait donc prometteuse pour la prise en charge initiale des infections à B. 

gibsoni, et celles résistantes à l’atovaquone et l’azithromycine (Lin et al., 2012). Toutefois, 

nous n’avons pas retrouvé d’étude récente à propos de cette combinaison. 

Une autre combinaison s’est notamment révélée efficace dans le traitement de la babésiose 

canine à B. gibsoni : clindamycine 25 mg/kg de poids corporel en per-os toutes les 12 heures, 

métronidazole 15 mg/kg de poids corporel per-os toutes les 12 heures et doxycycline 5 mg/kg 

en per-os toutes les 12 heures pour une durée totale de traitement de 10 jours. Cette 

combinaison n’a montré aucun effet indésirable au cours des études (Kumara, 2016 ; Swamy 

et al., 2019). 
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Tableau 5 : Principales molécules et associations de molécules recommandées en cas de 
babésiose canine en fonction de l’espèce de Babesia impliquée, modifié de Baneth (2018b) 

 

 

L’enjeu des thérapies combinées est d’établir un traitement antiprotozoaire efficace en 

limitant le risque de rechute et d’apparition de résistance (Wulansari et al., 2003). Le choix de 

la thérapie dépend de différents facteurs : notamment la disponibilité des médicaments selon 

les pays, les effets indésirables, l’espèce de Babesia impliquée et le coût des traitements.  

De nouveaux composés sont actuellement étudiés et pourraient représenter une alternative 

intéressante pour la prise en charge future des babésioses canines.  

Une étude a notamment montré l’importante efficacité in vitro de certaines huiles essentielles 

contre B. canis, comme celles d’Achillea millefolium, d’Eugenia caryophyllus, et de Coccinia 

grandis parmi les huiles essentielles les plus actives (Guz et al., 2019, 2020). Certains 

constituants de ces huiles essentielles pourraient donc être étudiés plus en détails dans le 

contexte de la prise en charge de la babésiose canine.  

Une étude, se focalisant sur des composés issus d’espèces de lianes tropicales d’Afrique de 

l’Ouest : Triphyophyllum peltatum (Dioncophyllaceae) et Ancistrocladus abbreviatus 

(Ancistrocladaceae), a mis en évidence l’efficacité de ces composés contre B. canis in vitro 

(Bringmann et al., 2020). Les composés actifs contre B. canis isolés de ces plantes tropicales 

sont des alcaloïdes naphthylisoquinoléines : dioncophylline A et l’ancistrocladinium B. Ces 

alcaloïdes représentent des agents thérapeutiques potentiels. Des études approfondies sont 

nécessaires pour confirmer leur intérêt et caractériser leur mode d’action, efficacité et 

innocuité in vivo. 

 

 

 

Babesia spp Molécules thérapeutiques recommandées 

B. canis Dipropionate d’imidocarbe 

B. rossi Acéturate de diminazène  

Dipropionate d’imidocarbe 

B. vogeli  Dipropionate d’imidocarbe 

B. gibsoni Atovaquone + azithromycine  

Clindamycine + dipropionate d’imidocarbe + acéturate de diminazène 

Clindamycine + métronidazole + doxycycline 

B. conradae Atovaquone + azithromycine 

B. vulpes Atovaquone + azithromycine 

Buparvaquone + azithromycine 
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b. Traitement symptomatique 

 

La thérapie symptomatique vise à restaurer les lésions fonctionnelles de l’organisme, à savoir 

principalement : l’anémie, les lésions hépatiques et/ou rénales, les troubles immunologiques, 

l’état de choc et l’hypercoagulabilité. Ces soins de support sont indispensables en cas de 

sévérité des signes cliniques. Cependant si le chien infecté est stable et ne nécessite pas 

d’hospitalisation, le traitement spécifique sera privilégié. Le choix de la thérapie de soutien à 

employer va dépendre de l’évaluation des signes cliniques ainsi que des anomalies sanguines 

par le vétérinaire (Karasová et al., 2022). Les traitements symptomatiques ne sont pas 

développés dans ce travail qui est centré sur les parasites. 

 

  



47 
 

II. Dirofilariose cardio-pulmonaire canine 

 

1. Parasite 

 

a. Classification 

 

La dirofilariose canine est une maladie infectieuse parasitaire, à transmission vectorielle, par 

des moustiques. Deux espèces en sont responsables : Dirofilaria immitis (Leidy, 1856) et 

Dirofilaria (Nochtiella) repens (Railliet et Henry, 1911) (Laidoudi et al., 2019). Ces parasites 

helminthiques sont responsables de manifestations cliniques diverses chez le chien, à l’origine 

de la dirofilariose dite cardio-pulmonaire pour D. immitis et de de la dirofilariose sous-cutanée 

pour D. repens. L’infection sous-cutanée des chiens par D. repens est généralement non 

pathogène. Cependant, cette espèce de filarioïde est souvent impliquée dans les infections 

zoonotiques, et représente donc un problème de santé publique. Dans cette partie, nous 

allons nous focaliser sur D. immitis, l’espèce de dirofilaire ayant le pouvoir pathogène le plus 

important chez le chien (ESCCAP, 2011). 

Les parasites du genre Dirofilaria appartiennent à la classe des Nematoda, ce sont des vers 

ronds, fins, non segmentés, aux extrémités fines et pointues et possédant une cuticule 

complexe, épaisse, à base de collagène. Ce sont notamment des parasites de vertébrés 

terrestres, les classant au sein de l’ordre des Spirurida. Comme tous les membres de la 

superfamille des Filarioidea, ils sont transmis par des insectes hématophages (Basset & 

Sauguet, 2016 ; Pritt et al., 2012) (Tableau 6).  

Les dirofilaires appartiennent au genre Dirofilaria, qui est divisé en deux sous-genres depuis 

1937 : Dirofilaria, inclue les helminthes ayant un tropisme pour le système cardio-vasculaire 

(D. immitis), et Nochtiella qui inclue les parasites qui ont un tropisme pour les tissus sous-

cutanés (D. repens) (Tableau 6). 

Le chien est également l’hôte principal d’autres espèces de filarioïdes : Acanthocheilonema 

reconditum, Acanthocheilonema dracunculoides, Cercopithifilaria grassi  (Tahir, 2017).  

D. immitis est l’espèce de filarioïdes la plus décrite dans les infections canines mondiales. Elle 

peut également être à l’origine de zoonoses, en provoquant des nodules pulmonaires chez 

l’Homme (Simón et al., 2009).  
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Tableau 6 : Classification taxonomique des espèces de Dirofilaria responsables de 
dirofilarioses canines, selon Chabaud & Anderson (1959) 

 

Une classification morphologique a été proposée sur la base des caractères morphologiques 

(Orihel, 1961). Cependant, plus récemment, des arbres phylogénétiques ont été proposés en 

se basant sur les variations génétiques de diverses séquences nucléotidiques : le gène codant 

pour l’ARN ribosomal 18S, le gène codant pour l’ARN ribosomal 12S, et notamment le gène 

mitochondrial codant pour la COX-1 (Huang et al., 2009 ; Zarei et al., 2016) (Figure 20). 

 

Figure 20 : Arbre phylogénétique se basant sur l’analyse moléculaire du gène codant pour 
l’ARN ribosomal 18S, selon Sharifdini et al. (2022) 

Règne Animalia 

Classe Nematoda 

Sous-classe Secernentea 

Ordre Spirurida 

Super-famille Filarioidea 

Famille Onchocercidae 

Sous-famille Dirofilariinae 

Genre Dirofilaria 

Sous-genre Dirofilaria Nochtiella 

Espèce Dirofilaria immitis 
Dirofilaria 
(Nochtiella) repens 
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b. Morphologie 

 

Différents stades morphologiques de D. immitis se succèdent chronologiquement tout au long 

de sa vie parasitaire : un stade larvaire L1 ; un stade larvaire L2 ; un stade larvaire infectant 

L3 ; un stade larvaire L4 puis un cinquième stade final comprenant les vers juvéniles (adultes 

immatures) et adultes matures (Tableau 7). Ces différents stades parasitaires sont 

reconnaissables et différenciables grâce à leurs particularités morphologiques. Des mues 

interviennent entre chacun de ces stades. 

Les microfilaires (environ sept µm de large), qui correspondent au stade larvaire L1, possèdent 

une extrémité antérieure conique et une extrémité postérieure rectiligne (Magnis et al., 

2013). Elles ont également une structure de collagène bien développée recouvrant 

l’épiderme, nommée cuticule, comparable à celle du ver adulte.  

Après ingestion des microfilaires par le vecteur, la larve se retrouve plus courte et plus forte 

morphologiquement, et est désignée larve « saucisse », en raison de sa forme caractéristique, 

au sein des cellules du tubule de Malpighi (Boreham, 2018 ; Taylor, 1960).  

 
Tableau 7 : Taille des différents stades parasitaires de D. immitis, selon Boreham (2018) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

D’un point de vue général, les vers adultes de D. immitis possèdent une cuticule blanchâtre et 

un aspect filiforme, allongé, avec une extrémité céphalique légèrement mince et arrondie. Ils 

possèdent également une ouverture buccale terminale circulaire, sans présence de lèvres, 

mais avec la présence de papilles céphaliques appariées au nombre de quatre, permettant 

d’exercer un rôle sensoriel, ainsi que de deux amphides, ayant plutôt un rôle de 

chimiorécepteur (Boreham, 2018 ; Furtado et al., 2010). Le tube digestif consiste en un tube 

droit, composé par un œsophage ainsi qu’un intestin débouchant sur le rectum. Une striation 

est également observable à la surface cuticulaire dans certaines régions du corps. Un anneau 

nerveux, structure du système nerveux, est distinguable au niveau de la partie antérieure du 

corps (Figure 23, flèche bleue). 

 

 

Stade parasitaire Taille (en mm) 

Stade larvaire L1 - Microfilaire 0,30 

Larve « saucisse » 0,15 

Stade larvaire L2 0,50 

Stade larvaire L3 1,20 

Stade larvaire L4 1,20 

Adulte femelle 250 

Adulte mâle 160 
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Figure 21 : Représentation de D. immitis adulte mâle (en haut) et adulte femelle (en bas), 

selon Railliet (1895) 
 

Les vers adultes mâles sont distinguables par un enroulement caractéristique de la queue en 

spirale (Figure 21), apparaissant dès le début du cinquième stade. Ils mesurent ≈ 16 cm de 

long pour 0,8 mm de diamètre (Simón et al., 2012). Plusieurs paires de papilles pré-cloaquales 

et post-cloaquales sont notamment caractéristiques chez le mâle adulte, et ont un rôle 

sensoriel. La présence de deux spicules appariés de formes et de longueurs différentes, 

apparaissant dès le stade L4, permet également leur identification spécifique, d’une taille de : 

325 µm et 200 µm environ au stade final (Figure 22). Ces spicules ont pour fonction l’ouverture 

de la vulve lors de la copulation. L’appareil reproducteur du ver adulte mâle est constitué par 

un testicule, relié par un tube à la vésicule séminale qui débouche dans le cloaque par 

l’intermédiaire du canal déférent (Boreham, 2018 ; Prot, 1984). 

 
Figure 22 : Grand (flèche) et petit (tête de flèche) spicule de D. immitis au microscope 

électronique (barre : 30 µm), selon Furtado et al. (2010) 
 
Concernant le vers adulte femelle, sa taille est de l’ordre de 25 cm de long pour ≈ 1,2 mm de 

diamètre (Simón et al., 2012). En plus du critère de taille, la position et la structure de la vulve 

(Figure 23, flèche noire) permettent l’identification de son stade de vie parasitaire ainsi que 

de son âge. La vulve est en position post-œsophagienne dès le début du cinquième stade. La 

différenciation des structures reproductives mâles et femelles, initiée avant la troisième mue, 

permet la caractérisation du stade et de l’âge parasitaire de D. immitis. L’appareil génital de 

l’adulte femelle est composée de deux ovaires, reliés aux utérus par les oviductes, formant 

ensuite le vagin qui se termine ensuite par la vulve (Orihel, 1961 ; Prot, 1984). 
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Figure 23 : Extrémité antérieure d’une femelle de D. immitis avec l’ouverture vulvaire (flèche 
noire) et l’anneau nerveux (flèche bleue) (barre : 200 µm), selon Furtado et al. (2010) 

 

c. Cycle évolutif 

 

D. immitis présente un cycle dixène, effectuant sa reproduction sexuée chez un hôte définitif 

vertébré, avec la présence d’un hôte intermédiaire essentiel au développement larvaire.  

Parmi les hôtes définitifs, on retrouve plus particulièrement les canidés domestiques avec les 

chiens domestiques ainsi que les canidés sauvages, tels que les coyotes, les renards, les loups. 

Ces hôtes hébergent la reproduction sexuée de D. immitis, et représentent les principaux 

réservoirs parasitaires. D’autres mammifères peuvent être hôtes définitifs principalement 

dans les régions hautement endémiques, même si la microfilarémie reste rare : les chats, les 

furets, les lions de mer de Californie, les chevaux, les castors. Ces hôtes sont moins appropriés 

pour D. immitis, mais peuvent représenter de potentiels réservoirs parasitaires en portant des 

microfilaires dans leur sang périphérique (Adebayo et al., 2020 ; A. C. Y. Lee et al., 2010 ; Simón 

et al., 2012). 

Dans de rares cas, D. immitis peut également infecter l’Homme, cependant le cycle évolutif 

parasitaire sera incomplet, le parasite n’atteignant pas le stade adulte. L’Homme est donc un 

hôte accidentel. En cas de zoonose, les larves de D. immitis auront la capacité de se retrouver 

au niveau des branches de l’artère pulmonaire humaine, où elles seront détruites par la 

réponse inflammatoire, laissant dans certains cas des nodules pulmonaires (Adebayo et al., 

2020 ; A. C. Y. Lee et al., 2010 ; Université de liège, 2010).  

Les hôtes intermédiaires de D. immitis sont des arthropodes hématophages, et plus 

précisément des moustiques, appartenant à la famille des Culicidae, avec notamment les 

genres Anopheles, Culex, Aedes, Mansonia (Université de liège, 2010). 
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• Développement parasitaire chez l’hôte invertébré 

 

La femelle moustique, hématophage, ingère des microfilaires lors de son repas sanguin pris 

sur un chien microfilarémique (Figure 24) (Boreham, 2018). 

Les microfilaires de D. immitis se retrouvent dans l’intestin moyen du moustique, pour une 

durée d’approximativement 24 heures. Elles migrent ensuite au sein des cellules des tubules 

de Malpighi, où elles acquièrent une morphologie particulière, plus trapue, correspondant au 

stade caractéristique nommé « stade saucisse » (Taylor, 1960). 

Les larves restent six ou sept jours dans les cellules des tubules de Malpighi, puis ces larves 

« saucisses » quittent ces cellules et migrent pour se localiser dans la lumière des tubules de 

Malpighi. La première mue se déroule approximativement 10 jours après l’infection du 

moustique. Les larves L1 évoluent ainsi au stade L2. Puis environ deux ou trois jours après 

cette première mue parasitaire, une deuxième mue se produit, donnant lieu au stade L3. Lors 

de chaque mue, une nouvelle cuticule se développe (Luck et al., 2014). Les larves L3 peuvent 

percer l’extrémité distale des tubules de Malpighi, et entamer une migration en passant par 

l’hémolymphe en direction des pièces buccales et des espaces céphaliques du moustique. À 

ce niveau, ces larves sont devenues infectantes (McCall et al., 2008). 

Le développement larvaire de D. immitis est pathogène pour le moustique hôte intermédiaire, 

et peut entrainer la mort de ce dernier, en particulier lors de la migration des vers en direction 

de la tête du moustique (Boreham, 2018). 

Le temps de développement des larves de D. immitis en stade L3 infectant est variable chez le 

moustique. Il dépend de facteurs extérieurs, tels que la température ou l’humidité relative. Il 

a été décrit qu’à 27 °C, le développement en stade larvaire L3 infectant oscillait entre 10 à 14 

jours, alors qu’à 18 °C il prenait environ un mois. De plus, en dessous de la température limite 

de 14 °C, le développement larvaire est interrompu (Ledesma & Harrington, 2011 ; McCall et 

al., 2008).  

