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INTRODUCTION

La dermatophytose, plus couramment appelée teigne, est une maladie dermatologique
fongique causée par des dermatophytes, qui sont des champignons filamenteux
kératinophiles et kératinolytiques. Elle est endémique et touche principalement les
mammiferes, ainsi que les oiseaux.

La teigne est une maladie contagieuse qui peut se transmettre, dans le cas des chats, lors de
rassemblements tels que les expositions félines. Ces expositions sont la maniére la plus
commune pour les propriétaires d'obtenir un pedigree Loof pour leurs chats et ainsi qu'’ils
soient qualifiés de chats de race en cas de réussite de I'examen de conformité. Les éleveurs
utilisent ce pedigree pour vendre des animaux de race, ou confirmer leurs futurs
reproducteurs, et se rendent donc régulierement dans ces expositions.

La particularité de la teigne est qu'elle présente une forme asymptomatique, ce qui permet a
des chats porteurs de dermatophytes de passer le controle vétérinaire assurant l'accés aux
expositions sans étre refusés. Ceci induit ainsi un risque de contamination pour les chats
sains participants.

La prévalence de la teigne sous sa forme asymptomatique est peu documentée, et les
études montrent des prévalences faible (10 %) a moyenne (36 %) (Baxter, 1973 ; Quaife et
Womar, 1982) chez le chat.

L'objectif de cette thése est d'étudier la prévalence de chats se faisant contaminer par la
teigne au cours d'une exposition. En effet, aucune étude de ce type n'a jamais été réalisée
en France. On s'intéressera ainsi a la prévalence du portage chez les chats entrés indemnes
dans l'exposition, et en ressortant comme porteurs de dermatophytes.

Cette these a également pour but de sensibiliser les éleveurs a cette maladie, qui est une
zoonose, et est en outre particulierement difficile a éradiquer dans un élevage contaminé.
Une présentation de la teigne en élevage et en exposition, incluant ['étiologie,
I'épidémiologie, la pathogénie, les signes cliniques et le diagnostic ainsi que des moyens
prévention au retour d'exposition est effectuée dans une premiere partie.

La deuxiéme partie est la présentation de I'étude réalisée dans les expositions félines. Avec
les matériel et méthodes, suivis de la présentation des résultats ainsi que d’une discussion
sur les méthodes utilisées et les résultats obtenus avant une bréve conclusion.






| ) PREMIERE PARTIE : ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE DE LA
TEIGNE EN ELEVAGE ET EN EXPOSITION

I. 1) Présentation de la teigne chez le chat, en exposition et en élevage

l. 1. 1) Présentation de I'agent infectieux

La teigne est une infection dermatologique fongique fréquente chez le chat. Elle est due a un
champignon filamenteux kératinophile et kératinolytique, présent dans le poil, la couche
cornée de |'épiderme, et plus rarement les griffes (Hnilica, 2010).

Chez le chat, le dermatophyte le plus fréquemment isolé est Microsporum canis (M. canis),
responsable de l'infection dans plus de 95 % des cas (Miller et al., 2013). De maniere plus
rare, Microsporum gypseum ou Trichophyton mentagrophytes (T. mentagrophytes) peuvent
également étre source de dermatophytose chez le chat (Moriello, 1990), comme on peut le
voir dans le tableau 1 recensant les souches de dermatophytes du service de parasitologie
de I'ENVA.

Tableau 1 : Souches de dermatophytes isolés et identifiés chez les chats a I'ENVA (service
de parasitologie) de 1980 a 1991 (Chermette et Bussiéras, 1993)

Espece Nombre de cultures | Pourcentage par espéce
positives

Microsporum canis 639 97,7

Microsporum persicolor 2 0,31

Microsporum gyspseum 1 0,15

Trichophyton 9 1,38

mentagrophytes

Trichophyton simii 2 0,31

Trichophyton equineum 1 0,15

Dont infections doubles 1

En culture, Microsporum canis présente des macronidies échinulées (figure 1) et
Trichophyton mentagrophytes des macronidies lisses (figure 2). Une macronidie est une
spore de grande taille issue de la multiplication végétative (asexuée) d'un champignon.
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Figure 1: Schéma d'une macroaleurie échinulée de Microsporum sp. (Chermette et
Bussiéras, 1993)

Macroaleurie
de Microsporum sp.

Figure 2 : Schéma d'une macroaleurie lisse de Trochophyton sp. (Chermette et Bussiéras,
1993)

Macroaleurie
de Trichophyton sp.

In vivo, les arthroconidies sont supportées et produites par des hyphes mycéliennes. Ces
spores, ou le plus souvent des fragments de poils ou des squames parasités, se détachent
puis se déposent dans le milieu extérieur, sur un autre animal ou sur une autre partie du
corps de I'animal initialement infecté. Ainsi elles représentent la forme infectante de la
teigne et se transmettent d'un animal a l'autre par contact ou via l'environnement
(Malandain et al., 2002a).

La plupart des agents de teigne sont zoonotiques, ce qui en fait une maladie préoccupante,
bien que n'ayant pas une prévalence élevée chez le chat (Carlotti, 2008).

l. 1. 2) La teigne est une zoonose

Smith (1969) a montré qu'en Nouvelle-Zélande la dermatophytie humaine était due a 36,5 %
a des dermatophytes zoophiles (dont 29 % a M. canis). Cependant, en 1998, une étude
américaine montrait que seulement 3,3 % des cas humains de dermatophytie étaient dus a
M. canis (Weitzman et al., 1998).

Environ 50 % des humains en contact avec des chats symptomatiques ou asymptomatiques
acquierent l'infection (Scott et al., 1995). Cela se traduit par des lésions sur les parties
pouvant se trouver en contact avec I'animal : bras, cuir chevelu, tronc (Scott et al., 1995;
Scott et Horn, 1987). Les autres dermatophytes (M. gypseum, M. persicolor,
T. mentagrophytes) sont rarement source de zoonose.
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Une étude en Nouvelle-Zélande (Smith et al., 1969) a fait un lien avec un pic d'incidence de
teigne humaine due a M. canis en mars, avril et mai, et avec le pic présence de chatons, leur
période de naissance étant en décembre.

La fédération pour la gestion du Livre Officiel des Origines Félines (Loof), s'est vu confier la
gestion du livre d'origine de l'espéce féline en France depuis 1996. Son agrément par le
Ministere chargé de I'Agriculture par arrété du 4 novembre 1996 portant agrément de la
Fédération pour la gestion du livre officiel des origines félines (NOR : AGRP9602388A) a été
confirmé par le décret n° 2006-991 (NOR : AGRG0601445D) et I'arrété du ler ao(t 2006
(NOR : AGRG0601446A).