Des facteurs intrinsèques au moustique ont également une influence sur ce temps de 

développement larvaire, à savoir l’anatomie de l’intestin du moustique, la réponse 

immunitaire du moustique envers les larves parasitaires, et notamment l’activité des 

protéines anticoagulantes contenues dans la salive du moustique. Ces facteurs intrinsèques 

sont liés aux particularités génétiques des différentes espèces et souches de moustiques 

impliquées (Ledesma & Harrington, 2011). 
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• Développement parasitaire chez l’hôte vertébré 

 

La période de développement chez l’hôte définitif est relativement longue : elle peut 

s’étendre de six à neuf mois (Simón et al., 2012).  

Lors du repas sanguin, des larves L3 infectantes de D. immitis sortent généralement de 

l’extrémité du labelle du moustique vecteur infecté, puis se retrouvent au sein d’une goutte 

d’hémolymphe sur la peau du chien, à proximité du site du repas sanguin. En moyenne, une 

dizaine de larves vont pouvoir infecter l’hôte canin lors d’un unique repas sanguin (Miron, 

2016). L’hémolymphe dans laquelle baignent les larves permet de les maintenir dans un milieu 

humide, et facilite notamment leur déplacement à la surface de la peau du chien. En effet, ces 

larves se déplacent activement sur la peau du chien afin d’utiliser la blessure de ponction 

consécutive au repas sanguin comme porte d’entrée dans l’hôte canin (Ledesma & Harrington, 

2011). 

Environ trois jours après l’infection du chien, la plupart des larves L3 infectantes se trouvent 

au niveau du tissu conjonctif sous-cutané, à proximité du site d’entrée. La troisième mue a 

lieu entre le troisième et le douzième jour post-infection, et donne naissance aux larves L4 

(McCall et al., 2008). 

Après les 20 premiers jours d’infection canine, la majorité des larves sont observées au niveau 

de l’abdomen, et après les 40 premiers jours, elles peuvent être observées dans le thorax 

et/ou l’abdomen du chien (Boreham, 2018). 

La dernière mue, permettant le passage du stade L4 au stade adulte immature L5 (pré-adulte), 

a lieu entre le cinquantième et le soixante-dixième jour post-infection canine. Les larves L5 

adultes immatures se retrouvent notamment au niveau du cou, de la tête, des membre 

antérieurs. Une fois dans ces régions, les adultes juvéniles peuvent atteindre la circulation 

sanguine via des veines, comme la veine jugulaire par exemple, leur permettant ainsi 

d’atteindre les artères pulmonaires, en passant via le cœur droit (Boreham, 2018 ; Université 

de liège, 2010). 

Les premiers vers adultes juvéniles atteignent les artères pulmonaires approximativement à 

partir du quatre-vingtième jour post-infection. Ces vers mesurent entre deux et cinq 

centimètres, puis à partir de ce stade, leur longueur va se décupler. Ils resteront environ sept 

semaines au sein des artères pulmonaires, avant d’entamer une migration rétrograde en 

direction du ventricule droit, où ils subiront une maturation finale en vers adultes et se 

reproduiront (Beugnet et al., 2021c). Les vers seront localisés uniquement au niveau du cœur 

et des artères pulmonaires à partir du quatre-vingt-dixième jour environ après l’infection. Les 

vers seront sexuellement matures environ 120 jours après l’infection canine (Orihel, 1961). 

Ces vers adultes matures sont ainsi distinguables chez le chien principalement au niveau des 

artères pulmonaires, et lorsque la charge parasitaire est importante, au niveau de l’atrium 

droit, du ventricule droit et au niveau de la veine cave notamment. Dans certains cas plus 

rares, les vers adultes peuvent se trouver au niveau de l’œil, du cerveau, ou des poumons 

(Adebayo et al., 2020). La durée de vie des vers adultes de D. immitis est d’environ sept ans 

(Miron, 2016).  
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La période pré-patente de D. immitis peut aller de six à neuf mois, c’est à dire que les femelles 

vivipares vont pouvoir relarguer les premières microfilaires dans la circulation sanguine six à 

neuf mois après l’infection canine. Les périodes pré-patentes des vers appartenant au genre 

Dirofilaria sont généralement longues, en comparaison aux autres genres de filarioïdes 

(Orihel, 1961). 

Chez l’hôte définitif, les microfilaires se localisent principalement dans la circulation 

périphérique, mais peuvent également se retrouver au sein d’organes comme les poumons. 

Elles ont la capacité notamment d’infecter les chiots par transmission verticale, en traversant 

le placenta par migration extravasculaire. Leur espérance de vie moyenne est d’environ deux 

ans (Miron, 2016). 

Le rôle des bactéries du genre Wolbachia est un élément indispensable à prendre en compte 

dans le cycle évolutif de D. immitis. Ces bactéries, qui ont été décrites comme vivant en 

symbiose avec l’helminthe, ont été mises en évidence dans l’ensemble des stades évolutifs de 

D. immitis. Elles seraient impliquées dans les différentes mues parasitaires, participeraient au 

processus d’embryogenèse, permettraient la survie, la reproduction ainsi que le 

développement du parasite en particulier chez l’hôte définitif. De son coté, D. immitis 

permettrait à ces bactéries un approvisionnement en acides aminés (Luck et al., 2014 ; Simón 

et al., 2012 ; Villeneuve, 2014). 

 

 

Figure 24 : Représentation du cycle de vie de D. immitis chez le chien, selon Friedrich (2013) 
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2. Hôtes vecteurs 

 

a. Classification 

 

Seuls des arthropodes hématophages de la famille des Culicidae peuvent être hôtes 

intermédiaires vecteurs de D. immitis (Tableau 8). Les membres de cette famille sont 

vulgairement nommés moustiques ou maringouins. Cette famille représente un large clade du 

monde vivant, réunissant plus de 3600 espèces identifiées (Foster & Walker, 2019). Ces 

moustiques sont cosmopolites, seuls l’Antarctique et quelques iles isolées en étant dépourvus 

(Barré-Cardi, 2014). 

Les moustiques, caractérisés par leur corps segmenté à l’âge adulte, appartiennent à 

l’embranchement des Euarthropodes.  

La présence d’appendices chitinisés, à savoir les mandibules et les maxilles, classe les 

moustiques au sein du sous-embranchement des Mandibulates.  

Les insectes, également désignés ectognathes, possèdent des pièces buccales constamment 

localisées en position externe, c’est-à-dire en dehors de la capsule céphalique. Parmi ces 

pièces se trouvent les mandibules, les maxilles, ainsi qu’une lèvre inférieure nommée labium. 

Ces insectes se caractérisent également par la présence de trois paires de pattes au niveau du 

thorax, lui-même divisé en trois parties distinctes, ainsi que d’un abdomen possédant un 

maximum de 11 segments (Beugnet et al., 2021a). 

Les moustiques possèdent des ailes membraneuses, expansions cuticulaires formées de deux 

couches d’épiderme, dans lesquelles se trouvent un réseau veineux formant des nervures. Ces 

veines contiennent plusieurs éléments, à savoir de l’hémolymphe, des trachées ainsi que des 

nerfs. La présence de ces ailes est caractéristique de la sous-classe des Ptérygotes. Les 

différents schémas de nervation des ailes sont des éléments de détermination de l’espèce de 

moustiques.  

Les moustiques possèdent une seule paire d’ailes membraneuses, ce qui permet de les 

catégoriser au sein de l’ordre des Diptères. Des « haltères » ayant un rôle de balanciers 

indispensables pour l‘équilibre lors du vol, sont présents et sont des vestiges anatomiques de 

la seconde paire d’ailes membraneuses. Les Culicidés présentent un dimorphisme sexuel 

marqué au niveau des antennes, les catégorisant au sein des Nématocères (Lecointre & Le 

Guyader, 2017). 

La famille des Culicidae se caractérise par la présence d’écailles recouvrant leur corps, par la 

présence d‘un long rostre composé de pièces buccales allongées spécialisées, ainsi que par la 

présence de longues et fines pattes (Saari et al., 2019).  

Même si les moustiques se répartissent dans l’ensemble des régions tempérées et tropicales, 

ils sont cependant nettement plus diversifiés au niveau des forêts tropicales. 

La classification actuelle admet la présence de deux sous-familles au sein des Culicidae : les 

Culicinae et Anophelinae. La sous-famille des Culicinae est divisée en 11 tribus. Actuellement, 
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environ 3600 espèces de moustiques ont été identifiées, et sont réparties au sein de 41 

genres, dont 38 appartiennent à la sous-famille des Culicinae (Rueda & Debboun, 2020). 

Toutes les espèces de moustiques ne possèdent pas le pouvoir de vectorisation. Un peu plus 

d’une centaine d’espèces de moustiques sont capables de transmettre des agents pathogènes 

aux mammifères vertébrés.  

Des études ont principalement identifié les genres Culex, Aedes, Anopheles, Ochlerotatus, 

Mansonia, Psorophora, Armigeres, Coquillettidia, et Culiseta comme étant responsables de la 

transmission de la maladie des vers du cœur chez les chiens (Foster & Walker, 2019 ; Younes 

et al., 2021). Environ 70 espèces ont été identifiées comme pouvant être vectrices de D. 

immitis (Morchón et al., 2012). Ces espèces varient selon la localisation géographique (Knight, 

1987). D’une manière générale, les espèces impliquées ne sont pas complétement élucidées. 

 

Tableau 8 : Classification taxonomique des Culicidés, modifiée selon Barré-Cardi (2014) 

 

 

 

 

 

 

 

Règne Animalia 

Embranchement Arthropoda 

Sous-embranchement Mandibulata 

Classe Insecta 

Sous-classe Pterygota 

Super-ordre Holometabola 

Ordre Diptera 

Sous-ordre Nematocera 

Famille Culicidae 

Sous-famille Culicinae Anophelinae 

Genres 

Aedes, Culex, 
Ochlerotatus, 
Mansonia, 
Psorophora, 
Armigeres, 
Coquillettidia, 
Culiseta … 

Anopheles, Chagasia, 
Bironella 
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b. Cycle évolutif 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Cycle de vie des Culicidés, modifiée selon Rakotonirina (2021). La flèche grise 
représente le cycle de développement des moustiques, la flèche rouge représente le cycle 

gonotrophique pour la femelle. 
 

Les Culicidés possèdent un développement holométabolique, se caractérisant par quatre 

stades de vie distincts séparés par des mues successives : l’œuf, la larve, la nymphe et l’imago 

(l’adulte) (Rueda & Debboun, 2020).  

Les œufs, larves et nymphes sont les stades aquatiques du développement du moustique, seul 

l’imago ayant un développement aérien (Figure 25). 

 

• Phase aquatique 

 

Les milieux aquatiques dans lesquels peuvent se développer les différents stades immatures 

des moustiques sont diversifiés. Ils comprennent les eaux de surface temporaires (bassins de 

marées, bassins de pluie), les eaux de surface permanentes (marécages, bords lacs, étangs, 

mares, cours d’eau), les récipients naturels (trous d’arbre, creux de feuilles, coquilles de 

mollusques) ou artificiels (pneus, vases, bouteilles, canettes), ainsi que les eaux souterraines. 

Ces habitats sont surtout constitués de systèmes d’eau stagnante, même si les stades 

aquatiques peuvent se trouver au niveau de certains cours d’eau à faible débit (Wallace, 

2009). 

Les moustiques femelles pondent leurs œufs dans des milieux aquatiques différents selon 

l’espèce de Culicidé. Ainsi, certaines femelles, par exemple du sous-genre Anophelinae, 

pondent leurs œufs individuellement à la surface de l’eau. D’autres, notamment celles des 

AIR 

EAU 
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genres Coquillettidia, Culex et Culiseta, pondent leurs œufs en groupes formant des radeaux 

à la surface de l’eau (pouvant aller jusqu’à 200 œufs), tandis que d’autres encore, comme 

celles du genre Mansonia, les pondent sous la surface de l’eau, en les fixant à la végétation. 

Enfin, les femelles des genres Ochlerotatus et Aedes pondent leurs œufs sur des substrats 

solides humides susceptibles d’être immergés.  

Les œufs sont de forme ovale allongée, mesurent environ un mm de longueur, sont de couleur 

blanche dès la ponte, puis noircissent en quelques heures (Rueda & Debboun, 2020). 

Les œufs éclosent deux à trois jours après la ponte, dès que le développement embryonnaire 

est effectué, dans les milieux aux conditions favorables. Concernant les œufs pondus sur un 

substrat solide, ils doivent d’abord être immergés avant d’avoir la capacité d’éclore. Ces œufs 

peuvent donc rester quiescents plusieurs mois voire plusieurs années après la fin du 

développement embryonnaire (Foster & Walker, 2019). 

Le stade larvaire succède à l’œuf. Les larves possèdent quatre stades de développement 

séparés par des mues successives. La larve de premier stade mesure approximativement deux 

mm, alors que celle de dernier stade dépasse généralement 10 mm (Barré-Cardi, 2014). La 

plupart des larves de Culicinae sont suspendues vers le bas à la surface de l’eau. Pour 

permettre la respiration, leur extrémité abdominale possède un siphon qui débouche juste 

au-dessus de la surface de l’eau. Ces larves se nourrissent d’éléments présents sous la surface, 

elles nagent donc verticalement, et reviennent à la surface pour respirer. Les larves de 

Mansonia, qui vivent immergées sous l’eau, s’approvisionnent en oxygène en liant leur siphon 

aux plantes aquatiques dont elles prennent l’oxygène. Ces larves sont très peu mobiles. Quant 

aux larves d’Anopheles, elles se positionnent parallèlement à la surface de l’eau, 

s’approvisionnant alors directement en oxygène sans passer par un siphon respiratoire. Ces 

larves se déplacent horizontalement pour se nourrir. 

Les larves se nourrissent de divers éléments, principalement des déchets organiques en 

décomposition ainsi que des micro-organismes (bactéries, champignons, protistes).  

La durée du développement larvaire dépend des conditions environnementales de l’habitat 

larvaire, en particulier de la température, ainsi que de l’espèce de moustique. Elle peut varier 

de quelques jours à plusieurs mois (Duvallet & Chabasse, 2020).  

La stade nymphal succède à la larve de quatrième stade après une mue. C’est un stade de 

courte durée, n’excédant que très rarement 48 heures. La nymphe ne se nourrit pas, elle se 

localise principalement à la surface de l’eau, et respire par l’intermédiaire de trompettes 

respiratoires au niveau du thorax (Foster & Walker, 2019). 
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• Phase aérienne 

 

L’imago, d’une longueur allant jusqu’à 15 mm, émerge ensuite de la nymphe. L’ensemble du 

cycle de développement du moustique (Figure 25, flèche grise) peut durer une dizaine de jours 

en cas de bonnes conditions environnementales. Cependant, si le climat n’est pas favorable 

(température, jours de courte durée), les moustiques peuvent entrer dans un état de 

« diapause » pendant plusieurs mois. Les mâles adultes émergent généralement avant les 

femelles. Une fois émergés, les moustiques adultes mâles et femelles se nourrissent de sucres 

végétaux, via des nectars ou des miellats, faisant des moustiques des pollinisateurs non 

négligeables de certaines plantes. Ce repas leur confère l’énergie indispensable à la 

maturation sexuelle, à la réalisation des déplacements donnant lieu à l’accouplement, et 

enfin, pour les femelles, à la recherche active d’hôtes vertébrés. Les moustiques mâles et 

femelles ne s’accouplent généralement qu’une unique fois. Seules les femelles adultes sont 

hématophages, le sang des hôtes vertébrés leur permet de s’approvisionner en acides aminés 

qui seront indispensables à la poursuite du développement des œufs et joueront le rôle de 

source d’énergie pour les déplacements de la femelle. Après le repas sanguin, les femelles se 

localisent au niveau de sites de repos (lieux abrités) pour la digestion et le développement des 

œufs (Cleenewerck & Frimat, 2004). 