La premiere mission du Loof est la tenue du Livre Généalogique, c'est-a-dire I'émission des
pedigrees des chats de race en France. Selon le décret n° 2008-871 relatif a la protection des
animaux de compagnie et modifiant le code rural (NOR : AGRG0819227D), sans pedigree
Loof, un chat né en France, méme issu de parents ayant un pedigree, ne peut pas prétendre
a l'appellation « chat de race », mais uniquement, le cas échéant, a I'appellation « chat
d'apparence » (“LOOF - Missions”).

L'examen de conformité a la race s’inscrit dans le cadre d’une politique de pérennisation,
d’amélioration et de valorisation des races félines. Il a pour but d’assurer aux propriétaires
effectuant volontairement cette démarche qu’ils sont bien en possession d’un chat
correspondant aux critéres des standards en vigueur pour la race au moment de I'examen et
qui ne présente pas de défauts éliminatoires (morphologie, couleur, caractére, ...) ne
permettant pas la conformité.

On comprend alors I'importance pour un éleveur de chat de voir ses animaux attribués d'un
pedigree, que cela soit pour faire confirmer ses nouveaux reproducteurs, ou encore pour la
vente de chatons Loof.

Les examens de conformité peuvent s’effectuer sur n‘importe quel point du territoire
francais, notamment a I'occasion d’expositions organisées avec I'agrément de la fédération
tenant le livre généalogique. Il s'agit d'expositions félines organisées par des clubs
généralistes, d'expositions spéciales d'élevage organisées sous |'égide des clubs de race
affiliés, ou encore de séances de conformité organisées par les clubs de race ou les clubs
généralistes. Ces dernieres sont toutefois tres rares. L'immense majorité des examens de
conformités se font donc au moment des expositions, lors desquelles un grand nombre de
chats se trouvent réunis. En effet, le réglement du Loof stipule qu'une exposition féline
pouvant délivrer des Certificats d'Aptitude au Championnat doit comporter au moins cent
chats en jugement en métropole et cinquante chats dans les DOM/TOM. Ces expositions
sont donc des lieux de haute concentration de chats.
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I.1.3.2.1) La teigne symptomatique prévenue par le contréle vétérinaire

Toute exposition est précédée d'un contréle vétérinaire, censé controlé l'identité du chat, et
garantir que seuls des chats sains et a jour dans leurs vaccinations puissent rentrer.

On peut alors se demander pour quelle raison la teigne se transmettrait-elle en exposition, si
les animaux sont examinés préalablement par des vétérinaires. Ce controle empéche
effectivement les animaux exprimant des signes cliniques de teigne d'entrer, mais ne peut
rien dans le cas des animaux teigneux asymptomatiques.

[. 1. 3. 2. 2) Le portage asymptomatique permet |'introduction de dermatophytes
en exposition

Il est important de définir ici les deux types de portage asymptomatique de dermatophytes
chez le chat.

Dans le premier cas, le chat n'est pas infecté, mais seulement porteur mécanique
d'arthroconidies sur son pelage qui ne se multiplient pas.

Dans le second cas, le chat est infecté et le champignon se multiplie. Il ne présente
cependant aucun signe clinique. Il se repére souvent par la contamination d’animaux ou
d’humains qui présentent des symptémes.

Ce second cas est le plus dangereux dans le cadre d'une exposition féline, car celui-ci est
porteur de plus d’arthroconidies et donc plus contaminant (Mignon, 2008).

Il serait intéressant par conséquent de pouvoir quantifier la probabilité qu'un chat soit
porteur asymptomatique, afin d'avoir une idée du risque que I'on introduit en exposition.

. 1. 3. 2. 2. 1) Epidémiologie du portage de dermatophytes de maniere
asymptomatique

Plusieurs études ont essayé de déterminer la prévalence de chat porteurs asymptomatiques
de dermatophytes.

Une étude (Woodgyer, 1977) a testé cent quatre-vingt-dix-neuf chats a Wellington, en
Nouvelle Zélande, déja venus consulter dans un dispensaire et ayant participé a une étude
précédente sur Pasteurella multocida dans les cavités buccales. Aucun n'avait de signe
apparent de dermatophytose, les chats ont ainsi pu étre choisis afin de mettre en évidence
un éventuel portage asymptomatique. Des dermatophytes ont été trouvés sur trente-huit
chats, et treize de ces chats étaient porteurs d'agents de teigne (M. canis), les autres
dermatophytes sont présents en vie libre dans le milieu extérieur. Une seconde étude,
toujours en Nouvelle Zélande (Baxter, 1973), a testé deux cents chats asymptomatiques
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dans une clinique pour carnivores domestiques, et soixante-douze ont été trouvés positifs
soit 36 % de portage asymptomatique.

On note donc une importante prévalence de portage asymptomatique en Nouvelle-Zélande,
mais c’est aussi le cas en Italie ou au Brésil avec des taux de portage de M. canis allant
respectivement de 18 a 88 % (Morganti et al., 1976; Zaror et al., 1986), a noter que dans le
cas du Brésil il s'agissait de chats capturés par une association de protection des animaux,
sans doute des chats vivant dans la rue et ayant des contacts fréquents avec d'autres chats.
Sur cent quatre chats, cette étude a mis en évidence M. canis sur quatre-vingt-douze chats
soit 88 %, M. gypseum sur quinze chats soit 14 %,T. mentagrophytes sur un chat soit 1 %,
T. ajelloi (non pathogéne) sur deux chats soit 2 %.

Une autre étude (Sparkes et al., 1994) sur le portage asymptomatique a testé cent quatre-
vingt-un chats sans lésion dermatologique venant de cent soixante-dix-sept foyers différents
allant a une clinique vétérinaire a Bristol : le seul dermatophyte trouvé fut M. canis (quatre
chats de quatre foyers différents), soit seulement 2,2 %. Tous les chats venaient de foyers
avec au moins trois chats mais aucun n'avait d'historique de teigne.

Enfin, la présence de portage asymptomatique de teigne en exposition a méme été
recherchée dans une étude au Royaume-Uni (Quaife et Womar, 1982). La recherche de
dermatophytes a été réalisée lors de quatre expositions félines, les préléevements ayant été
réalisés lors du contrOle vétérinaire. Les résultats indiquent ainsi la prévalence du portage
asymptomatique en exposition car ces chats n'avaient pas de lésions. Le seul dermatophyte
présent était M. canis (cf. tableau 2).

exposition | Nombre de chats | Pourcentage de | Longueur des poils
prélevés positifs

1 100 10 % Non renseigné

2 45 13% Non renseigné

3 26 3% 100 % poils longs

4 55 15 % 50 % poils longs (32 % de
positifs) et 50 % poils
courts (aucun positif)

Ainsi, Quaife et Womar (1982) ont obtenu une moyenne de 10 % de chats porteurs
asymptomatiques de dermatophyte en exposition. De plus, les chats a poils long semblent
étre plus fréquemment porteurs que les chats a poils courts.