Cependant, certaines femelles d’espèces dites autogènes, n’ont pas obligatoirement besoin 

de repas sanguins pour compléter la maturation de leurs œufs et assurer leur survie. A 

l’inverse, les femelles anautogènes peuvent pondre plusieurs générations d’œufs, et peuvent 

donc ainsi effectuer plusieurs repas sanguins pour leurs développements. Ces cycles, allant du 

repas sanguin à la ponte des œufs matures, sont nommés cycles gonotrophiques (Figure 25, 

flèche rouge). Certaines femelles effectuent plusieurs repas de sang au cours d’un cycle 

gonotrophique. Le nombre de ces cycles varie selon différents facteurs, comme la 

température et la disponibilité des hôtes vertébrés par exemple. En moyenne, une femelle 

anautogène peut effectuer jusqu’à cinq cycles gonotrophiques de 150 œufs par ponte, en cas 

de conditions favorables. C’est par la multiplicité des cycles gonotrophiques que les femelles 

hématophages sont impliquées dans la transmission d’agents pathogènes (Foster & Walker, 

2019). 

Les hôtes vertébrés ciblés par les moustiques sont divers : mammifères, oiseaux, reptiles et 

batraciens. De plus, les différentes espèces de moustiques anautogènes possèdent leurs 

propres préférences d’hôtes vertébrés. Les Culicidés détectent leurs hôtes préférentiels via 

des molécules volatiles odorantes qui les attirent, à savoir le dioxyde de carbone, l’octénol, 

l’acide lactique, ainsi que les acides gras produits par le microbiote cutané notamment. La 

chaleur, l’humidité, les stimuli visuels sont d’autres facteurs également impliqués dans la 

détection de l’hôte vertébré (Hillary & Ceasar, 2021, p. 7). 
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c. Comportement 

 

Les différentes espèces de moustiques possèdent un rythme endogène circadien spécifique, 

régulant ainsi leurs périodes d’activités (alimentation, accouplement, ponte) et de repos en 

fonction du cycle jour-nuit (Cleenewerck & Frimat, 2004). Les périodes de vols se produisent 

par cycles de 24 heures, au même moment de la journée, de façon crépusculaire, nocturne ou 

diurne. Le rythme endogène explique donc pourquoi les moustiques piquent 

préférentiellement à certains moments de la journée selon l’espèce. 

Par exemple, certaines espèces seront plutôt actives la nuit (Culex pipiens, Anopheles spp), et 

d’autres seront plutôt diurnes ou crépusculaires (Aedes albopictus piquant à l’aube et au 

crépuscule) (Rueda & Debboun, 2020, p. 1). 

Les moustiques sont actifs tout au long de l’année au niveau des régions tropicales et 

subtropicales, alors que leur période d’activité se limite plutôt au printemps et à l’été au 

niveau des régions tempérées d’Europe (Morchón et al., 2012). 

 

d. Repas sanguin 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : Représentation des pièces buccales d’une femelle Culicidé, selon Matheson (1944) 

 

Une fois la femelle hématophage posée sur son hôte, elle réalise le repas sanguin en quatre 

phases. Tout d’abord, elle explore le milieu, pour déterminer s’il s’agit bien de son hôte 

préférentiel. Si c’est le cas, la phase de pénétration de la peau de l’hôte et de recherche de 

vaisseaux sanguins se réalise, puis la phase d’ingestion de sang intervient avant que la femelle 

ne quitte l’hôte lors de la phase de retrait. 
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La trompe ou proboscis de la femelle est très développée chez les Culicidés, sa longueur 

témoigne de son mode d’alimentation de type piqueur-suceur (Rueda & Debboun, 2020, p. 

1). Elle se compose d’un labium, ainsi que des pièces buccales vulnérantes : les stylets, 

constitués du labrum, de l’hypopharynx, d’une paire de mandibules, ainsi que d’une paire de 

maxilles (Figure 26). Le labium joue le rôle de lèvre inférieure, et possède un sillon dans lequel 

vient se loger le faisceau vulnérant. Il ne pénètre pas dans la peau, il se replie lors du repas 

sanguin, servant ainsi de guide au faisceau pénétrant (Figure 27). Il se termine par une paire 

de labelles sensibles au goût.  

Le labrum, relié à l’intestin antérieur, forme avec l’hypopharynx le canal alimentaire en se 

repliant latéralement. C’est via ce canal que les femelles hématophages aspirent le sang de 

l’hôte. L’hypopharynx possède également des glandes salivaires, qui déversent leur contenu 

dans le sang de l’hôte, via le canal salivaire. Cette salive est primordiale car elle possède des 

propriétés anticoagulantes et antiagrégantes plaquettaires, facilitant ainsi la prise alimentaire 

du moustique. Les maxilles possèdent une extrémité dentée alors que les mandibules et 

l’hypopharynx possèdent une extrémité pointue (Figure 26). Ces stylets de différentes formes 

permettent de percer la peau de l’hôte ainsi que de faire progresser le faisceau vulnérant au 

sein des tissus de l’hôte en glissant les uns sur les autres. Les stylets vont ainsi chercher un 

vaisseau sanguin, puis les maxilles vont maintenir le faisceau en place, alors que les 

mandibules vont venir sectionner la paroi du vaisseau pour permettre au faisceau de s’y 

introduire. Le temps d’ingestion peut ainsi durer jusqu’à quatre minutes, puis le moustique se 

retire pour s’abriter dans le site de repos où il effectue la digestion (Foster & Walker, 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 27 : Photographie d’Aedes albopictus effectuant son repas sanguin chez un être 
humain, selon Gathany (2002) 
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3. Epidémiologie 

 

a. Facteurs d’expansion de Dirofilaria immitis 

 

La dirofilariose cardio-pulmonaire canine est cosmopolite et inégale, allant des régions 

tropicales et subtropicales aux régions tempérées. La transmission de D. immitis s’effectue, 

comme vu dans la partie précédente, par la présence de vecteurs compétents, mais une 

transmission par voie verticale est également possible, avec la diffusion de microfilaires de 

femelles gestantes à travers le placenta. La transmission lors d’une transfusion a également 

été documentée (Villeneuve, 2014).  

La dirofilariose canine à D. immitis est une maladie à potentiel zoonotique, pouvant se 

transmettre à l’Homme, qui est alors une impasse parasitaire, avec la présence d’un cycle de 

développement incomplet de D. immitis. 

La dynamique de distribution du parasite D. immitis chez les chiens est la résultante de 

nombreux facteurs, dont (Simón et al., 2012) :  

• Les facteurs liés à la gestion humaine des chiens (voyages, traitements 

prophylactiques). 

• Les facteurs climatiques et environnementaux d’origine humaine, favorisant la 

transmission de D. immitis via la population de vecteurs compétents. 

• L’abondance des réservoirs microfilarémiques. 

En effet, le comportement humain envers les chiens est un facteur essentiel à la distribution 

de la dirofilariose cardio-pulmonaire canine. Il implique les déplacements canins entre les 

différents pays, à destination des régions endémiques ou depuis ces dernières, notamment 

lors de voyages. Ces mouvements canins sont facilités depuis la mise en place du « Pet Travel 

Scheme » en 2000, un programme visant à faciliter les transferts d’animaux de compagnie au 

niveau des pays membres de l’Union Européenne (Genchi & Kramer, 2020).  

La gestion humaine des chiens comprend également l’application des mesures 

prophylactiques contre la dirofilariose canine, telles que la lutte antivectorielle ou la 

chimioprophylaxie. 

Certains facteurs intrinsèques aux chiens sont liés à un risque de transmission plus élevé. Les 

chiens de grande taille, âgés de plus de trois ans et d’extérieurs ou errants, sont plus à risque 

d’être infectés par D. immitis (McCall et al., 2008). 

Le changement climatique a un impact sur les populations de vecteurs compétents et sur la 

transmission parasitaire. Il induit l’élargissement des zones géographiques ainsi que 

l’allongement des périodes d’activité des vecteurs de D. immitis, et il permet également la 

réduction du temps de développement larvaire du stade L1 au stade L3 au sein des 

moustiques. Cela est permis notamment par les modifications des conditions de température 

liées au réchauffement (Simón et al., 2012). En effet, il faut que la température ambiante soit 
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maintenue suffisamment de temps au-dessus de 14°C pour que le parasite atteigne le stade 

de larve infectante au sein des moustiques (Anvari et al., 2020). 

Les aménagements environnementaux introduits par l’Homme, tels que l’urbanisation des 

zones sauvages, entrainant une accumulation de la chaleur localement notamment par le 

béton, ainsi que la mise en place de système d’irrigation, créent des micro-environnements 

favorables au développement des vecteurs et à la transmission de D. immitis (Morchón et al., 

2022).  

Le moustique tigre Aedes albopictus (Figure 27), est un exemple d’expansion du territoire 

d’une espèce vectorielle par l’activité humaine, potentialisant ainsi la transmission de la 

maladie.  

En effet, Aedes albopictus, originaire d’Asie, a été introduit dans de nouvelles zones, dont 

certaines sont des zones endémiques à D. immitis, par l’intermédiaire du commerce de pneus, 

notamment en Europe et en Amérique. Ce moustique est un vecteur avéré de D. immitis, et il 

s’est adapté aux zones tempérées. 

Le chien est l’hôte définitif préférentiel de D. immitis, cependant des canidés sauvages tels 

que des coyotes, des loups, des renards, des chacals peuvent aussi servir d’hôte définitif pour 

le parasite, et ainsi former des réservoirs microfilarémiques de D. immitis. Les chats et les 

félins sauvages peuvent également être infectés et servir de réservoirs dans les zones 

hyperendémiques, mais dans une moindre mesure (McCall et al., 2008). Ces réservoirs 

présentent un rôle non négligeable dans la persistance et la propagation de D. immitis, car ils 

peuvent transmettre des microfilaires aux vecteurs compétents s’ils se localisent dans la 

même zone géographique. La vaccination des renards contre le rage est un exemple de facteur 

menant à la croissance des réservoirs parasitaires (Meireles et al., 2014). 
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b. Europe  

 

Figure 28 : Répartition géographique de D. immitis chez le chien en Europe en 2021, selon 
Morchón et al., (2022). Zone rouge : zone endémique. Zone verte : zone ayant des cas 

sporadiques. 
 

En Europe, les régions où la prévalence de l’infection canine à D. Immitis est la plus élevée se 

concentrent particulièrement autour du bassin méditerranéen, au Sud de l’Europe, où cette 

maladie est endémique depuis de nombreuses années : France, Italie, Espagne, Portugal, 

Grèce et notamment au niveau de la péninsule balkanique (Morchón et al., 2022). En effet, 

cette maladie a été décrite pour la première fois en France en 1679, et en Europe au niveau 

de l’Italie en 1626 (Laidoudi et al., 2019, 2021). La prévalence de D. immitis chez le chien varie 

en fonction des régions au sein d’un même pays, ainsi en France cette maladie est 

particulièrement présente au niveau du Sud (Bouches-du-Rhône, Corse) et dans le Centre du 

pays (Indre), et a tendance à se propager vers le Nord (Laidoudi et al., 2019 ; Morchón et al., 

2022). Depuis quelques années, D. immitis se propage vers l’Est ainsi que le Nord-Est de 

l’Europe, favorisant l’émergence de nouveaux pays endémiques (Figure 28) (Genchi & Kramer, 

2020). Ainsi depuis 2011, l’Albanie, le Kosovo, l’Autriche, la Hongrie, la Slovaquie, la région de 

la réserve naturelle de Voronezh en Russie, la Moldavie et notamment Chypre, sont des 

nouvelles régions endémiques d’Europe. L’apparition de nouveaux cas isolés, a également été 

documentée dans certains pays où aucune infection canine à D. immitis n’avait été recensée, 

c’est notamment le cas de la Lituanie, de la Pologne, de l’Ukraine, de l’Irlande, et de la Bosnie-

Herzégovine (Morchón et al., 2022). 

Une diminution de la prévalence a cependant été observée, en particulier dans certaines 

zones endémiques et hyperendémiques d’Europe (notamment dans la vallée du Pô en Italie). 

Cela pourrait être le résultat d’une sensibilisation des praticiens vétérinaires mais également 

des propriétaires canins (Genchi & Kramer, 2020). 

Les périodes de transmission de D. immitis chez le chien en Europe ne sont pas continues, et 

varient selon la localisation géographique (Tableau 9). 
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Tableau 9 : Tableau des périodes de transmission potentielles de D. immitis dans différentes 
villes d’Europe, modifié d’après Genchi et al. (2005) 

 

c. Reste du monde 

 

Dans les pays tropicaux, le risque d’infection canine à D. immitis peut être constant, sans 

suivre de rythme saisonnier (Beugnet et al., 2021c). 

 

• Amérique 

 

La dirofilariose canine à D. immitis est présente dans toutes les régions du continent américain 

: en Amérique centrale, du Nord, du Sud, ainsi qu’au niveau des Caraïbes. Il existe cependant 

deux pays faisant exception : le Chili et l’Uruguay (absence d’études), où l’infection à D. 

immitis chez le chien n’a pas été diagnostiquée (Dantas-Torres & Otranto, 2020). Il y a une 

disparité au niveau de la prévalence de la dirofilariose canine à D. immitis en fonction du pays. 

Aux États-Unis d’Amérique, la prévalence est élevée au niveau des régions traditionnellement 

endémiques se concentrant particulièrement à l’Est au niveau de la côte Atlantique et de la 

côte du Golf, mais une propagation s’est effectuée vers le Centre à l’Ouest du pays (McCall et 

al., 2008). La première observation de D. immitis chez le chien aux Etats-Unis date de 1847 

(Dantas-Torres & Otranto, 2020). 

Pays Ville Période de transmission 

France 
Bordeaux 1 Juin – 10 Octobre 

Paris 21 Juin- 10 Septembre 

Belgique Bruxelles 1 Juin – 10 Septembre 

Angleterre Londres 21 Juin – 20 Septembre 

Allemagne Berlin 21 Juin – 30 Septembre 

Suisse Zurich 21 Juin – 10 Septembre  

Italie 
Rome 1 Juin- 31 Octobre 

Palerme 11 Mai – 30 Novembre 

Espagne Madrid 21 Mai – 10 Octobre 

Portugal Lisbonne 11 Juin – 20 Octobre 

Grèce Athènes 11 Mai – 10 Novembre 

Finlande Helsinki 21 Juin – 31 Juillet 

Roumanie Bucarest 21 Mai – 30 Septembre 

Albanie Tirana 21 Mai – 31 Octobre 
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Au Canada, doté d’un climat plus froid, la prévalence de l’infection est généralement plus 

faible, avec la présence de régions endémiques notamment au Sud de l’Ontario (Klotins et al., 

2000). 

Dans le reste du continent, les prévalences les plus importantes se concentrent 

principalement au niveau de régions endémiques de la côte du Golfe du Mexique, des 

Caraïbes (Cuba, Porto Rico, Bahamas), de l’Argentine, et au Nord-Est du Brésil (Dantas-Torres 

& Otranto, 2020 ; McCall et al., 2008 ; Simón et al., 2012). Le premier cas de D. immitis signalé 

chez le chien en Amérique du Sud a été rapporté au Brésil en 1878 (Bendas et al., 2017). Dans 

certaines régions du Nord de l’Amérique du Sud, la transmission peut avoir lieu tout au long 

de l’année, sans suivre de rythme saisonnier (Cuervo et al., 2015).  

 

• Afrique 

 

En Afrique, la répartition des infections canines à D. immitis n’a pas été précisément 

déterminée, notamment par le manque d’études épidémiologiques réalisées. Cette infection 

a cependant été décrite dans plusieurs pays du continent : Maroc, Algérie, Tunisie, Egypte, 

Tanzanie, Kenya, Malawi, Mozambique, Sénégal, Angola, Gabon, Sierra Léone, Afrique du Sud 

(Simón & Genchi, 2001 ; Tahir et al., 2017). 

 

• Asie 

 

En Asie, l’infection parasitaire est présente dans de nombreuses régions et îles du Pacifique. 

C’est dans des régions d’Asie centrale (Simón et al., 2012), d’Iran (Khedri et al., 2014), du Sri-

Lanka (Dasanayake et al., 2022), du Nord-Est de l’Inde (Borthakur et al., 2014), de Malaisie 

(Chelliah & Šlapeta, 2019), du Japon (Oi et al., 2014), de Corée du Sud (Song et al., 2010) et à 

Taiwan (Lu et al., 2017), que des études ont documenté de forts taux d’infection. 