Nous pouvons donc constater I'extréme diversité de la prévalence de portage
asymptomatique de dermatophytes. La méthode employée étant toujours la méme au cours
de ces études, soit une mise en culture mycologique aprés un prélévement par la technique
de brossage du pelage via la "MacKenzie brush”, une brosse a dents stérile, comparable au
carré de moquette souvent utilisé en France, dont nous détaillerons I'utilisation par la suite.
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Ici, seul I'environnement différe, et des facteurs favorisants ont ainsi été mis en évidence :
chat qui sort et est en contact avec d'autres chats, chat dans un foyers avec plusieurs chats,
chat participant a des expositions, chat a poils longs.

Donc le risque pour un chat d’étre contaminé en exposition ne dépend pas de l'individu mais
du contexte (voir facteurs de risque de contamination). En revanche, rappelons qu'un chat
ayant été contaminé par des arthroconidies lors d'une exposition ne déclarera pas
nécessairement la teigne, il pourra I'éliminer s'il a des chances de ne pas y étre
particulierement sensible (animal adulte et en bonne santé) (Mignon, 2008).

Tout d'abord, nous pouvons noter que les participants a ces expositions sont, dans la grande
majorité, des éleveurs de chats et non des particuliers. Or, les élevages de chats sont plus
susceptibles de contracter la teigne, et ont plus de difficultés pour I'éradiquer.

Les éleveurs sont conscients de la fréquence de la teigne, méme s'ils ne I'avouent que
difficilement. En effet, elle est encore percue comme une maladie honteuse, qui jette un
discrédit sur I'ensemble de I'élevage (Mignon, 2008).

Un élevage se contamine lorsque des arthroconidies de dermatophytes sont introduites
dans les locaux. Selon la littérature, une telle situation est observée au retour d'une
exposition féline, ou bien lorsqu'un nouvel animal est introduit dans I'élevage sans
précautions (Malandain et al., 2002a).

Lors de discussions avec les éleveurs au moment de ma these au cours des expositions
félines, j'ai effectivement pu trouver ces deux cas de figure dans les historiques des élevages.
De plus, il est vrai que les éleveurs ne me l'avouaient qu'a demi-mots, loin des autres
éleveurs. Enfin, la seule évocation du mot "teigne" lors des expositions auxquelles j'ai
participé laissait rarement les éleveurs indifférents. Une grande majorité soutenait mon
projet et était curieuse d'avoir des informations sur les risques réels de contamination des
chats qu'ils avaient amenés a I'exposition.

I.1.4.2.1) La teigne est plus présente en élevage que chez les particuliers

Ainsi, des études sur la teigne montrent que les chats d'élevages ont plus de chance de
contracter la teigne que les chats de particuliers.

Une étude comparative entre les chats de particuliers et les chats d'élevage a été menée, en
prenant comme échantillon cinquante chats d'étudiants et d'employés d'une université de
Caroline du Nord, et deux chatteries de la région. Aucun chat de particulier n'a été retrouvé
positif, alors que 29% des chats issus d'élevage ont été diagnostiqués porteurs
asymptomatiques. On peut cependant modérer les résultats de cette étude car les deux
chatteries avaient un historique de teigne. Toutefois, ces élevages ont été choisis par défaut
car aucun autre élevage de la région n'était indemne de teigne, ce qui nous apporte
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également une indication de l'importance du portage de la teigne en élevage (Thomas et al.,
1989).

Une autre étude, conduite au service de parasitologie de 'ENVA (Kuchly, 1991), montre que
28 % des animaux positifs a la culture de dermatophytes ont étés achetés en élevage ou en
animalerie, alors que 6 % des animaux négatifs ont été achetés en élevage ou animalerie.
Enfin, il est admis que si un seul animal exprime la teigne dans un élevage, tout |'élevage est
touché (Malandain et al., 2002a). On a trouvé que lors de présence de M. canis, 98 % des
chats étaient porteurs ou porteurs sains (Malandain et al., 2002b).

I.1. 4. 2.2) Réceptivité et persistance dans |'élevage

Cette affection se répand extrémement facilement dans ['élevage, et peut perdurer
longtemps.
Une fois introduite dans I'élevage, la teigne y demeure tres longtemps pour trois raisons
essentielles.

La premiere est qu'il existe de multiples contacts entre les animaux et donc une
intense circulation du champignon. La teigne demeure une maladie liée a une surpopulation.

La deuxieme raison est que les chattes gestantes et les chatons sont extrémement
réceptifs et sensibles a l'infection. D'ailleurs, ce sont souvent ces animaux, et eux seuls, qui
présentent des lésions cutanées. En élevage, si un chat est contaminé, tous les chats sont
tres probablement atteints, qu'ils soient symptomatiques ou asymptomatiques (Malandain
et al.,, 2002b). Cependant, ce sont les plus jeunes et les plus vieux qui seront les plus
sensibles et développeront des lésions plus importantes (Miller et al., 2012; Malandain et al.,
2002b). Dans I'étude de Thomas et al. (1989), tous les chatons présentaient des signes
cliniques contrairement aux adultes dans les chatteries.

Bien souvent c'est a I'occasion de programmes de reproduction que le probléme posé par la
teigne devient évident.

La troisieme raison est que les arthroconidies de dermatophyte sont présentes en
trés grand nombre dans les locaux des élevages contaminés. Les substrats porteurs de
arthroconidies sont multiples : grillages, tissus, coussins, ustensiles de toilettage... Et les
chats se recontaminent facilement car les arthroconidies résistent jusqu'a dix-huit mois dans
I'environnement (Moriello, 1990).

I. 1. 4. 2. 3) Sensibilité des individus

Comme nous venons de I'évoquer, la teigne est plus courante chez les jeunes chats de moins
de un an (Cabafies et al., 1997; Scott et al., 1995; Scott et Paradis, 1990).

Les chats a poils longs, comme les Persans, sont plus prédisposés a cette infection (Cabanes
et al., 1997; Lewis et al., 1991; Scott et Paradis, 1990; Sparkes et al., 1994). Cela peut étre
expliqué par les micro-lésions dues au brossage pouvant faciliter le développement des
arthroconidies.

Enfin, il peut également y avoir une prédisposition génétique. En effet, la présence dans
certains élevages d'individus ou de lignées présentant un déficit de la réponse immunitaire
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vis a vis de l'infection par un dermatophyte est peut étre une autre cause de persistance de
la teigne (Mignon, 2008; Moriello, 2003a).

Enfin, I'immunité du chat joue un réle important. Ainsi, des chats infectés par le FIV auraient
trois fois plus de chance de développer la teigne (Moriello, 2003a).
De plus, une forte immunité a médiation cellulaire est requise pour guérir (Moriello, 2003a).
Elle porte sur deux points :
e une augmentation du renouvellement de I'épithélium, par sécrétion de facteur de
croissance intrinseque :
e une augmentation de la perméabilité de la barriére épidermique, permettant au
sérum contenant des facteurs anti-fongiques de pénétrer les kératinocytes.

Le développement d’une arthroconidies de dermatophyte (élément contaminant) sur un
support vivant passe par trois étapes : 'adhésion, la germination et la pénétration.
Commencons par la premiere étape du développement, I'adhésion. Une fois I'arthroconidie
en contact avec I'animal, elle adhére aux cornéocytes de I'épiderme et gonflent; ceci dure
entre 2 a 6 heures.

Ensuite, I'arthroconidie germe et les filaments néo-formés pénétrent la couche cornée. Ceci
est facilité par une perturbation mécanique de la couche cornée (Tabart et al., 2007). Cette
germination doit étre rapide, car |'épiderme se desquame en permanence, sans compter
['action mécanique du léchage par le chat qui peut éliminer jusqu'a 50 % des arthroconidies
présentes sur la peau en une journée. Puis vient la derniere étape : les filaments envahissent
I'épiderme en cheminant dans la couche cornée. Lorsqu’un filament mycélien rencontre un
orifice pilaire, il pénétre dans la gaine externe kératinisée du follicule pileux, proliférant a la
surface du poil jusqu’a l'infundibulum : les dermatophytes sont kératophiles. Un schéma
illustrant l'invasion pilaire est visible ci dessous figure 3.
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Figure 3 : Mode d'invasion d'un poil par un filament mycélien de dermatophyte
(Chermette et Bussiéras, 1993)
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Mode d'invasion d'un poil
par un filament mycélien de Dermatophyte

En ce qui concerne M. canis, on observe un mode ectothrix : les hyphes sont situés a
I'intérieur du poil et les arthroconidies a I'extérieur (Brouta et al., 2000). Dans le cas d'un
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champignon endothrix, les spores et les hyphes pénetrent dans le poil. Ces deux
développements sont illustrés dans le schéma de la figure 4.

Figure 4 : Schéma des deux types d'invasion des poils par les dermatophytes : ectothrix et
endothrix (Chermette et Bussiéras, 1993)

Type ectothrix Type endothrix

Types d'invasion des poils
par les Dermatophytes

Pour parvenir a pénétrer le poil, le champignon produit des enzymes kératinolytiques qui lui
permettent de pénétrer la cuticule, peut étre en modifiant la surface des cornéocytes pour
permettre aux adhésines (protéines de la paroi fongique) de reconnaitre des récepteurs
cellulaires (Mignon, 2008) et de se développer a l'intérieur du follicule pileux jusqu'a ce que
la zone kératogéne soit atteinte. Ceci ne peut se produire que dans le cas d'un poil en phase
anagéne, qui assure une production de kératine. A ce stade, soit le champignon établit un
équilibre entre sa croissance et la production de kératine, soit il est rejeté (Miller et al.,
2013). Avec certains dermatophytes, notamment de nombreuses souches de M. canis
(environ 50 % des souches), le développement dans les poils en croissance entraine la
production de métabolites du tryptophane, une ptéridine, ayant la particularité d’étre
fluorescente lors de I'exposition a certains rayonnements ultraviolets. Ceci est mis a profit
pour le diagnostic de I'infection par Microsporum canis par examen a la lumiére de Wood
(Chermette, 1993).

En outre, cet envahissement des poils, les fragilise et contribue a ce que les poils se cassent
et a leur élimination dans I'environnement ou ils constituent un réservoir d’arthroconidies
qui restent infectantes pendant plusieurs mois ou années. Des zones nues apparaissent alors
(teigne tondante).

Les filaments proliferent et forment de nouvelles arthroconidies, qui vont a leur tour étre
des éléments contaminants qui propagent l'infection (Scott et al., 1995). Le processus de
germination-invasion fait intervenir différents facteurs, notamment des protéases
kératinolytiques : les kératinases. Ainsi, les dermatophytes sont également kératinolytiques.
Les kératinases ont été caractérisées au niveau moléculaire et leur production in vivo a été
démontrée chez le chat infecté naturellement par M. canis (Brouta et al., 2002) et
(Descamps et al., 2002).

Une guérison spontanée peut avoir lieu quand les poils infectés entrent en phase télogéne
ou si une réaction inflammatoire est déclenchée : la production de kératine ralentit alors
puis s'arréte. Or, le dermatophyte a besoin de poils en croissance pour survivre, sa
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croissance ralentit donc elle aussi et finit par s'arréter. Des arthroconidies infectieuses
peuvent demeurer sur le poil, mais la réinfection de ce poil ne peut pas avoir lieu tant qu'il
ne rentre pas en phase anagene (Scott et al., 1995).

Il demeure nécessaire d'identifier et de comprendre les mécanismes pathogéniques exacts
au sein desquels interviennent ces enzymes. Dans ce but, des techniques d'inactivation
génique par ARN interférence ont été récemment développées pour produire des souches
de M. canis déficientes en certaines kératinases (Vermout et al., 2007). Ces souches ont été
testées dans différents modeles, dont un épiderme félin reconstruit in vitro (Tabart et al.,
2008) a partir de kératinocytes et de fibroblastes de fcetus de chat. Une production de la
kératinase SUB3 impliquée dans le processus infectieux a ainsi pu étre mise en évidence.
Tabart (2008) a également pu utiliser ce modéle pour vérifier I'efficacité du miconazole
contre des arthroconidies de M. canis, et le propose comme moyen d'étude pour d'autres
agents antifongiques contre M. canis.

D'autres outils permettant l'investigation fonctionnelle des génomes des dermatophytes
sont déja disponibles pour certains agents anthropophiles (Liu et al., 2007). lls pourraient
étre disponibles a l'avenir pour d'autres dermatophytes, y compris des agents zoophiles
comme M. canis.

Enfin, certaines kératinases et d'autres protéases constituent des exoantigénes majeurs
reconnus spécifiguement par le systéeme immunitaire de I'h6te infecté et apparaissent
comme de potentiels candidats vaccinaux (Mignon et al., 2008). D'autres sont des agents
immunomodulateurs intervenant sur les kératinocytes et les cellules de Langerhans
(Vermout et al., 2008).