 

• Australie 

 

En Australie, les zones endémiques se concentrent plutôt sur la côte Ouest et dans certaines 

régions de l’Est du pays (McCall et al., 2008). 
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4. Physiopathologie et manifestations cliniques 

 

La dirofilariose cardio-pulmonaire canine évolue, en général, de façon progressive, allant de 

troubles cardio-respiratoires jusqu’à l’insuffisance cardiaque droite irréversible pouvant 

entrainer le décès du chien par détresse respiratoire. L’apparition relativement lente des 

signes cliniques est due à l’accumulation progressive des vers causée par des infestations 

canines répétées par D. immitis. En effet, de nombreux chiens porteurs de D. immitis sont 

longtemps asymptomatiques, en raison de la période d’incubation longue, pouvant aller de 

plusieurs mois à années (Beugnet et al., 2021c).  

Des accès aigus peuvent survenir lors de cette évolution chronique, notamment par 

l’apparition de thromboembolie au niveau des artères pulmonaires liées à la présence de vers 

du cœur morts ou mourant (Basset & Sauguet, 2016).  

Dans certains cas, des infestations dites « massives » peuvent se produire et être à l’origine 

du syndrome de la veine cave, causée par une forte présence des nématodes au sein du 

ventricule droit, de l’oreillette droite et de la veine cave (Villeneuve, 2014).  

La majorité des signes cliniques est causée par la présence des vers adultes et pré-adultes de 

D. immitis au sein des artères pulmonaires, en particulier au niveau des vaisseaux des lobes 

pulmonaires caudaux. Les vers du cœurs provoquent des lésions au niveau de ces artères, 

mais aussi au niveau du parenchyme pulmonaire environnant (Bowman & Atkins, 2009). Ces 

lésions peuvent se produire dès l’arrivée des vers immatures dans la vascularisation 

pulmonaire, à savoir lors du troisième mois d’infestation. Seuls les vers adultes se situent au 

niveau du ventricule droit (Figure 29). Les manifestations liées à ces lésions dépendent 

notamment du nombre de vers infestants, de la durée de l’infestation et de l’activité physique 

du chien (Simón et al., 2012). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 29 : Vers adultes de D. immitis au sein du ventricule droit d’un chien infesté, selon 
Laidoudi et al. (2019) 
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Dans un premier temps, les lésions des vers du cœur surviennent au niveau de l’endothélium 

de la paroi artérielle pulmonaire environnante. Ils agissent mécaniquement en désorganisant 

les cellules endothéliales qui les entourent. Le sous-endothélium ainsi exposé permet aux 

leucocytes et notamment aux plaquettes d’y adhérer. Interviennent ensuite différentes 

étapes dont l’activation, l’agrégation plaquettaire, et la synthèse de facteurs de croissance par 

les plaquettes qui vont stimuler la prolifération des cellules musculaires lisses de la tunique 

vasculaire médiane de l’artère pulmonaire. Les cellules musculaires lisses vont ensuite migrer 

en direction de l’intima, provoquant la formation de villosités, obstruant la lumière vasculaire 

et augmentant le risque de formation de thrombose. Les facteurs trophiques produits par les 

plaquettes et les leucocytes induisent également une accumulation de matrice extracellulaire 

dans l’intima, notamment de collagène, à l’origine d’une fibrose. Ces lésions aboutissent à 

l’épaississement de la paroi des vaisseaux artériels, ainsi qu’à la réduction de l’élasticité et de 

la compliance des vaisseaux artériels pulmonaires. Par conséquent, l’ensemble de ces dégâts 

va provoquer l’augmentation de la résistance vasculaire pulmonaire, qui sera elle-même à 

l’origine d’une hypertension pulmonaire (McCall et al., 2008 ; Melleret, 2020).  

Le cœur droit, en réponse à l’augmentation de la résistance vasculaire pulmonaire et à 

l’hypertension, accroît son travail pour maintenir une perfusion pulmonaire suffisante. Il en 

résulte l’apparition d’une hypertrophie du ventricule droit. Cependant, lors d’efforts 

physiques, le cœur et les vaisseaux pulmonaires endommagés ne pourront pas satisfaire les 

besoins accrus en oxygène, à l’origine de l’apparition de signes cliniques pendant l’effort. Lors 

de la progression de la maladie, le ventricule droit va s’épuiser, ne pouvant plus compenser 

de telles conditions de pressions, ce qui aura alors pour conséquence l’apparition d’une 

insuffisance cardiaque droite dite congestive (McCall et al., 2008).  

L’altération de l’endothélium vasculaire par les nématodes induit également une 

augmentation de la perméabilité vasculaire, pouvant être à l’origine d’un œdème 

périvasculaire et d’une altération du parenchyme pulmonaire (Adebayo et al., 2020). 

Des lésions aiguës plus importantes peuvent être causées par la présence de vers du cœur 

morts. En effet, les vers du cœur morts naturellement ou suite à un traitement, se 

décomposent en de multiples fragments qui sont amenés par le débit sanguin au niveau des 

artères pulmonaires de plus petit calibre, à l’origine de thromboembolie. La thromboembolie 

aggrave les lésions initialement présentes au niveau des vaisseaux pulmonaires, ce qui a pour 

conséquence la potentialisation de l’hypertension pulmonaire, de l’insuffisance cardiaque 

droite, et dans certains cas la survenue éventuelle d’un infarctus pulmonaire (Bowman & 

Atkins, 2009). 

Un autre syndrome plus grave cliniquement, nommé syndrome cave, est également possible 

en cas d’une forte charge parasitaire. Il est lié à la migration rétrograde des vers adultes de D. 

immitis qui se localisent au niveau du ventricule droit, de l’oreillette droite, de la valve 

tricuspide et de la veine cave caudale. L’obstruction induite par les vers altère le retour 

veineux du sang au cœur. Ce phénomène est à l’origine d’une hémolyse soudaine et intense 

ainsi que d’une hémoglobinurie, résultant d’un état de choc causé par les changements 

hémodynamiques (Beugnet et al., 2021c ; Villeneuve, 2014).  
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Les microfilaires de D. immitis peuvent aussi être à l’origine de lésions chez le chien. En effet, 

elles peuvent être à l’origine d’une obstruction mécanique de la circulation sanguine au sein 

des capillaires sanguins (peau, reins) (Douchez, 2017). Dans d’autres cas, elles peuvent 

provoquer une pneumonie à éosinophiles provoquée par la réponse immunitaire de l’hôte 

envers les antigènes microfilariens au sein des capillaires pulmonaires. La pneumonie à 

éosinophile altère le parenchyme pulmonaire, et est à l’origine d’une insuffisance pulmonaire 

(Hoch & Strickland, 2008 ; Simón et al., 2012).  

Une glomérulonéphrite est également possible par formation de complexes immuns 

antigènes (adultes et microfilaires de D. immitis) - anticorps qui se déposent sur la membrane 

basale glomérulaire. L’évolution vers l’insuffisance rénale est rare (Bowman & Atkins, 2009 ; 

Semat, 2016). 

Les vers du cœur peuvent, dans quelques cas, migrer de façon aberrante dans d’autres 

organes : au niveau de la chambre antérieure de l’œil, de la moelle épinière, du foie et du 

cerveau notamment (Hoch & Strickland, 2008). 

Les manifestations cardio-pulmonaires peuvent être classées en quatre stades cliniques en 

fonction de leur gravité (Tableau 10). Le premier stade correspond aux lésions initiales, 

lorsque le cœur arrive encore à compenser l’hypertension pulmonaire. Le deuxième stade 

comprend des signes cliniques liés à une évolution plus avancée de la dirofilariose, avec le 

début de la décompensation cardiaque. Le stade trois correspond à un stade de maladie 

sévère, aboutissant progressivement au décès du chien par détresse respiratoire ou bien de 

façon plus subite par évènements thromboemboliques pulmonaires. Le stade quatre est 

associé au syndrome cave, produit lors d’une infestation massive (Beugnet et al., 2021c).  

 

Tableau 10 : Classification des différents signes cliniques possibles suite à l’infestation canine 
à D. immitis, modifié selon Beugnet et al. (2021) 

 

Signes cardio-pulmonaires 

Stade 1 
Fatigabilité excessive 

Diminution de l’appétit 

Stade 2 

Toux  

Dyspnée d’effort 

Essoufflement au repos 

Stade 3 

Tachycardie 

Dyspnée 

Toux au repos 

Ascite  

Muqueuses cyanosées 

Perte de poids 

Stade 4 
Syndrome cave : anémie, 
hémoglobinurie, état de choc  
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5. Diagnostic 

 

Les données épidémiologiques ajoutées aux éventuels signes cliniques présentés lors de 

l’auscultation par le chien infecté, permettent d’orienter le diagnostic. L’analyse sanguine 

oriente également le diagnostic, en particulier en présence d’éosinophilie, de neutrophilie, 

d’anémie non régénérative, de leucocytose, d’hyperbilirubinémie, d’augmentation des 

enzymes hépatiques ou de protéinurie (Beugnet et al., 2021c). 

Divers examens d’imagerie médicale sont également réalisables. En pratique, ces derniers 

sont le plus souvent réalisés en complément des tests diagnostiques de laboratoire, dans 

l’objectif de déterminer l’état d’avancement de la dirofilariose. 

Le diagnostic biologique, direct et indirect (sérologique), est dans un premier temps réalisé 

afin de confirmer la présence de D. immitis chez le chien (Villeneuve, 2014). Le diagnostic 

biologique peut aussi permettre d’établir un pronostic de la maladie et d’optimiser le 

traitement (ESCCAP, 2011). 

 

a. Diagnostic clinique 

 

• Radiographie thoracique 

 

Cet examen, insuffisant pour poser un diagnostic de dirofilariose cardio-pulmonaire canine, 

ou pour évaluer la charge parasitaire canine, permet d’évaluer le degré de sévérité de la 

maladie cardio-pulmonaire (Simón et al., 2012).  

La radiographie thoracique est principalement réalisée lorsque des signes cliniques évocateurs 

d’une atteinte cardiaque et/ou respiratoire sont préalablement identifiés. 

Les signes caractéristiques d’une atteinte vasculaire, pouvant être mis en évidence sur les 

clichés radiographiques, sont principalement l’aspect des artères pulmonaires apparaissant 

hypertrophiées, tortueuses, déformées et interrompues (McCall et al., 2008).  

L’atteinte du parenchyme pulmonaire peut également être identifiée, notamment par la 

présence de zones d’opacification, pouvant être provoquées par une pneumonie 

éosinophilique (Beugnet et al., 2021c). 

Dans les stades avancés de dirofilariose cardio-pulmonaire canine, une cardiomégalie droite 

témoignant d’une hypertrophie ventriculaire droite, peut être distinguée. 

La radiographie pulmonaire repose, dans la plupart des cas, sur l’étude de deux vues 

différentes, le plus souvent une projection dorso-ventrale et une projection latérale (Bowman 

& Atkins, 2009).  
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• Echocardiographie 

 

L’échocardiographie permet, dans certains cas, la confirmation du diagnostic de dirofilariose 

cardio-pulmonaire canine par visualisation de nématodes, très échogéniques, dans les cavités 

cardiaques droites, dans le tronc pulmonaire, ou au niveau de la veine cave caudale (McCall 

et al., 2008).  

Cependant la sensibilité de cette méthode est relativement faible pour le diagnostic de la 

dirofilariose canine à D. immitis. En effet, les vers du cœur sont visibles à l‘échocardiographie 

principalement lors de fortes charges parasitaires ou de syndrome cave (American Heartworm 

Society, 2020). 

L’échocardiographie est donc majoritairement réalisée lors d’atteinte sévère, suggérée par les 

manifestations cliniques et éventuellement par la radiographie thoracique (McCall et al., 

2008). 

D’autres signes d’orientation de dirofilariose cardio-pulmonaire canine, non spécifiques, sont 

observables à l’échocardiographie, notamment une hypertrophie du ventricule droit, ainsi que 

l’élargissement de l’artère pulmonaire principale.  

Une échocardiographie doppler peut enfin être effectuée, permettant la mise en évidence 

éventuelle d’une hypertension pulmonaire (Simón et al., 2012). 

 

b. Diagnostic biologique 

 

Il repose sur la détection de protéines circulantes dans le sang canin principalement excrétées 

par les femelles adultes de D. immitis, ainsi que sur la détection des microfilaires présentes 

dans le sang du chien infecté. La réalisation de ces deux types de tests est conseillée pour 

confirmer la présence éventuelle de D. immitis dans le sang d’un chien (American Heartworm 

Society, 2020). 

  

• Détection des microfilaires 

 

La mise en évidence directe, au microscope, des microfilaires de D. immitis sur un frottis de 

sang canin est une méthode permettant la confirmation du diagnostic de dirofilariose cardio-

pulmonaire canine. C’est une méthode simple et rapide, mais peu sensible, en particulier 

lorsque la microfilarémie dans le sang canin est faible.  

C’est pour cette raison que d’autres méthodes sont prioritairement utilisées, telles que le test 

de Knott modifié et le test de filtration sur membrane Millipore. Il s’agit de méthodes de 

concentration des échantillons sanguins, permettant de visualiser les microfilaires après 

coloration, même lorsque les charges parasitaires sont plus faibles. Le test de Knott modifié 

est considéré comme étant la méthode de référence pour la visualisation et la distinction des 

microfilaires de D. immitis. Il consiste en une hémolyse suivie de la centrifugation d’un 
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échantillon de sang, alors que le test de filtration sur membrane Millipore consiste en une 

hémolyse du sang suivi d’une filtration sur membrane (Beugnet et al., 2021c).  

 30%, ou un peu plus, des chiens infestés par des vers adultes de D. immitis ne présentent pas 

de microfilaires dans le sang périphérique (ESCCAP, 2011). Une infection par des vers du cœur 

appartenant à un seul sexe, l’administration de traitements microfilaricides, la destruction des 

microfilaires par le système immunitaire ou un prélèvement sanguin lors de la période pré-

patente, sont des éléments pouvant expliquer l’amicrofilarémie des chiens infestés par D. 

immitis. Les méthodes de mise en évidence des microfilaires manquent de sensibilité, c’est 

pour cette raison qu’il est recommandé d’effectuer en parallèle un test antigénique (Douchez, 

2017 ; Negron et al., 2022). 

Il existe plusieurs espèces de filarioïdes produisant des microfilaires qui circulent dans le sang 

du chien en plus des microfilaires de D. immitis, telles que les microfilaires de Dirofilaria 

repens, d’A. reconditum, et d’A. dracunculoides (Cortes et al., 2014).  

Un diagnostic différentiel est donc nécessaire, se basant sur les caractéristiques 

morphologiques des différentes microfilaires, telles que la taille de ces dernières par exemple 

(les microfilaires de D. immitis mesurent 290 à 330 µm de long sur 5 à 7 µm de large) (Beugnet 

et al., 2021c).  

La réalisation d’une coloration histochimique utilisant l’activité de la phosphatase alcaline, 

peut aussi être réalisée en particulier pour différencier des microfilaires de D. immitis 

(apparition de deux taches rouges) et de D. repens (apparition d’une tâche rouge), plus 

difficiles à différencier (Little et al., 2018).  

L’approche moléculaire par PCR permet l’identification précise des microfilaires ; elle utilise 

des cibles génétiques telles que le gène mitochondrial codant pour la COX-1, ainsi que les 

séquences nucléotidiques nucléaires codant l’ARNr 12S ou 16S (Little et al., 2018). Une 

technique de PCR duplex en temps réel permettant la discrimination simultanée des 

microfilaires de D. immitis et de D. repens, ainsi qu’une technique de PCR multiplex 

différenciant simultanément les microfilaires de plusieurs filarioïdes dans le sang canin (D. 

immitis, D. repens, A. rependum) ont été décrites. Elles sont particulièrement intéressantes 

pour les enquêtes épidémiologiques, ce sont des méthodes simples, rapides et précises 

(Latrofa, Dantas-Torres, et al., 2012 ; Latrofa, Weigl, et al., 2012). 
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• Détection des antigènes circulants  

 

Les tests antigéniques sont actuellement considérés comme étant les méthodes les plus 

sensibles, permettant la détection d’antigènes de D. immitis, même en cas d’infections 

amicrofilarémiques (Negron et al., 2022). 

Plusieurs techniques sont disponibles sur le marché, utilisant la méthode ELISA ou 

immunochromatographique. Ces différents kits commerciaux ciblent, via des anticorps 

monoclonaux, une glycoprotéine principalement sécrétée par les femelles adultes de D. 

immitis. Les antigènes sécrétés par D. immitis sont détectables dans le sang du chien infecté 

dans un délai minimal de six mois après infection. La quantité d’antigènes circulants dans le 

sang peut être déterminée par ELISA, et donne une indication sur la charge de vers adultes 

femelles de D. immitis présentes chez le chien. Cependant, il n’est actuellement pas 

recommandé d’établir cette corrélation, notamment en raison d’une importante imprécision 

pouvant en résulter. En effet, une augmentation du nombre d’antigènes circulants dans le 

sang peut être secondaire à la mort des vers du cœur (American Heartworm Society, 2020).  

Ces différentes techniques de détection antigénique sont rapides, pratiques, très spécifiques 

de D. immitis, et présentent également une bonne sensibilité (Companion Animal Parasite 

Council, 2020).  

Il est possible dans certains cas que des résultats faussement négatifs apparaissent en test 

antigénique, malgré la présence de vers adultes de D. immitis. Cela peut être le cas 

notamment lors d’une mauvaise identification de l’espèce de microfilaire ; après 

l’administration d’un traitement adulticide ; après une transfusion de sang canin contenant 

des microfilaires ; après une transmission de microfilaires par voie verticale ; lors d’une faible 

présence de vers adultes femelles ; lors d’une infestation inférieure à six mois ou lors de la 

présence d’antigènes bloqués au sein de complexes immuns (Little et al., 2018).  

Une technique a été mise au point pour réduire le risque de résultat faussement négatif ; elle 

repose sur le prétraitement thermique de l’échantillon à analyser, afin de libérer les antigènes 

complexés au sein de complexes immuns. Ce prétraitement est recommandé lorsque les 

données cliniques et épidémiologiques suggèrent une infestation par D. immitis, mais que le 

test antigénique initial est négatif. En effet, le prétraitement thermique peut augmenter le 

risque de résultat faussement positif (Little et al., 2018). 

Les méthodes sérologiques de détection des anticorps spécifiques de D. immitis, ne sont pas 

utilisées en routine pour le diagnostic de la dirofilariose canine à D. immitis par manque de 

spécificité (ESCCAP, 2011). 

Il est actuellement recommandé d’utiliser en association les tests de mise en évidence des 

microfilaires ainsi que les tests antigéniques lors de la confirmation du diagnostic de 

dirofilariose cardio-pulmonaire canine (American Heartworm Society, 2020 ; Companion 

Animal Parasite Council, 2020). 
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6. Prophylaxie 

 

a. Lutte antivectorielle 

 

La lutte contre les vecteurs Culicidés est la stratégie à mettre en place en premier lieu pour la 

prévention des infections canines à D. immitis.  

Cette lutte consiste à limiter l‘exposition du chien aux piqûres de moustiques. 

Cependant, ces méthodes de lutte, seules, ne seront pas suffisantes pour la prévention de la 

dirofilariose cardio-pulmonaire canine. En effet, il est compliqué d’empêcher totalement le 

contact entre les moustiques et les chiens, c’est pour cela qu’un traitement 

chimioprophylactique devra être réalisé en parallèle au sein des zones endémiques (Prichard, 

2021). 

Les moyens de lutte antivectorielle seront détaillés dans la partie dédiée (partie III). 

 

b. Chimioprophylaxie 

 

Le traitement chimioprophylactique est un élément essentiel de la lutte contre la dirofilariose 

cardio-pulmonaire canine.  

Il prévient l’établissement de la pathologie en évitant la formation de vers du cœur adultes 

dans l’appareil cardio-respiratoire, et permet ainsi d’éviter le recours aux traitements 

adulticides, comprenant des risques non négligeables pour le chien. 

Les molécules utilisées sont des lactones macrocycliques, et sont réparties dans deux familles 

chimiques : les avermectines (ivermectine, sélamectine) et les milbémycines (milbémycine 

oxyme, moxidectine) (Wolstenholme et al., 2015).  

Ces molécules agissent sur les larves de stades L3 et L4 de D. immitis, en induisant une 

paralysie flasque chez les nématodes. Plusieurs formulations ont été commercialisées, 

comprenant différentes formes pharmaceutiques et différents dosages (Tableau 11).  

De nombreuses formulations sont associées avec un autre antiparasitaire, permettant 

d’élargir leur spectre d’action (Beugnet et al., 2021c). 

Il est recommandé de tester les chiens, au moins une fois par an, avant le début de la saison 

de transmission de D. immitis et au moins six mois après le dernier traitement, afin de savoir 

si le chien est infesté ou non pour réaliser un traitement précoce et limiter l’apparition de 

souches résistantes aux lactones macrocycliques. Il est également conseillé de les tester avant 

l’administration du traitement prophylactique (McCall et al., 2008). 

En effet, des isolats résistants de D. immitis aux lactones macrocycliques ont été identifiés 

dans la région du delta du Mississipi aux Etats-Unis. La résistance à ces molécules n’a pas été 

signalée en Europe à notre connaissance, certainement parce que cette résistance ne se 

répand et ne s’établit pas aisément (Diakou & Prichard, 2021). Cependant, il persiste encore 
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beaucoup d’inconnues sur les populations de D. immitis résistantes aux lactones 

macrocycliques (Prichard, 2021).  

L’administration est recommandée pour les chiens vivant en zone d’endémie ou voyageant 

dans ces territoires (ESCCAP, 2011). L’administration de la majorité des lactones 

macrocycliques se fait à intervalle de 30 jours, en débutant un mois avant la période de 

transmission de D. immitis, et en se terminant un mois après (Simón et al., 2012). Dans les 

zones où D. immitis est transmis toute l’année, la chimioprophylaxie est également requise 

tout au long de l’année.  

Les lactones macrocycliques agissent principalement sur les larves qui ont été inoculées 

depuis moins de deux mois chez le chien (Wolstenholme et al., 2015). 

Une formule en injection sous-cutanée de moxidectine a été élaborée (Tableau 11), et permet 

une protection pendant six mois, soit quasiment la totalité de la période de transmission dans 

de nombreuses régions.  

Certaines races de chiens présentent une mutation du gène MDR-1 codant pour la 

glycoprotéine P (P-gp), une protéine d’efflux ayant pour objectif de limiter l’entrée de 

médicaments au niveau de la barrière hémato-encéphalique, permettant d’éviter 

l’accumulation de substances dans le cerveau. Les races de chiens les plus concernées par ce 

phénomène sont les Colleys, les Bergers blancs suisse, les Bergers australiens, les Shetlands, 

les Bobtails, les Border collies, les Lévriers à poils long. Les chiens porteurs de cette mutation 

sont davantage sensibles aux médicaments substrats de la glycoprotéine P, tels que les 

lactones macrocycliques, certains antidépresseurs (fluoxétine), ainsi que certains anti-

infectieux (kétoconazole, érythromycine) par exemple. Il a été démontré que dans le cas de 

l’utilisation prophylactique des lactones macrocycliques envers D. immitis chez le chien, le 

dosage de ces molécules est sans danger d’intoxication pour ces races de chiens à risques. Il 

est cependant recommandé aux propriétaires d’être particulièrement vigilants lors de 

l’administration, notamment d’éviter les surdosages, et de ne pas avoir recours en parallèle à 

un autre produit contenant des lactones macrocycliques ou d’autres substrats de la 

glycoprotéine P. Les symptômes d’intoxications peuvent être l’ataxie, la prostration, la 

mydriase, la cécité, les convulsions, le coma et la mort (American Heartworm Society, 2020). 
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Tableau 11 : Caractéristiques des différentes lactones macrocycliques utilisées dans la 
chimioprophylaxie de la dirofilariose cardio-pulmonaire canine, modifié selon Beugnet et al. 

(2021) 

 

 

 

 

 

 

Caractéristiques 

           

 

 

 

Molécule 

Mode  

d’action 
Posologie 

Forme  

pharmaceutique  

Spécialité  

pharmaceutique 

Sélamectine 

Paralysie 
flasque par 
augmentation 
de la 
perméabilité 
des ions 
chlorures par 
fixation aux 
canaux 
chlorure 
glutamate-
dépendants  

6 mg/kg  à 
intervalle de 
30 jours 

Forme spot-on 
STRONGHOLD® 

(sélamectine)  

Milbémycine 
oxyme 

500 µg/kg à 
intervalle de 
30 jours 

Forme orale 

MILBEMAX® 

(milbémycine + 
praziquantel) 

 

NEXGARD 
SPECTRA®  

(milbémycine + 
afoxonaler) 

Moxidectine 

2 à 4 µg/kg  
à intervalle 
de 30 jours 

 

 

2,5 mg/kg  à 
intervalle de 
30 jours 

 

 

0,17 mg/kg 
à intervalle 
de 6 mois 

 

 

Forme orale 

 

 

 

Forme spot-on 

 

 

Forme injectable 

 

SIMPARICA 
TRIO® 

(sarolaner + 
moxidectine + 
pyrantel) 

 

ADVOCATE® 

(imidaclopride + 
moxidectine) 

 

GUARDIAN SR® 

(moxydectine) 
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7. Traitement 

 

Une fois le diagnostic de dirofilariose cardio-pulmonaire canine posé, un traitement doit être 

rapidement mis en place, en plus des méthodes employées pour limiter les réinfestations. 

L’American Heartworm Society recommande de traiter tous les chiens infectés, dans l’objectif 

de lutter contre les possibles émergences de résistances aux lactones macrocycliques.  

Avant la mise en place du traitement, il est important d’effectuer un bilan de santé de chaque 

chien infecté, reposant sur l’évaluation de la charge parasitaire, de la taille ainsi que de l’âge 

des chiens. Cette évaluation permettra aux praticiens vétérinaires d’élaborer un plan de 

traitement (Villeneuve, 2014). 

De nombreux protocoles de traitement ont été proposés ces dernières années, et ont évolué 

dans le but d’optimiser la sécurité et l’efficacité du traitement (Bowman & Drake, 2017).  

La seule molécule adulticide actuellement autorisée pour le traitement de l’infection canine à 

D. immitis est un dérivé arsenical : le dichlorhydrate de mélarsomine, administré par voie 

intra-musculaire (IMMITICIDE®). Cette molécule agit sur les vers adultes et pré-adultes, âgés 

de plus de deux mois après l’infection canine, même s’il a été montré que l’efficacité diminue 

lors du vieillissement des vers du cœur, à partir de l’âge de quatre mois après l’infection canine 

(Bowman & Drake, 2017). 

Le thromboembolisme pulmonaire est une conséquence inévitable du traitement adulticide. 

Il est causé par la mort et par la décomposition des vers adultes en fragments qui obstruent 

la circulation artérielle pulmonaire. Le risque le plus à craindre est la thromboembolie 

pulmonaire sévère mortelle, induite en cas de mort massive des vers du cœur. Le 

thromboembolisme peut se manifester par une toux, une dyspnée, de la fièvre, une 

hémoptysie. Ces signes peuvent apparaitre à partir d’une semaine après le traitement  et 

jusqu’à quatre semaines après (Villeneuve, 2014). Afin de contrôler ce risque, la restriction de 

l’activité du chien est recommandée dès l’initiation du traitement et jusqu’à deux mois après 

la dernière injection de mélarsomine (Beugnet et al., 2021c). Cette restriction d’efforts 

physiques consiste en une éviction des promenades, courses et dans certains cas un repos 

strict en cage. L’utilisation de glucocorticoïdes (prednisone ou prednisolone) (Tableau 12) et 

d’héparine peuvent aussi être préconisés pour contrôler les phénomènes 

thromboemboliques.  

L’objectif du traitement est d’obtenir une mort et une destruction progressive des vers du 

cœur au niveau cardio-pulmonaire (McCall et al., 2008). 

L’American Heartworm society a élaboré des recommandations concernant le protocole de 

traitement de D. immitis chez le chien (American Heartworm Society, 2020) (Tableau 12). Ce 

protocole repose sur l’administration de trois doses de dichlorhydrate de mélarsomine 

permettant une mort échelonnée des vers adultes, en association avec l’administration 

mensuelle de lactones macrocycliques ainsi que l’utilisation de doxycycline, et dans certains 

cas de glucocorticoïdes (Vörös et al., 2022).  
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Dès que le diagnostic de dirofilariose cardio-pulmonaire canine est établi chez le chien, il est 

recommandé d’administrer mensuellement des lactones macrocycliques pendant au moins 

six mois, afin d’éliminer les vers du cœur âgés de moins de deux mois après l’infection canine, 

et d’éviter de nouvelles réinfestations. Certaines études ont démontré que les lactones 

macrocycliques ont un spectre d’action plus large en ayant une efficacité assez élevée contre 

les vers âgés de trois mois après l’infection canine et une bonne efficacité contre ceux âgés de 

quatre mois après l’infection canine (Bowman & Drake, 2017) 

La doxycycline, un antibiotique de la famille des tétracyclines, a pour objectif de réduire les 

populations de bactéries endosymbiotiques Wolbachia, impliquées dans le développement 

des vers du cœur ainsi que dans la pathogénèse de la maladie. Lors de la mort des vers du 

cœur, la libération des bactéries du genre Wolbachia induit chez l’hôte une réaction 

inflammatoire à l’origine de lésions pulmonaires. L’administration de doxycycline permet de 

diminuer ces réactions inflammatoires, en plus d’une action microfilaricide, adulticide et 

larvicide (Villeneuve, 2014). 

La mélarsomine peut induire des réactions au point d’injection, des vomissements, des 

diarrhées ainsi que de la nervosité suite à l’administration (Beugnet et al., 2021c). Les 

glucocorticoïdes et la doxycycline peuvent induire également des troubles gastro-intestinaux. 

Si ces troubles sont importants, une réduction de posologie de la doxycycline à 5 mg/kg deux 

fois par jour peut s’avérer nécessaire (Savadelis et al., 2018). 

Dans des cas d’infestation canine massive à D. immitis, notamment en cas de syndrome caval, 

le traitement adulticide est trop risqué, il est donc recommandé d’effectuer une extraction 

chirurgicale des vers du cœur adulte en urgence (Beugnet et al., 2021c). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



79 
 

Tableau 12 : Protocole de traitement de la dirofilariose cardio-pulmonaire canine 
recommandé par l’American Heartworm Society (2020), modifié selon Vörös et al. (2022) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Jour après le diagnostic Protocole de traitement recommandé 

J0 

Restriction exercice physique 

Si symptômes : prednisone administrée à 1 mg/kg/j la 
première semaine, puis 0, 5 mg/kg/j la deuxième semaine, 
puis 0,5 mg/kg 1 un jour sur deux pendant deux semaines 

J1 Lactone macrocyclique 

J1 – J28 Doxycycline 10 mg/kg deux fois par jour pendant 28 jours 

J30 Lactone macrocyclique 

J60 

Lactone macrocyclique 

Première injection de mélarsomine à 2,5 mg/kg en IM 

Prednisone pendant 4 semaines (comme ci-dessus) 

J90 
Lactone macrocyclique 

Deuxième injection de mélarsomine à 2,5 mg/kg en IM 

J91 
Troisième injection de mélarsomine à 2,5 mg/kg en IM 
Prednisone pendant quatre semaines (comme ci-dessus) 

J120 

Recherche des microfilaires 

Si test positif : traitement quatre semaines après et retester 

Programme de prévention à continuer toute l’année selon 
l’évaluation du risque 

J365 

Test antigénique neuf mois après la dernière dose adulticide 
et recherche des microfilaires 

Si test antigénique positif : retraiter avec doxycycline suivie 
de deux doses de mélarsomine à 24 heures d’intervalle 
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III. Lutte antivectorielle et place du pharmacien d’officine dans la lutte contre les 
maladies canines à transmission vectorielle en France 

 

Les moustiques ainsi que les tiques sont les principaux vecteurs d’agents pathogènes 

impliqués en santé humaine et animale. Ces arthropodes sont très répandus dans le monde, 

rendant ainsi difficile la limitation de leur contact avec leurs hôtes, dont les chiens. D’autres 

arthropodes sont responsables de la transmission d’agents pathogènes chez le chien, comme 

les puces ou les phlébotomes (Beugnet et al., 2021b). Diverses méthodes de lutte contre ces 

arthropodes sont possibles, et doivent être menées conjointement, à l’échelle collective et 

individuelle. 