.3) Epidémiologie

l. 3. 1) Epidémiologie en élevage

Les causes favorisantes d'infection en élevage peuvent étre dues a un regroupement de
chats, comme lors d'exposition. Elles peuvent également étre dues a du partage de matériel
non désinfecté entre éleveurs, ou encore l'introduction d'un nouvel individu sans dépistage
préalable lors de la mise en quarantaine. Les arthroconidies étant trés résistantes dans
I'environnement, I'éleveur ou des visiteurs peuvent les apporter, par exemple si un acheteur
a visité d'autre chatteries.

La contamination se fait par voie cutanée, via les arthroconidies qui sont la forme infectante
de ce champignon. Les sources de dermatophytes sont multiples : les animaux eux-mémes
porteurs de arthroconidies, qu'ils présentent des lésions (les malades symptomatiques) ou
non (les asymptomatiques), mais aussi I'environnement. Les arthroconidies étant résistantes
jusqu'a dix-huit mois dans l'environnement, celui ci est également une source de
contamination : sol, cage de transport, instruments de toilettage... (Moriello, 1990).
Microsporum canis a également été mis en évidence a partir de cultures de poussiéere et de
filtre de chauffage.

La transmission se fait donc par voie horizontale directe (contact entre animaux), ou
indirecte (matériel, environnement).
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1. 3. 2) Epidémiologie en exposition

Il existe des facteurs de risque lors d'une exposition :

e Le stress (Laruelle, 2006)

e Le contréble vétérinaire
En effet, celui ci est rapide et peut laisser passer des lésions de teigne, notamment dans le
cas de chats a poils longs qui cacheraient les lésions (Laruelle, 2006; Quaife et Womar,
1982). Laruelle (2006) affirme de plus que les vétérinaires sont parfois indulgents lors du
controle vétérinaire car les éleveurs peuvent venir de trés loin pour participer aux
expositions.
De plus, celui ci est inefficace contre le portage asymptomatique de dermatophytes et ne
peut donc rien contre les chats porteurs mécaniques ou infectés asymptomatiques qui vont
pouvoir ainsi pénétrer dans I'exposition.
Rappelons enfin I'heure trés matinale du contréle vétérinaire et son coté répétitif, qui peut
engendrer des fautes d'inattention lors de I'examen du chat et ainsi laisser passer de petites
Iésions, surtout si le chat est a poils longs.

Les sources de contamination observées lors des expositions auxquelles j'ai assisté sont :
e Le matériel
o Apporté par I'éleveur : cage de transport, gamelles, jouets et accessoires de
toilettage
o Présent a l'exposition :
= Les tables des vétérinaires et des juges, nettoyées entre chaque chat,
mais si elles sont usées (tables en bois par exemple) ou encombrées,
ne peuvent étre parfaitement désinfectées ;
=  Le matériel pour faire bouger le chat lors du jugement (figure 5) ;

Figure 5 : Photographie d'un jugement : le jouet pour faire bouger le chat est commun
pour toutes les évaluations, sur table en bois encombrée et difficilement désinfectable
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= |les tables communes aux éleveurs pour préparer leur chat
présentées sur la figure 6 ;

Figure 6 : Photographie d'une table de toilettage utilisée par tous les éleveurs dont les
cages l'entourent

= Les cages ol les chats attendent leur jugement ou leur vente.

Dans l'attente de leur jugement, les chats passent la journée dans des
cages grillagées, collées les unes aux autres. Si les éleveurs ne les
protégent pas, il peut facilement y avoir des contacts entre les chats de
deux cages voisines. Les visiteurs peuvent également transporter des
arthroconidies sur leurs mains en caressant les chats a travers les
barreaux par ces cages grillagées, un exemple figure 7.

Figure 7 : Photo d'une cage grillagée, évitant le contact avec les chats voisins mais
permettant le contact avec les visiteurs

Wicas """.nl!’méy
1:" B s

e Les hommes
Les arthroconidies peuvent adhérer sur les blouses des vétérinaires, les vétements des juges,
les mains des visiteurs qui caressent les animaux. De plus, les éleveurs interrogés lors des
expositions auxquelles j'ai participé rapportent que les juges ne respectent pas toujours les
bonnes pratiques d'hygiéne entre chaque animal (lavage des mains notamment).
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e Les mauvaises pratiques
Les éleveurs qui s'échangent du matériel.

e L'environnement
Les poils volent lors du brossage des animaux et peuvent de ce fait contaminer
I'environnement.

Quels sont les moyens de protection mis en place dans les expositions?

e Protection mécanique
Les couvertures sur les cages de transport, utilisées pour diminuer le stress de |'animal
jusqu'a son installation dans sa cage, sont aussi de bonnes protections mécaniques contre
les arthroconidies.
Les éleveurs protégent également souvent la cage d'exposition, ou les chats patientent en
attendant d'étre examinés ou vendus, en I'entourant de film plastique. Certains éleveurs
utilisent méme des cages fermées, empéchant ainsi tout contact entre le chat et I'extérieur,
comme présenté sur la figure 8.

Figure 8 : Photo d'une cage entiérement fermée ne permettant aucun contact avec
I'extérieur

e Protection sanitaire
Le contréle vétérinaire est la premiere protection sanitaire car il permet de détecter les
chats porteurs symptomatiques.
Les tables du contrOle vétérinaire et des jugements sont désinfectées entre chaque chat.
Comme l'illustre la figure 9, le juge a a sa disposition du gel hydro alcoolique pour les mains
et un désinfectant pour la table. En revanche il ne porte pas de blouse et le chat suivant qui
attend est placé par son propriétaire sur une table non désinfectée.
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Figure 9 : Photo d'un jugement : bonnes et mauvaises pratiques

1.4) Signes cliniques

La période d'incubation est de dix jours en moyenne, et peut aller de huit a douze jours. La
teigne chez le chat peut s'exprimer sous plusieurs formes.

1.4.1) La forme typique

La forme typique est caractérisée par une ou des dépilations circulaires d'évolution
centrifuge allant de un a huit centimetres de diametre. Des cro(tes et des squames peuvent
étre présents au niveau de ces lésions (Carlotti, 1998; K. A. Moriello et DeBoer, 1995; Scott
et al, 1995).

Les Iésions sont plus courantes au niveau de la téte, du pavillon externe de I'oreille et des

membres, illustré sur la figure 10 (Blakemore, 1974; Kaplan et lvens, 1961).
Les poils de ces régions apparaissent souvent cassés et abimés.
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Figure 10 : Photo d'un chat Siamois atteint de M. canis au niveau du pavillon de I'oreille
gauche et au dessus de I'ceil gauche (Miller et al., 2012)

La plupart du temps, la teigne ne provoque pas de démangeaisons. Le chat ne semble pas
géné et garde un bon état général.