 

1. Lutte contre les tiques 

 

a. Données générales 

 

Les tiques sont des acariens hématophages comprenant deux familles : les Ixodidés (tiques 

dures) et les Argasidés (tiques molles). Le principal risque associé aux tiques est la 

transmission de germes pathogènes lors du repas sanguin. Ce sont les vecteurs les plus 

impliqués dans la transmission d’agents pathogènes aux animaux, en raison notamment du 

volume conséquent de leur repas sanguin, du changement d’hôtes entre les repas sanguins 

pour la plupart des espèces, et de la réalisation de repas sanguins à chaque stade évolutif 

(Perez-Eid, 2007). Les agents pathogènes persistent chez la tique par des processus de 

transmission transstadiale et/ou transovarienne, favorisant ainsi l’infection d’une même tique 

par plusieurs agents pathogènes. Les tiques peuvent transmettre une variété d’agents 

pathogènes au cours du repas sanguin chez un chien : des protozoaires, des helminthes, des 

bactéries, des virus. L’ehrlichiose canine (Ehrlichia canis), l’anaplasmose canine (Anaplasma 

phagocytophilum), la maladie de Lyme (Borrelia burgdoferi) sont des exemples de maladies 

canines à transmission vectorielle par les tiques (Beugnet et al., 2021b). Une tique peut ainsi 

transmettre jusqu’à cinq agents pathogènes différents lors d’un même repas sanguin 

(Vayssier-Taussat, 2016). La lutte antivectorielle s’inscrit dans le cadre de la prophylaxie de 

l’infection du chien par les agents parasitaires, et doit être mise en œuvre en premier lieu, 

avant la nécessité d’instaurer des traitements spécifiques (Coudert & Donas, 2013).  

Chez les chiens, la stratégie de lutte contre les tiques repose principalement sur deux 

approches : la lutte mécanique ainsi que la lutte chimique. Les modifications 

environnementales consistant à agir sur le biotope des tiques sont également importantes, 

cependant ces mesures sont complexes, difficiles à mettre en œuvre, et possèdent des taux 

de réussite variables. Le comblement des fissures, des crevasses, le crépissage des murs, le 

cimentage des sols, la tonte régulière de l’herbe, le déboisement, ainsi que le débroussaillage 

sont quelques exemples de mesures permettant d’agir sur le biotope des tiques (Dantas-

Torres, 2008).  
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Le rôle du pharmacien est plus particulièrement axé sur les méthodes de luttes mécanique et 

chimique contre les tiques, qui seront détaillées dans cette partie. 

 

b. Lutte mécanique 

 

Le retrait manuel des tiques sur les chiens est un moyen simple et efficace de lutte contre la 

transmission d’agents pathogènes si ce retrait est réalisé le plus précocement possible, car les 

agents pathogènes nécessitent plusieurs heures pour être transmis (Villeneuve, 2012). Cette 

méthode nécessite l’inspection minutieuse quotidienne du pelage de l’animal, en particulier 

lors d’un retour de zones à risques d’infestations, comme les bois, les pâtures d’animaux 

d’élevages, ou les herbes hautes. L’idéal est d’éviter de promener son chien au sein des zones 

à risques d’infestations, notamment lors des périodes de pics d’activité des tiques (Vayssier-

Taussat, 2016). En cas d’infestations minimes, il est recommandé de retirer manuellement les 

tiques en utilisant un « crochet à tiques » ou tire tique (O’TOM TICK TWISTER®, TIRE-TIC®) . En 

cas d’infestations massives, ou si le propriétaire estime qu’il n’a certainement pas tout retiré, 

l’application complémentaire d’un acaricide sous forme de spray, spot-on ou en shampooing 

est recommandée (Coudert & Donas, 2013).  

Le crochet à tiques s’insère sous le corps de la tique en le glissant contre la peau de l’animal 

et en veillant à ne pas comprimer l’abdomen de la tique. L’opérateur doit ensuite le tourner 

lentement dans le sens inverse des aiguilles d’une montre, en soulevant très légèrement, 

jusqu’à ce que la tique se décroche. Il faut veiller à ce que le rostre soit bien retiré. 

L’application d’un antiseptique sur la plaie est ensuite recommandée, ainsi que la surveillance 

de la zone de morsure (Jossand, 2016).  

L’utilisation de feutres anti-tiques, est également possible pour réaliser le retrait manuel de la 

tique. Ces dispositifs contiennent une mèche imprégnée d’un agent acaricide, qui s’applique 

directement sur la tique pendant quelques secondes, permettant son élimination (ANSES - 

ANMV, 2023).  

Des pinces électriques peuvent aussi être utilisées pour tuer les tiques et limiter la 

transmission d’agents pathogènes. Leur mode d’action repose sur l’utilisation d’un arc 

électrique qui élimine la tique sur le chien (ANSES - ANMV, 2023).  

L’utilisation de la chaleur d’une cigarette, d’éther, ou d’alcool pour le retrait d’une tique n’est 

pas conseillée car inefficace et augmente le risque de régurgitation de la tique et par 

conséquent le risque de transmission d’agents pathogènes. L’utilisation d’une pince à épiler 

est également déconseillée, en raison du risque de régurgitation accru et du risque de laisser 

le rostre dans la peau de l’animal (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). 
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c. Lutte chimique 

 

La stratégie de lutte chimique contre l’infestation des chiens par les tiques repose 

principalement sur l’emploi d’acaricides (Péter & Brossard, 1998). L’application préventive 

d’acaricides est recommandée chez les chiens fréquemment exposés aux zones à risques de 

présence de tiques (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). Cependant leur utilisation massive et 

inappropriée peut être à l’origine de résistances, ainsi que de pollutions environnementales, 

nécessitant l’élaboration d’approches alternatives.  

L’application d’acaricides directement dans l’habitat est recommandée dans de rares cas, lors 

d’infestations massives à R. sanguineus, qui est une tique endophile. Sa forte présence dans 

les maisons se remarque par la présence de tiques rampantes le long des murs, rideaux, 

fenêtres, ou sous les meubles. Dans ce cas, l’utilisation de diffuseurs ou de sprays acaricides 

dans l’habitat est recommandée (TIQUANIS HABITAT®, ECO-LOGIS®) (Dantas-Torres, 2008). 

Plusieurs groupes d’acaricides ont été élaborés et mis sur le marché au fil des années. 

L’élaboration de composés chimiques dotés de nouveaux mécanismes d’action est un moyen 

de contrer l’apparition progressive de résistances des arthropodes aux antiparasitaires 

externes disponibles.  

Les différents groupes d’antiparasitaires externes diffèrent donc par leur mécanisme d’action, 

leur rémanence, leur profil pharmacocinétique, leur spectre d’activité, et également par leurs 

formes pharmaceutiques.  

Toutes ces différences sont des éléments à prendre en compte pour le choix d’un 

antiparasitaire externe chez un chien.  

Ces molécules vont principalement agir au niveau du système nerveux des arthropodes.  

Plusieurs groupes d’antiparasitaires comprennent des spécialités possédant une AMM en 

France pour le traitement et pour la prévention des infestations canines par les tiques, ce sont 

les organophosphorés, les pyréthrinoïdes, les phénylpyrazolés, ainsi que les isoxazolines 

(Beugnet et al., 2021b).  

Les antiparasitaires externes employés chez le chien se présentent sous différentes formes 

galéniques selon les spécialités pharmaceutiques : sous forme de colliers médicamenteux, de 

sprays, de shampooings, de poudres externes, de comprimés à croquer, de spot-on ou de line-

on (ANSES - ANMV, 2023). 
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• Groupes d’antiparasitaires externes employés contre les tiques chez le chien 

 

– Organophosphorés 

 

Les organophosphorés sont un groupe d’antiparasitaires externes, dont le mécanisme 

d’action repose sur l’inhibition de l’acétylcholinestérase, qui est une enzyme permettant la 

dégradation de l’acétylcholine, un neurotransmetteur stimulant, au sein des synapses de la 

tique. L’inhibition de cette enzyme induit l’accumulation d’acétylcholine dans les synapses, 

entrainant ainsi une paralysie spastique par hyperactivité de la tique. Les organophosphorés 

présentent un large spectre d’action, avec une action sur les acariens (tiques) et les insectes 

(poux). En France, seul le dimpylate (diazinon) (Figure 30) est actuellement commercialisé 

sous forme de colliers médicamenteux (PARKAN®) (Tableau 13). La galénique du collier 

médicamenteux se justifie pour permettre d’augmenter le temps de présence du produit sur 

le chien, les organophosphorés ayant une faible rémanence, d’environ quelques jours. Les 

molécules de ce groupe peuvent être à l’origine d’intoxications chez les mammifères, 

notamment par ingestion du collier, ou de surdosage par le propriétaire, et peuvent ainsi 

engendrer l’apparition d’un syndrome muscarinique (bradycardie, hypotension, myosis, 

diarrhée, vomissement, salivation) ainsi que nicotinique (paralysie, asthénie). En cas 

d’intoxication, l’utilisation d’atropine est réalisable. Les organophosphorés font l’objet de 

nombreuses résistances partout dans le monde, chez les tiques mais également chez les 

insectes, ce qui explique les retraits progressifs de ces molécules sur le marché. Ces 

phénomènes de chimiorésistance peuvent s’expliquer par leur forte utilisation depuis des 

années, la première commercialisation ayant eu lieu dans les années 1950 (Zenner & Drevon-

Gaillot, 2003).  

 

 

 

 

 

Figure 30 : Structure chimique du dimpylate, selon Beugnet (2004) 

 

– Pyréthrines et pyréthrinoïdes 

 

Les pyréthrines sont des composés insecticides et acaricides d’origine naturelle, issus 

d’extraits de capitules floraux d’une espèce de chrysanthème : Chrysanthemum 

cinerariaefolium. Dans les années 1950, une première génération de dérivés semi-

synthétiques (pyréthrinoïdes) a été obtenue à partir des pyréthrines naturelles, parmi laquelle 

se trouvent l’alléthrine, la bioalléthrine, et la tétraméthrine. L’inconvénient majeur de ces 

composés semi-synthétiques quant à leur utilisation en tant qu’antiparasitaire externe, est 

leur caractère photolabile qui limite leur rémanence à quelques jours. Une seconde 
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génération de pyréthrinoïdes photostables a été produite une vingtaine d’années plus tard, 

avec notamment la perméthrine (Figure 31), la deltaméthrine, ou la cyperméthrine. Ces 

molécules possèdent une meilleure rémanence sur l’animal (Beugnet et al., 2021b). 

Leur mécanisme d’action repose sur un déséquilibre des échanges ioniques au niveau des 

cellules nerveuses des arthropodes, plus précisément en ralentissant la fermeture des canaux 

sodiques voltage-dépendants et retardant la repolarisation membranaire. Les pyréthrinoïdes 

agissent également en perturbant les échanges ioniques des ions calcium, chlorure et 

magnésium au niveau des membranes nerveuses des parasites. Tous ces phénomènes 

induisent un état d’hyperexcitation, suivi d’une paralysie (état de choc soudain), puis 

l’apparition de tremblements se traduisant par la mort des insectes et acariens (Beugnet, 

2004).  

Les pyréthrinoïdes sont des molécules volatiles, permettant d’entrainer un effet répulsif 

envers les tiques, mais également envers les insectes volants (moustiques, phlébotomes et 

mouches piqueuses). Cet effet repellent des pyréthrinoïdes présente un intérêt majeur 

puisque c’est la seule classe d’antiparasitaire externe possédant cet effet, ce qui explique leur 

présence dans de nombreuses formulations.  

Les pyréthrinoïdes sont des molécules peu toxiques pour les mammifères, à l’exception du 

chat, pour lequel certains composés sont à l’origine de graves intoxications. La sensibilité du 

chat à certaines pyréthrinoïdes, principalement la perméthrine, s’explique par un déficit 

physiologique d’une enzyme de glucuronoconjugaison permettant la détoxification de ces 

molécules. Seule la fluméthrine possède une AMM chez le chat sous forme de collier 

médicamenteux (SERESTO®) (ANSES - ANMV, 2023).  

En cas d’intoxication aux pyréthrinoïdes chez le chien, les symptômes les plus fréquemment 

retrouvés sont des troubles neurologiques (ataxie, tremblements), ainsi que des troubles 

digestifs (vomissements, diarrhées) (Poletti & Kolf-Clauw, 1998). 

Les pyréthrinoïdes sont très toxiques envers les animaux à sang froid tels que les poissons, les 

reptiles, et les batraciens. Les chiens traités avec les pyréthrinoïdes ne doivent donc pas se 

baigner dans les cours d’eau (Beugnet et al., 2021b). 

Les formules galéniques à base de pyréthrinoïdes utilisées chez le chien pour le traitement et 

pour la prévention de l’infestation par les tiques sont les colliers médicamenteux, les 

shampooings, les poudres, les sprays et les spots-on. Ces molécules sont aussi présentes dans 

des formulations antiparasitaires pour habitat, sous formes de sprays ou de diffuseurs. 

Le butoxyde de pipéronyle est un agent synergiste des pyréthrinoïdes, permettant 

d’augmenter leur rémanence ainsi que leur efficacité. Il agit en inhibant les mécanismes de 

détoxification oxydative des pyréthrinoïdes chez le parasite, aboutissant ainsi à la 

potentialisation de ces agents antiparasitaires. Il est présent dans certaines formulations 

d’antiparasitaires externes (Beugnet et al., 2021b).  
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Figure 31 : Structure chimique de la perméthrine, selon Zhan et al. (2018) 

 

– Phénylpyrazolés 

 

Les molécules de ce groupe ont été introduites en médecine vétérinaire dans les années 1990. 

Actuellement, deux molécules sont utilisées chez les chiens comme antiparasitaires externes : 

le fipronil (FRONTLINE®) (Figure 32) et le pyriprole (PRAC-TIC®) (Tableau 13). Ces molécules 

sont présentes dans plusieurs spécialités pharmaceutiques, sous forme de spot-on ou de 

spray. Les phénylpyrazolés possèdent un large spectre d’action, en ayant notamment une 

action insecticide (puces, poux) en plus de leur action acaricide envers les tiques (Beugnet et 

al., 2021b).  

Les phénylpyrazolés agissent chez la tique en se liant aux récepteurs du GABA (acide gamma-

aminobutyrique) et du glutamate, inhibant la fixation de ces neurotransmetteurs au niveau 

des récepteurs régulant l’ouverture des canaux chlorure. Les phénylpyrazolés empêchent 

ainsi l’ouverture des canaux chlorure, provoquant par la suite une hyperexcitation ainsi 

qu’une paralysie spastique suivie de la mort de la tique (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). 

Les phénylpyrazolés sont très spécifiques des récepteurs du GABA et du glutamate présents 

chez les arthropodes, leur conférant ainsi une sécurité d’action chez les mammifères. En effet, 

les mammifères ne possèdent pas de canaux chlorure glutamate-dépendants. Les effets 

indésirables sont donc rares chez le chien (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003).  

Cependant, ces antiparasitaires externes ne doivent pas être utilisés chez le lapin, car ils 

peuvent être à l’origine de graves intoxications chez ce dernier, se traduisant par des 

convulsions, une léthargie, une anorexie, des troubles digestifs et potentiellement la mort. Les 

mécanismes responsables de la toxicité chez le lapin ne sont pas élucidés. Un bilan rétrospectif 

des déclarations de pharmacovigilance enregistrées à l’ANSES-ANMV entre 2013 et 2018, a 

mis en évidence l’implication du fipronil dans 93% des déclarations d’évènements indésirables 

par antiparasitaires chez le lapin. Pour limiter les intoxications chez le lapin, il est donc 

recommandé de ne pas utiliser les antiparasitaires réservés aux chiens et/ou aux chats chez le 

lapin, ainsi que d’éviter le contact des animaux traités par phénylpyrazolés avec les lapins, en 

les tenant à l’écart en particulier quand le site d’application du médicament n’est pas 

totalement sec (Jacques & Laurentie, 2021). Ces antiparasitaires sont également toxiques 

envers les organismes aquatiques. 