L'hyperkératose folliculaire peut entrainer une ouverture exagérée du follicule pileux ou la
formation de comédon. L'alopécie peut étre sévere et étendue, avec peu de signes
d'inflammation. Les chats ont occasionnellement des zones de folliculites caractérisées par
de l'alopécie, de I'érythéme, des squames, des cro(ites, et des papules folliculaires (figure
11). Les signes et les symptomes sont tres variés et dépendent de l'interaction hote-
dermatophyte.

Figure 11 : Photo de papulovésicules chez un chat teigneux (Miller et al., 2012)

Toujours avec M. canis, un érythroderme étendu, exfoliatif et avec prurit peut
occasionnellement survenir (cf. figure 12). Certains chats lechent leurs Iésions
vigoureusement, sans doute dans le cas de prurit, et des lésions trés érythémateuses,
indurées et érodées peuvent apparaitre sous 48h, qui ressemblent a des plaques
éosinophiliques (DeBoer et Moriello, 1994). On peut également noter parfois des réactions
de kérions, et des otites externes dues a M. canis.
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Figure 12 : Photo d'un erythroderme exfoliatif généralisé chez un persan causé par
M. canis (Miller et al., 2012)

De maniere générale, la nature du dermatophyte ne peut étre déterminée par les signes
cliniques.

l. 4. 2) Les formes sub-cliniques et asymptomatiques

Ces formes concernent les chats ne présentant que des lésions légéres, voire une absence
totale de Iésion. Ce sont des animaux a risque car non traités et étant pourtant une source
de contamination.

l. 4. 3) Les formes atypiques

Il existe également, plus rarement, des formes atypiques, telles que la teigne généralisée,
I'onyxis et le mycétome.

La dermatite miliaire, caractérisée par un prurit, une dermatite étendue et papulocrodteuse,
est une manifestation atypique de la teigne, causée en général par M. canis. Une folliculite
récurrente du menton, ressemblant a I'acné du chat ou a une dermatite de la face dorsale de
la queue ressemblant a une hyperplasie de la glande supracaudale peut étre présente
(Carney et Moriello, 1993; Scott et al, 1995).

L'onychomycose est rare (Scott et Miller, 1992), elle est en général causée par M. canis et se
présente sous la forme d'un périonyxis asymétrique (un doigt, ou plusieurs doigts sur une
patte) ou une onychodystrophie. Des éruptions de séborrhée généralisées peuvent étre
visibles, quand des squames seches ou grasses sont proéminentes. C'est la plupart du temps
dd a M. canis.

Les mycétomes ont été rapportés seulement chez les Persans, il consistent en un ou
plusieurs nodules dermiques ou sous cutanés ulcérés. lls se trouvent le plus souvent sur le
dos ou la base de la queue. Ces chats peuvent en plus avoir des |ésions plus typiques de la
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teigne, ou au contraire ne rien présenter d'autre comme signe clinique que ces nodules
(Medleau et Rakich, 1994; Medleau et Ristic, 1992).

I. 5) Diagnostic

Il est a la fois épidémiologique, clinique et expérimental. Le vétérinaire peut réaliser des
examens complémentaires pour confirmer le diagnostic : Lumiére de Wood, raclage cutané
ou trichogramme. Néanmoins, seule la culture fongique des poils et des squames infectés
permet d'établir un diagnostic de certitude. Une nouvelle technique de diagnostic par PCR se
développe, nous nous intéresserons aux études et au test commercialisé proposé en France.

. 5. 1) Lumiere de Wood

La lumiere de Wood est une lumiere ultraviolette filtrée a travers un filtre de verre de cobalt
ou de nickel avec un pic a 370 nm de longueur d’onde. Elle est utilisée pour rechercher la
présence de poils infectés par une souche fluorescentes de M. canis, mais moins de 50 % de
ses souches sont effectivement fluorescentes. Le test est positif lorsque les métabolites du
champignon interagissent avec la lumiére UV en donnant une vive lumiere vert pomme (vert
fluo) au poils infectés.

Cette méthode de diagnostic est pratique car immédiate. On peut trouver des faux négatifs
car des shampoings ou des solutions peuvent détruire la fluorescence. A l'inverse, ils
peuvent aussi la provoquer sans raison (absence de M. canis), de méme que certaines
infections bactériennes qui produisent une lumiére blanchatre pouvant étre confondue avec
le vert pomme pour les examinateurs non expérimentés. Des pommades (particulierement
celles contenant de la tétracycline) peuvent donner une fluorescence vert clair, des squames
épidermiques une fluorescence bleutée, des zones de séborrhée une fluorescence jaune, et
enfin du tissu ou des fils des fluorescences variées (Moriello, 2003b).

L'usage de la lumiere de Wood est recommandé comme un moyen pour cibler les poils ou la
zone qui subiront d'autres examens complémentaires si une fluorescence est mise en
évidence. Ainsi, un examen microscopique des poils fluorescents pourra étre réalisé. On
pourra également réaliser une culture a partir des zones s'étant révélées positives. Moriello
(1990) considere donc I'examen a la lumiere de Wood comme une aide au diagnostic et non
comme un diagnostic en soi.

I. 5. 2) Examen direct des poils : le raclage cutané et le trichogramme

Les poils sont prélevés par raclage cutané au niveau de la Iésion, on peut également utiliser
une pince hémostatique afin de prélever directement les poils abimés s'il en reste, ou a
défaut ceux situés a la périphérie de la Iésion. Les poils épilés sont examinés au microscope
comme sur la figure 13.
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Figure 13 : Examen direct d'un poil teigneux infecté par M. canis : arthroconidies
microscopiques agglomérées en manchon autour du poil altéré (obj. x100) (Laboratoire de
parasitologie-mycologie de I'ENVA)

La présence d’arthroconidies a la surface du poil et d'hyphes a lintérieur du poil
(développement de type ectothrix) permet de diagnostiquer une infection dermatophytique.
L'intérét de cette méthode est sa fiabilité, et sa rapidité : quelques minutes, bien plus rapide
qu'une mise en culture qui dure plusieurs jours voire semaines.

Son succes peut étre augmenté par une utilisation préalable de la lumiere de Wood pour
cibler les zones ou méme le poil a prélever si le test s'est révélé positif. Cependant, dans 25 a
30 % des cas, les poils fluorescents ne se réveleront pas positifs a I'examen direct de par la
faible présence de d’athroconidies (Moriello, 1990). lls seront en revanche positifs lors de
leur mise en culture.