Ces molécules, très lipophiles, diffusent au sein des structures lipidiques cutanées du chien 

après l’application, recouvrant l’ensemble du pelage en moins de 24 heures. Elles sont ensuite 

stockées au niveau des glandes sébacées canines, entrainant par la suite un effet réservoir, 

permettant le relargage continu de ces substances. La lipophilie de ces molécules explique 
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leur bonne rémanence, et leur persistance chez des chiens exposés régulièrement à la pluie, 

ou lavés plus d’une fois par mois. Cependant, ces antiparasitaires nécessitent un film lipidique 

cutané intact chez le chien, c’est pour cela qu’il est déconseillé de baigner ou de laver l’animal 

dans les 48 heures précédant l’administration. De même, il n’est pas recommandé de laver ou 

de baigner l’animal dans les 24 heures après l’administration du produit, afin d’assurer une 

bonne diffusion de l’antiparasitaire externe. 

Les produits antiparasitaires canins sous forme de spray ou spot-on à base de pyriprole ou de 

fipronil entrainent une mortalité des tiques en moins de 48 heures, et permettent une 

protection du chien pendant un mois contre les tiques (ANSES - ANMV, 2023). 

 

 

 

 

 

 

Figure 32 : Structure chimique du fipronil, selon Qiu et al. (2013) 

 

– Isoxazolines 

 

Ces antiparasitaires sont récents, ils ont été introduits en médecine vétérinaire à partir de 

2014. Les molécules appartenant à ce groupe sont le fluralaner (BRAVECTO®), l’afoxolaner 

(Figure 33) (NEXGARD®), le sarolaner (SIMPARICA®) et le lotilaner (CREDELIO®) (Tableau 13). 

Ces molécules sont présentes dans de nombreuses spécialités pharmaceutiques sous forme 

de spot-on ou de comprimés à croquer. Elles agissent de façon systémique, après avoir été 

ingérées par le chien (comprimés à croquer) ou après un passage transdermique (spot-on). Le 

spectre d’action des isoxazolines est large : ils possèdent une action insecticide envers les 

puces ainsi qu’acaricide envers les tiques, mais également envers les agents de la gale 

démodécique et sarcoptique. Les composés de ce groupe sont fréquemment associés avec 

d’autres molécules antiparasitaires chez le chien, notamment avec les lactones 

macrocycliques, permettant ainsi l’obtention de spécialités endectocides ayant une action à 

la fois sur des parasites internes (helminthes) et des parasites externes (tiques, puces) 

(SIMPARICA TRIO® : sarolaner, moxidectine et pyrantel) (ANSES - ANMV, 2023). 

Les isoxazolines agissent par antagonisme des récepteurs du GABA et du glutamate régulant 

l’activité des canaux chlorure, avec pour conséquence le blocage du flux d’ions chlorure au 

travers de la membrane cellulaire, provoquant ainsi une hyperactivité et une paralysie 

spastique de la tique infestante, aboutissant à sa mort. 

Les isoxazolines ont une affinité largement supérieure pour les canaux chlorure GABA-

dépendants des arthropodes par rapport à celle présente chez les mammifères, permettant 

son emploi chez le chien (Beugnet et al., 2021b).  
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La rémanence des isoxazolines est variable suivant les molécules et les espèces de tiques 

ciblées :  

Le fluralaner (BRAVECTO®) possède la plus longue durée d’action contre les tiques. La forme 

en comprimés à croquer possède une activité acaricide de 12 semaines sur les espèces de 

tiques Ixodes ricinus, D. reticulatus, Dermacentor variabilis, et de huit semaines pour R. 

sanguineus. La formulation spot-on possède quant à elle une efficacité pendant 12 semaines 

contre les tiques D. reticulatus, R. sanguineus, I. ricinus. Le risque de transmission d’agents 

pathogènes par la tique est ainsi réduit, mais il n’est pas nul, puisqu’elle doit d’abord 

commencer le repas sanguin avant d’être exposée au fluralaner et mourir en moins de 48 

heures (ANSES - ANMV, 2023).  

L’afoxolaner (NEXGARD®) tue les tiques en moins de 48 heures et est doté d’une activité 

acaricide d’un mois envers les tiques. Il agit contre plusieurs espèces de tiques : D. reticulatus, 

R. sanguineus, I. ricinus, I. hexagonus, D. variabilis, I. scapularis, H. longicornis, Amblyomma 

americanum (ANSES - ANMV, 2023). 

Concernant le sarolaner (SIMPARICA®), il cible les espèces : D. reticulatus, R. sanguineus, I. 

hexagonus, I. ricinus. Les tiques meurent en moins de 24 heures, et la durée de l’efficacité 

anti-tique est de 28 jours sur le chien (ANSES - ANMV, 2023). 

Le lotilaner (CREDELIO®) possède le même spectre d’activité que le sarolaner contre les tiques. 

Il les tue en moins de 48 heures après leur attachement sur le chien, et a une efficacité 

acaricide d’un mois contre les tiques (ANSES - ANMV, 2023). 

 

 

 

 

 

Figure 33 : Structure chimique de l’afoxolaner, selon Shoop et al. (2014) 
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• Les différentes formules galéniques des antiparasitaires externes employées contre les 
tiques chez le chien  

 

– Colliers médicamenteux 

 

Les colliers médicamenteux sont des formulations constituées de polymères plastiques, 

imprégnés d’un ou plusieurs principes actifs antiparasitaires. La libération du principe actif, 

progressive et continue, est provoquée par les frottements du collier contre la peau du chien. 

Le principe actif diffuse ensuite sur le chien par l’intermédiaire du film lipidique cutané, la 

majorité de la dose se concentrant près du collier. L’efficacité du collier n’est pas optimale 

pour les chiens de grand gabarit ou à longs poils (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). La diffusion 

du principe actif étant lente, il n’est pas recommandé d’utiliser le collier pour traiter un chien 

déjà infesté par des tiques. Pour cette même raison, il est également conseillé d’appliquer les 

produits quelques jours avant l’exposition au risque (Beugnet et al., 2021b). Lors de 

l’application du collier, il est recommandé de laisser un espace de deux centimètres entre le 

collier et la peau du chien, puis de bien se laver les mains après la pose. Les propriétaires 

doivent éviter de dormir avec un chien possédant un collier antiparasitaire, en particulier pour 

les enfants, en raison de la libération continue du principe actif. Des réactions cutanées sont 

possibles mais rares suite à la pose du collier, et résolues en quelques jours. Un risque 

d’intoxication par ingestion est cependant présent avec ce type de dispositif (ANSES - ANMV, 

2023). 

Cette forme pharmaceutique est particulièrement intéressante pour sa simplicité d’utilisation, 

ainsi que pour sa longue durée d’action sur le chien, pouvant prodiguer une protection de huit 

mois envers les tiques (SERESTO®). Cependant, la présence visuelle du collier sur le chien peut 

induire un risque de mauvaise observance, en effet le propriétaire voyant le collier en continu 

sur le chien peut ne pas se rendre compte qu’il n’est plus actif. 

 

– Spot-on et line-on 

 

Les spot-on représentent une grande partie des antiparasitaires disponibles chez le chien. Ils 

sont présentés sous la forme de pipettes destinées à être appliquées sur la peau du chien en 

un point, au niveau de la nuque entre les omoplates de l’animal, où il ne peut pas se lécher, 

après avoir bien écarté les poils.  

Les line-on doivent être appliqués tout le long de la ligne dorsale après avoir bien écarté les 

poils du chien, en partant des omoplates jusqu’à la base de la queue. Après l’administration, 

le lavage des mains est recommandé.  

Les spot-on peuvent agir de deux façons différentes, en ayant soit un effet systémique après 

passage transdermique du principe actif qui se retrouve dans le sang du chien, soit un effet de 

surface par diffusion au niveau du film lipidique cutané, et stockage au niveau des glandes 

sébacées. Les line-on disponibles sur le marché agissent exclusivement par effet de surface. 
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La diffusion est rapide au niveau du film lipidique de surface, nécessitant quelques heures, et 

la rémanence de ces formulations, généralement plusieurs semaines, est bonne.  

Il est conseillé de ne pas laver ni de baigner le chien dans les 48 heures qui précèdent et qui 

suivent l’administration, afin de ne pas altérer le film hydrolipidique de surface nécessaire à 

la bonne diffusion du produit. La réalisation de shampooings réguliers après l’administration 

altère la rémanence du produit chez le chien. De plus, il n’est pas recommandé de manipuler 

l’animal lorsque la zone d’application n’est pas entièrement sèche, en particulier par les 

enfants. L’application du produit se fera donc de préférence le soir. Ils devront également être 

séparés des autres animaux du foyer le temps que le produit sèche (ANSES - ANMV, 2023). 

 

– Sprays 

 

Les sprays sont des formulations permettant la projection de particules de principes actifs sur 

le chien. Cette forme est facile d’emploi pour le propriétaire, et est intéressante en cas 

d’infestations massives par des tiques, notamment pour sa rapidité d’action (Beugnet et al., 

2021b). Cependant la majorité des sprays possèdent une faible rémanence, et sont à l’origine 

d’une perte importante de principes actifs, se retrouvant sur le pelage de l’animal et non au 

niveau de la peau de ce dernier. Il est recommandé de porter des gants lors de 

l’administration, de pulvériser à rebrousse-poil à 10 ou 20 centimètres du chien, dans un local 

aéré, en évitant les zones de peau lésées et le contact avec les yeux ou le museau du chien. 

Lorsque l’animal n’est pas sec, il faut éviter tout contact avec, et l’isoler des autres animaux 

du foyer, l’administration s’effectuant de préférence en soirée. Le lavage des mains du 

propriétaire après l’administration est préconisé (ANSES - ANMV, 2023). 

 

– Comprimés à croquer 

 

Les comprimés à croquer, dotés d’un appétant, sont des formes faciles d’administration pour 

le propriétaire. Ils agissent par effet systémique, et certaines spécialités ont une longue durée 

d’action, potentiellement de 12 semaines pour le BRAVECTO®. Leur usage est intéressant, 

notamment chez les chiens fréquemment lavés ou baignés, mais également pour diminuer le 

risque de contact entre les principes actifs et les propriétaires, en particulier les enfants. 

L’inconvénient de leur utilisation repose sur le fait que les tiques doivent effectuer leur repas 

sanguin pour être exposées au principe actif, la transmission d’agents pathogènes ne pouvant 

donc être totalement exclue (Beugnet et al., 2021b).  
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– Shampooings 

 

Les shampooings sont des solutions ou suspensions aqueuses, comprenant des agents 

tensioactifs permettant le lavage de l’animal ainsi qu’un ou plusieurs principes actifs 

antiparasitaires (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). Ces formes pharmaceutiques sont 

dépourvues de rémanence, ce qui limite leur utilisation au traitement des infestations des 

tiques déjà présentes. Leur application s’effectue sur un pelage préalablement mouillé, par 

fractionnement sur l’ensemble du corps du chien en évitant les yeux. Le rinçage du 

shampooing et le séchage interviennent après un temps de pose d’environ deux minutes. Il 

est conseillé au propriétaire de porter des gants durant l’administration et de bien se laver les 

mains à la fin (ANSES - ANMV, 2023). 

 

– Poudres externes 

 

Les poudres sont des antiparasitaires possédant une très faible rémanence, indiquées pour le 

traitement des infestations par les tiques. L’administration se fait à rebrousse-poil dans un 

local aéré, tout en brossant le pelage du chien pour un meilleur contact avec la peau. 

L’application de façon uniforme sur le chien n’est pas aisée, en particulier chez les chiens à 

poils longs (Zenner & Drevon-Gaillot, 2003). Après l’administration, l’excès de poudre peut 

être retiré en brossant l’animal. Il faut veiller à ne pas exposer les yeux ou le museau du chien 

au principe actif. Le port de gant est recommandé durant l’administration, et le lavage des 

mains est essentiel pour le propriétaire après l’administration. 
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2. Lutte contre les moustiques 

 

Les moustiques font partie des vecteurs les plus impliqués dans la transmission d’agents 

pathogènes chez le chien, tels que D. repens ou D. immitis (Beugnet et al., 2021b). La 

prophylaxie des maladies canines à transmission vectorielle par les moustiques est 

principalement permise par des méthodes de luttes chimique et mécanique anti- moustiques.  

 

a. Lutte mécanique 

 

Les mesures permettant la lutte mécanique consistent en l’élimination des potentiels gites 

larvaires des Culicidés, à savoir les milieux susceptibles de contenir de l’eau stagnante. 

Concrètement, cela consiste à renverser, nettoyer, supprimer ou ne pas exposer à la pluie des 

éléments comme des pots de fleurs, des pneus, arrosoirs, bacs, citernes, poubelles ou des 

brouettes (Barré-Cardi, 2014). De plus, il est préférable que les réserves d’eau soient 

recouvertes par des grillages moustiquaires (Delaunay et al., 2001). Les méthodes de lutte 

mécanique contre les Culicidés visent également à limiter le contact entre les chiens et les 

moustiques, en particulier lors des périodes de fortes activités des moustiques (Duvallet & 

Chabasse, 2020). Pour cela, les propriétaires doivent éviter de faire dormir le chien à 

l’extérieur, et éviter les promenades le soir le long des plans d’eau, la majorité des piqûres 

ayant principalement lieu en début de soirée et pendant la nuit. La mise en place de 

moustiquaires pour protéger l’habitation est également conseillée lors des périodes à risques. 

 

b. Lutte chimique 

 

Les méthodes chimiques de contrôle des infestations canines par les moustiques sont basées 

sur l’application régulière d’antiparasitaires externes répulsifs contre les moustiques. Parmi 

les antiparasitaires externes à appliquer chez le chien, seulement quelques molécules sont 

dotées de ce potentiel repellent envers les moustiques : la deltaméthrine et la perméthrine 

(Beugnet et al., 2021b). Ces molécules, faisant parties du groupe des pyréthrinoïdes, agissent 

en inhibant le gorgement des moustiques. Plusieurs spécialités pharmaceutiques présentent 

des pyréthrinoïdes pour cet effet repellent envers les moustiques, dont certaines sont 

constituées d’associations avec d’autres molécules pour compléter leur spectre d’action 

antiparasitaire. Par exemple, ADVANTIX® est une formule en spot-on à base d’imidaclopride 

et de perméthrine, doté d’un effet repellent envers les moustiques allant de deux semaines 

(Aedes aegypti) à quatre semaines (Culex pipens). SCALIBOR® est un collier médicamenteux 

ayant une action répulsive envers les moustiques (Culex pipiens) de six mois (ANSES - ANMV, 

2023). 
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3. Place du pharmacien d’officine dans la lutte contre les maladies canines à transmission 

vectorielle 

 

Etant autorisé à dispenser aux propriétaires canins des produits antiparasitaires, le 

pharmacien joue un rôle clef dans la lutte contre les maladies infectieuses vectorielles du 

chien. Pour que le pharmacien dispense le produit antiparasitaire le plus adapté au chien 

concerné, il devra obtenir un maximum d’informations via son échange avec le propriétaire, 

en se basant sur les différents critères de choix des antiparasitaires externes. 

Les critères de choix des antiparasitaires externes comprennent notamment la formule 

galénique, le spectre d’activité, l’âge et le poids du chien, le mode de vie du chien, la 

rémanence de l’activité, les éventuelles contre-indications, la toxicité envers d’autres espèces 

vivant au même domicile, ainsi que le prix des différentes spécialités (Beugnet et al., 2021b).  

Le pharmacien devra veiller à ce qu’il n’y ait aucune contre-indication d’utilisation du produit 

chez le chien, notamment en termes d’âge et de poids minimum d’utilisation, mais également 

en termes de gestation ou de lactation (Tableau 13).  

Certains produits, tels que les lactones macrocycliques (milbémycine oxime, moxidectine, 

sélamectine), doivent être utilisés avec précautions chez les chiens à risques de mutation du 

gène MDR-1, tels que les Colleys, en raison d’une marge de sécurité plus faible chez ces chiens 

(ANSES - ANMV, 2023).  

D’autres produits peuvent présenter une toxicité envers certaines espèces animales. C’est 

notamment le cas de la perméthrine, toxique pour les chats, reptiles, batraciens et poissons. 