Pour voir plus efficacement les spores et les hyphes, des agents peuvent étre employés afin
d'éliminer la kératine. Le choix de l'agent de purification des poils est crucial et peut
augmenter de beaucoup la probabilité de trouver des spores. Les deux agents disponibles
sont la potasse (KOH) (10 a 20 %) et le lactophénol (un mélange constitué de phénol liquide
et d'acide lactique).

La potasse est facilement disponible mais a l'inconvénient de mettre trente minutes pour
agir, et les artefacts sont nombreux. Le lactophénol offre un éclaircissement immédiat et
sans artefact. L'importance de |'expérience du technicien est cruciale (Carlotti et Pin, 2011).

Le type de I'envahissement pilaire oriente I'identification du dermatophyte, comme l'illustre
le tableau 3, méme si la culture mycologique reste nécessaire. Ainsi, la présence de petites
arthroconidies réfringentes, disposées en gaine autour de poils altérés, de s’orienter vers un
diagnostic de dermatophytose microscopique due a M. canis, ce qui est de loin le cas le plus
fréquent (Carlotti et Pin, 2011).
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Envahissement pilaire Aspect a I'examen direct

Type microsporique (M. canis) Gaine continue de petites arthrocnidies
(2mm de diamétre) tassées les unes contre
les autres, autour du poil: quelques
filaments mycéliens difficiles a voir dans le
poil

Type microide (T. mentagrophytes) Quelques  filaments  mycéliens, peu
nombreux, a l'intérieur du poils: des
chainettes de arthroconidies (2 a 3
micromeétres de diameétre) a sa surface

Type mégaspore (M. gypseum) Ne differe du type microide que par le
diametre des arthroconidies qui est de 4 a 6
micrometres

. 5. 3) Culture mycologique

C'est le test de référence (gold standard) pour mettre en évidence les dermatophytes.

Les poils sont prélevés a l'aide d'un carré de moquette stérile, qui va servir a
I'ensemencement. Quaife et Womar (1982) émettent méme l'idée que I'attraction
électrostatique lors du brossage des poils longs attirerait les arthroconidies.

Le choix du milieu de culture et des méthodes de culture est crucial pour une bonne mise en
évidence. La croissance fongique se fait en général sous 7 a 10 jours, pouvant aller jusqu'a 14
a 21 jours pour des chats asymptomatiques. On peut ensuite identifier le dermatophyte avec
du bleu lactique (bleu coton et acide lactique), qui permet de colorer les conidies et les
hyphes et de les observer au microscope optique.

Cette technigue minimise les chances d'obtenir des faux négatifs a partir des poils des
Iésions, et augmente les chances d'identification des porteurs asymptomatiques (Moriello,
2003b). Néanmoins, la culture peut se révéler négative en présence d'interaction avec des
topiques qui vont inhiber la croissance des dermatophytes, par exemple, en cas de
traitement anti-fongique. Ceci peut donc étre un probléme dans le cas d'une culture réalisée
pour un controle de traitement contre les dermatophytes (Cafarchia et al., 2013).

Une explication détaillée de cette technique sera disponible dans la deuxieme partie
"matériel et méthodes" car c'est ce diagnostic qui a été choisi pour les expériences de cette
these.

l.5.4) La PCR

Chez 'homme, la PCR en temps réel a été proposée en tant que nouvelle méthode de
référence, en particulier pour le diagnostic de I'onychomycose, qui consiste en l'infection
fongique de I'ongle (Graser et al., 2012). Elle consiste en une amplification d'un fragment du
génome (la région ITS de I'ADN ribosomal du dermatophyte) et une détection par

hybridation avec une sonde nucléotidique spécifique d'espece.
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La PCR en temps réel est la plus employée, plus rapide que la PCR conventionnelle, et avec
moins de chance de contamination. Elle permet de déterminer la quantité de
dermatophytes présents dans I'échantillon, contrairement a une culture ou peuvent pousser
plus ou moins de colonies.

La PCR nichée est aussi utilisée, utilisant des séries d’amorces successives pouvant étre
utilisées pour améliorer le rendement PCR de la séquence d’ADN cible (Newton et Graham,
1994). La PCR nichée est effectuée en 15 a 30 cycles avec une série d’amorces, puis en 15 a
30 cycles supplémentaires avec une deuxiéme série d’amorces, pour une région interne du
premier produit ADN amplifié. Ainsi, le plus grand fragment produit lors des premiers cycles
de la PCR est utilisé comme matrice pour la seconde PCR. La PCR nichée peut augmenter
considérablement la sensibilité et la spécificité de I'amplification de I’ADN. La spécificité est
particulierement améliorée parce que cette technique élimine presque toujours tout faux
produit d’amplification non spécifique. Cela est d{ au fait qu’aprés la premiére PCR il est peu
probable que les produits non spécifiques soient suffisamment complémentaires des
amorces successives pour pouvoir servir de matrice pour une amplification supplémentaire,
la séquence cible désirée étant dés lors amplifiée préférentiellement. Toutefois, le risque
accru de contamination est un inconvénient de cette sensibilité extréme et I'exécution de
ces PCR doit avoir lieu avec le plus grand soin, particulierement en laboratoire diagnostique
(Somma et Querci, n.d.).

Dans une autre étude, Cafarchia (2013) amplifie séparément des régions de I'ADN
ribosomique (ITS-1, 5,8S et ITS-2) et le géne CHS-1, a l'aide d'amorces spécifiques. Ces
régions ont été choisies pour leur spécificité d'especes et les résultats sont comparés a des
bases de données. Cafarchia a ainsi créé une combinaison de ces marqueurs pour mettre en
évidence M. canis, M. gypseum, T. terrestre et T. mentagrophytes. L'étude comportait
guatre-vingt-seize chats suspects de teigne, dont trente étaient soupconnés
asymptomatiques car leur propriétaire avait des lésions mais pas eux, et dix d'entre eux
avaient été sous traitement antifongique dix jours avant le prélevement. Les soixante autres
chats avaient des lésions compatibles avec la teigne.

Avec une PCR conventionnelle, on remarque en se basant sur le gold standard qui est la
culture mycologique, qu'on obtient une sensibilité de 62,5 % seulement, et une spécificité de
94,5 %. Cette étude a également été réalisée au méme moment sur des chiens, qui
obtiennent des scores autour de 95 % dans les deux cas. L'auteur explique que c'est sans
doute di a la quantité d'ADN inférieure sur les chats, par I'effet du toilettage.