Le fipronil peut être à l’origine d’intoxications chez le lapin (Jacques & Laurentie, 2021). Il est 

donc important pour le pharmacien de rappeler les précautions d’utilisation des différents 

produits, notamment en termes de restriction de contact du chien traité avec les différentes 

espèces sensibles ou de restriction de baignade dans les cours d’eau. 

Les différentes formules galéniques disponibles permettent de faciliter l’administration des 

antiparasitaires externes chez les chiens. Le pharmacien doit s’assurer de la bonne 

compréhension du mode d’utilisation de ces produits par le propriétaire, notamment en ce 

qui concerne le lavage des mains après l’administration ainsi que le port de gants (Zenner & 

Drevon-Gaillot, 2003). 

L’index des médicaments vétérinaires autorisés en France est un outil intéressant pour le 

pharmacien. Facilement accessible sur internet (lien : http://www.ircp.anmv.anses.fr), il met 

à disposition du public l’ensemble des Résumé des Caractéristiques du Produit (RCP) et des 

Rapports Publics d’Evaluation (RPE) des différents médicaments vétérinaires disponibles sur 

le territoire français (sauf pour ceux ayant fait l’objet d’une procédure centralisée) (ANSES - 

ANMV, 2023). 

D’un point de vue réglementaire, les produits antiparasitaires externes utilisés chez le chien 

sont considérés comme des médicaments vétérinaires. Les médicaments vétérinaires sont 

définis par l’article 4 du règlement (UE) 2019/6 du 11 Décembre 2018 comme étant « toute 

substance ou association de substances qui remplit au moins l’une des conditions suivantes : 
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elle est présentée comme possédant des propriétés curatives ou préventives à l’égard des 

maladies animales ; elle a pour but d’être utilisée chez l’animal ou de lui être administrée en 

vue de restaurer, de corriger ou de modifier des fonctions physiologiques en exerçant une 

action pharmacologique, immunologique ou métabolique ; elle a pour but d’être utilisée sur 

des animaux en vue d’établir un diagnostic médical ; elle a pour but d’être utilisée pour 

l’euthanasie d’animaux » (Règlement (UE) 2019/6 du Parlement européen et du Conseil du 11 

décembre 2018 relatif aux médicaments vétérinaires et abrogeant la directive 2001/82/CE, 

2018). 

Plus précisément, les antiparasitaires sont une famille de médicaments vétérinaires et sont 

définis par l’article 4 du règlement (UE) 2019/6 du 11 Décembre 2018, comme « substance 

qui tue les parasites ou empêche leur développement, utilisée en vue de traiter ou de prévenir 

une infection, une infestation ou une maladie causée ou transmise par des parasites, y compris 

des substances ayant des propriétés répulsives » (Règlement (UE) 2019/6 du Parlement 

européen et du Conseil du 11 décembre 2018 relatif aux médicaments vétérinaires et 

abrogeant la directive 2001/82/CE, 2018).  

L’article 4 du règlement (UE) 2019/6 du 11 Décembre 2018 a été intégré à l’article L. 5141-2 

du code de la santé publique (CSP) par l’ordonnance n°414 du 23 Mars 2022, pour permettre 

une adaptation du droit national aux dispositions européennes (Légifrance, 2023a). 

Les médicaments vétérinaires sont soumis à une réglementation spécifique, en effet ils 

doivent posséder une AMM préalable à leur commercialisation. L’AMM pour le médicament 

vétérinaire peut être délivrée par deux structures différentes, soit par l’ANSES - ANMV soit par 

l’EMA en cas de procédure centralisée. L’ANMV est une branche de l’ANSES, elle permet 

l’obtention de l’AMM des médicaments vétérinaires lorsque le rapport bénéfice/risque est 

favorable. L’ANMV possède plusieurs autres missions, telles que la surveillance continue des 

médicaments vétérinaires en termes d’effets indésirables (pharmacovigilance), de qualité, ou 

de publicité (Rostang et al., 2022).  

L’ANMV est chargée de la pharmacovigilance vétérinaire, en effet elle doit surveiller, évaluer, 

détecter et prévenir l’apparition d’effets indésirables des médicaments vétérinaires ainsi que 

des médicaments humains à usage vétérinaire. Pour cela, l’ANMV évalue et enregistre les 

déclarations d’effets indésirables qui lui sont transmises au sein de bases françaises et 

européennes de pharmacovigilance. Les vétérinaires, à l’origine de 90,8% des déclarations en 

2016, sont les principaux acteurs de cette pharmacovigilance, les pharmaciens et les 

propriétaires d’animaux étant également impliqués, mais dans une moindre mesure 

(Laurentie, 2018). Par ailleurs, le pharmacien est soumis à l’obligation de déclaration de tout 

effet indésirable dont il a eu la connaissance, susceptible d’être dû à un médicament. Ainsi, 

tout pharmacien ayant eu connaissance d’un effet indésirable susceptible d’être lié à un 

médicament vétérinaire doit en faire la déclaration à l’ANSES-ANMV ou au Centre de 

Pharmacovigilance Vétérinaire de Lyon (CPVL). Il existe plusieurs manières de déclarer les 

effets indésirables d’un médicament vétérinaire, en effet la déclaration peut se faire par 

télédéclaration sur le site dédié de l’ANMV : https://pharmacovigilance-anmv.anses.fr, mais 

elle peut également être réalisée par transmission d’un formulaire de déclaration 

(téléchargeable sur https://pharmacovigilance-anmv.anses.fr) directement au CPVL 

https://pharmacovigilance-anmv.anses.fr/
https://pharmacovigilance-anmv.anses.fr/
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(Laurentie, 2018). Le champ d’action de la pharmacovigilance vétérinaire concerne les effets 

indésirables survenant chez les animaux liés aux médicaments vétérinaires et aux 

médicaments humains à usage vétérinaire, mais elle comprend également les effets 

indésirables survenant chez les humains liés aux médicaments vétérinaires, les suspicions de 

manque d’efficacité, ainsi que les problèmes environnementaux liés aux médicaments 

vétérinaires (Fresnay, 2018). 

La réglementation du médicament vétérinaire prévoit, selon l’article L. 5143-2 du CSP, 

l’exclusivité de la délivrance au détail des médicaments vétérinaires à certains ayants droit : 

les pharmaciens, les vétérinaires, ainsi que les groupements agréés d’éleveurs sous certaines 

conditions. Les vétérinaires sont à l’origine de 79% environ des délivrances médicamenteuses 

aux animaux en 2020 en France, contre 6% environ pour les pharmaciens et 15 % pour les 

groupements (Rostang et al., 2022). Les vétérinaires ne sont pas autorisés à tenir « officine 

ouverte ». Ils sont autorisés à délivrer les médicaments uniquement aux « animaux auxquels 

ils donnent personnellement des soins ou dont la surveillance sanitaire et les soins leurs sont 

régulièrement confiés », selon l’article L.5143-2 du CSP. Cependant, toujours selon l’article 

L.5143-2 du CSP, les « produits antiparasitaires destinés au traitement externe des animaux 

de compagnie, à l'exception de ceux qui sont soumis à prescription obligatoire d'un vétérinaire 

ou dont l’AMM indique, qu'ils ne sont pas à appliquer en l'état sur l'animal » font exception à 

cette règle (Légifrance, 2023b). En effet, ces médicaments peuvent être commercialisés dans 

des grandes et moyennes surfaces, des animaleries, des jardineries, des salons de toilettage 

ou encore des sites de vente en ligne. Selon une enquête de la Direction Générale de la 

Concurrence, de la Consommation et de la Répression des Fraudes (DGCCRF), le dispositif de 

pharmacovigilance est largement méconnu par ces distributeurs (DGCCRF, 2016). 

Le pharmacien possède un rôle essentiel dans la sécurisation du médicament vétérinaire, qu’il 

peut affirmer par sa connaissance précise des différents antiparasitaires externes ou bien par 

sa connaissance et sa participation au système de pharmacovigilance vétérinaire et son devoir 

de déclarer tout effet indésirable lui parvenant.
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Tableau 13 : Caractéristiques de certaines spécialités utilisées en tant qu’antiparasitaires externes chez le chien en France, selon ANSES - ANMV (2023) 

 

 

 

Groupe 
antiparasitaire 

Molécule(s) 
Spécialité 

pharmaceutique 
Forme pharmaceutique 

Efficacité anti-
tiques 

Répulsion 
moustiques 

Age et poids minimum 
Femelle 
gestante 

Femelle 
allaitante 

Soumis à 
prescription 
vétérinaire 

Organophosphorés Dimpylate PARKAN® Collier médicamenteux 3 mois Non 3 mois Non recommandé Non 

Pyréthrinoïdes 

Perméthrine + Imidaclopride 
 

Perméthrine + Pyriproxyfène 
 

Fluméthrine + Imidaclopride 
 

Perméthrine 
 

Deltaméthrine 
 

Tétraméthrine 

ADVANTIX® 
 

DUOWIN CONTACT® 
 

SERESTO® 
 

PULVEX® 
 

SCALIBOR® 
 

SETRIC® 

Spot-on 
 

Line-on 
 

Collier médicamenteux 
 

Shampooing 
 

Collier médicamenteux 
 

Poudre externe 

3 à 4 semaines 
 

4 semaines 
 

8 mois 
 

Pas de rémanence 
 

6 mois 
 

Pas de rémanence 

2 à 4 semaines 
 

Non 
 

Non 
 

Non 
 

6 mois 
 

Non 

7 semaines et 1,5 kg 
 

2 mois et 2 kg 
 

7 semaines 
 

2 mois 
 

7 semaines 
 

2 mois 

Oui 
 

Non recommandé 
 

Non recommandé 
 

Oui 
 

Non 

Non Oui 

Pas de donnés 

Phénylpyrazolés 

Fipronil 
 
 
 

Pyriprole 

FRONTLINE® 
 

FRONTLINE® 
 

PRAC-TIC® 

Spot-on 
 

Spray 
 

Spot-on 

1 mois 
 

30 jours 
 

28 jours 

Non 

8 semaines et 2 kg Oui 

Non 2 jours 
Pas de 

données 
Oui 

8 semaines et 2 kg Oui 

Isoxazolines 

Fluralaner 
 
 

Afoxolaner 
 

Sarolaner 
 

Lotilaner 

BRAVECTO® 
 
 

NEXGARD® 
 

SIMPARICA® 
 

CREDELIO® 

Spot-on 
 Comprimés 

 
Comprimés 

 
Comprimés 

 
Comprimés 

8 à 12 semaines 
12 semaines 

 
1 mois 

 
5 semaines 

 
1 mois 

Non 

8 semaines et 2 kg 

Oui 
Oui 

 
Pas de données 

 
Pas de données 

 
Pas de données 

Oui 

8 semaines et 1,3 kg 
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Conclusion 

 

La babésiose et la dirofilariose canines sont des maladies canines à transmission vectorielle en 

pleine émergence.  

La progression de ces maladies, notamment au cours des dernières décennies, est corrélée à 

différents facteurs. Parmi ces derniers, les échanges commerciaux, les aménagements 

humains, les changements environnementaux avec le réchauffement climatique, favorisent 

l’expansion géographique ainsi que l’augmentation des populations de vecteurs de ces 

maladies : les tiques et les moustiques.  

Ces deux maladies canines possèdent un fort pouvoir pathogène, dont l’issue peut être fatale 

pour le chien. De plus, les traitements curatifs sont bien souvent couteux et non dénués de 

risque pour l’animal.  

Ainsi, la mise en place de mesures prophylactiques centrées sur la lutte contre les vecteurs  

représente la principale stratégie à mettre en œuvre pour le contrôle des maladies canines à 

transmission vectorielle. 

Le pharmacien d’officine est un acteur essentiel de la lutte contre les maladies canines à 

transmission vectorielle du fait de sa connaissance des médicaments antiparasitaires qu’il est 

autorisé à délivrer, ainsi que par sa proximité avec les propriétaires canins. Il est de ce fait 

indispensable pour le pharmacien de cerner ainsi que de proposer le produit antiparasitaire 

le plus adapté aux besoins du propriétaire canin et aux caractéristiques de l’animal. Il doit 

également, lors de la délivrance, expliquer le bon mode d’administration, l’importance de 

l’observance ainsi que les différentes précautions d’emploi des médicaments délivrés. 

Dans le but de renforcer ce rôle central du pharmacien dans la lutte contre les arthropodes 

hématophages susceptibles de transmettre des agents infectieux chez le chien, il est 

nécessaire de s’assurer que les pharmaciens ont un niveau d’expertise suffisant sur les 

médicaments vétérinaires et sur les différentes maladies canines à transmission vectorielle. 

Plusieurs voies pourraient être envisagées pour renforcer les connaissances pharmaceutiques 

en pharmacie vétérinaire. L’une d’elle consisterait à renforcer la formation initiale,  en 

augmentant le volume horaire dédié à ces thèmes qui pourraient ainsi être approfondis, mais 

également en permettant l’intervention éventuelle de praticiens vétérinaires. Cela serait 

particulièrement intéressant lors de la sixième année officinale. Une deuxième possibilité 

serait de favoriser, dans le cadre du développement professionnel continu, des formations 

axées sur la pharmacie vétérinaire, afin de pérenniser l’expertise du pharmacien dans ce 

domaine. 
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Résumé 

 

La babésiose canine est une maladie due à des parasites protozoaires du genre Babesia, 

transmis par certaines espèces de tiques dures. Plusieurs espèces de Babesia peuvent être 

responsables de babésiose canine, chaque espèce ayant des caractéristiques qui lui sont 

propres, notamment en termes d’espèces de tiques vectrices, de distribution géographique 

ou de potentiel pathogène. La babésiose canine est une parasitose cosmopolite, dont la 

répartition est fortement corrélée à la dynamique de distribution des vecteurs. Le diagnostic 

de l’espèce de Babesia impliquée dans l’infection est essentiel, en effet, il permet de 

déterminer la stratégie thérapeutique à mettre en place chez le chien. La prophylaxie de la 

babésiose repose principalement sur la lutte contre l’infestation des chiens par les tiques. Une 

chimioprophylaxie peut être également réalisée pour des chiens immunodéprimés en zones 

endémiques. Un vaccin existe, cependant il possède une efficacité variable et n’empêche pas 

l’invasion parasitaire chez le chien. 

D. immitis est un parasite nématode responsable de la dirofilariose cardio-pulmonaire canine, 

nommée « maladie des vers du cœur ». Sa transmission aux chiens s’effectue par piqûre de 

certaines espèces de moustiques. C’est une pathologie cosmopolite, dont la répartition est 

influencée par un certain nombre de facteurs, notamment par la dynamique de distribution 

des vecteurs Culicidés. Les signes cliniques sont principalement causés par la localisation des 

vers de D. immitis au niveau des artères pulmonaires du chien. L’évolution clinique est 

progressive, et est susceptible d’aboutir au décès du chien par détresse respiratoire. La 

prophylaxie repose principalement sur la lutte contre les moustiques vecteurs, 

éventuellement en association à la chimioprophylaxie à base de lactone macrocyclique au sein 

des zones endémiques. Le traitement repose sur l’utilisation de molécules comme la 

mélarsomine, présentant des effets indésirables majeurs. Les mesures prophylactiques sont 

donc particulièrement recommandées. 

Ces deux maladies canines à transmission vectorielle sont émergentes. Les vecteurs étant 

sensibles aux conditions climatiques, le réchauffement climatique influence la distribution des 

populations de vecteurs et favorise par conséquent l’expansion des agents étiologiques de ces 

deux maladies canines à transmission vectorielle.  

Dans ce contexte, le rôle du pharmacien dans la lutte antivectorielle chez le chien, en tant 

qu’ayant-droit du médicament vétérinaire, sera probablement amené à se renforcer. Son 

expertise dans ce domaine, sa connaissance du système de pharmacovigilance vétérinaire, 

ainsi que sa proximité avec les propriétaires de chien(s) sont des éléments légitimant et 

valorisant sa place dans la lutte antivectorielle chez le chien.  

 

Mots clefs 

 

Babésiose, Babesia sp., Dirofilariose, Dirofilaria immitis, Chien, Lutte antivectorielle, 

Pharmacie vétérinaire, Tique, Moustique, Officine 
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