Avec la méthode de la PCR nichée en revanche, on obtient de trés bons résultats: une
sensibilité de 94,9 % et une spécificité de 94,4 %. On obtient méme des résultats positifs
avec les chats ayant subi un traitement, qui étaient négatifs avec la culture mycologique.
Cela peut étre expliqué par plusieurs hypothéses : soit il s'agit de vrais positifs car la culture
a été inhibée par le traitement anti-fongique ou bien n'était pas encore positive (les cultures
étaient stoppées au quatorziéme jour), soit il s'agit de faux positifs et la positivité est due a
la présence de matériel fongiqgue mort sur le pelage. Les résultats de I'étude sont illustrés
dans le tableau 4 :
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Tableau 4 : Nombre et le pourcentage (entre parenthése) des prélévements de chats (avec
ou sans lésions) trouvés positifs pour un dermatophyte par culture mycologique, au
microscope ou par PCR simple ou nichée (Cafarchia et al., 2013)

Cats
Assay With lesions Without lesions Subtotal
Culture 28/60 (46.6) 12/36 (33.3) 496 (41.7)
Microscopy 16/60 (26.6) 36 (0.0) 16/96 (16.6)
One step-PCR  13/60 (30.0) 10V36 (27.7) 2896 (29.2)
Nested-PCR 26/60 (43.3) 14/36 (38.8) 40096 (41.7)

Une autre étude chez 'homme (Bergman et al., 2013) aboutit également a des résultats
similaires, montrant qu'une RT-PCR permettait d’obtenir plus de résultats positifs qu'une
méthode de culture conventionnelle (51 % vs. 39 %). De plus, le taux d'identification des
espéeces était plus élevé par la méthode de PCR (51 % vs. 37 %).

Les laboratoires IDEXX ont mis au point un test Dermatophyte RealPCR™ qui est un outil de
diagnostic de la dermatophytose du chat et du chien (IDEXX, 2015).

En cas de lésions visibles, les prélevements consistent en des poils suspects arrachés ou un
raclage cutané réalisé en périphérie des lésions. En I'absence de lésions visibles, un brossage
minutieux du pelage est effectué a I'aide d'une brosse a dents. Les prélevements sont mis
dans un tube stérile vide. Les résultats sont obtenus en deux a trois jours apres réception de
I’échantillon. Cette analyse détecte Microsporum spp. et Trichophyton spp. au moyen de
tests de PCR en temps réel, avec une sensibilité supérieure a 95 % et une spécificité
supérieure a 99 %. Chaque résultat positif pour Microsporum sp. est automatiquement suivi
d’une recherche de Microsporum canis par PCR dans la mesure olu cette espece est
responsable de 90 % des cas de dermatophytose chez le chien et le chat. Dans les cas ou la
recherche de Microsporum sp. est positive, mais que la PCR s’avere négative pour
Microsporum canis, il est recommandé de poursuivre la démarche par une mise en culture.
En effet, d'autres especes de Microsporum peuvent étre a I'origine de teigne. Une mise en
culture est également recommandée par IDEXX lorsque le test est positif pour Trichophyton
sp. de facon a identifier 'espece responsable des |ésions.

Un résultat positif au test Dermatophyte RealPCR indique que de ’ADN de Microsporum spp.
(ou M. canis ou encore T. spp. selon le test réalisé) a été détecté dans I’échantillon analysé.
Chez un patient présentant des signes cliniques, ce résultat est en faveur de I'infection.

Chez un patient ne présentant pas de signes cliniques, il faut envisager le portage.

Un résultat négatif au test Dermatophyte RealPCRTM indique I'absence de détection d’ADN
des champignons Microsporum spp. ou Trichophyton spp. dans les échantillons analysés. Un
résultat faussement négatif peut étre obtenu dans le cas ou le nombre d’éléments fongiques
présents dans I’échantillon est insuffisant (inférieur a la limite de détection de la méthode).
Les causes possibles sont: diminution du nombre d’éléments fongiques suite a un
traitement, portage chronique, ou la présence d’une souche atypique.
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I. 5. 5) Diagnostic différentiel de la teigne

Le diagnostic différentiel de la teigne est vaste en raison de la variabilité des signes cliniques.
La plupart des infections étant folliculaires, on peut commencer le diagnostic différentiel
avec une folliculite a staphylocoque et une démodécie, la teigne ayant néanmoins une
prévalence plus importante chez les chats. D'autres causes d'alopécie nummulaire de
croltes et d'inflammations variables sont le pemphigus foliacé et erythémateux (dermatose
pustuleuse et cro(teuse localisée sur la face, les oreilles, et les pattes), I'hypersensitivité aux
piqures de puce, l'allergie alimentaire, la dermatite séborrhéique, et les folliculites a
éosinophiles (Miller et al., 2013, 2012).

L'existence d'une protection immunitaire contre la teigne permettrait aux chats déja mis en
contact avec des dermatophytes, via des arthroconidies ou un vaccin, d'étre immunisés lors
des expositions.

Une étude sur l'immunité acquise de la teigne a été réalisée par Sparkes et al. (1996) afin
d'étudier si effectivement une immunité se mettait en place pour cette maladie, et si elle
était de type humorale ou cellulaire. Ainsi, sept chats ont été inoculés avec M. canis, dont
cing avaient été inoculés huit mois auparavant par M. canis également mais a un autre
endroit du corps, afin de limiter l'influence de I'immunité locale. Les deux chats témoins ont
développé les signes cliniques usuels de la teigne, tandis que deux seulement des cing chats
réinfectés ont développé une forme clinigue normale, et plus inflammatoire
gu'habituellement. Les trois autres présentaient uniquement des squames, pouvant étre dus
au rasage de la zone ou étant possiblement une manifestation d'une immunité cellulaire
acquise, ceci ayant été observé dans des études sur le cochon d'inde (Tagami, 1985) et sur
les bovins (Lepper et Anger, 1976). Tous les chats réinoculés ont présenté une immunité
humorale (vérifiée par la mesure de la concentration plasmatique des IgG et IgM au début et
4 semaines plus tard) et cellulaire (mesure de la prolifération lymphocytaire au début et 4
semaines plus tard).

Bien que les dermatophytoses soient le plus souvent limitées aux couches superficielles de la
peau, elles sont parfois tres inflammatoires. Généralement, il existe une relation inverse
entre le degré d’inflammation et la durée de I'infection : plus les |ésions sont inflammatoires
et moins elles persistent longtemps. Chez le chat, M. canis peut étre responsable de Iésions
chroniques présentant peu d’inflammation. Au plan microscopique, outre une légére
hyperkératose épidermique et folliculaire, on peut observer une accumulation de
lymphocytes, de macrophages et de polymorphonucléaires neutrophiles (PMN) en
périphérie du follicule pileux. La présence de folliculite est décrite par certains auteurs.
Plusieurs mécanismes ont été proposés pour expliquer la présence de cellules
inflammatoires au niveau Ilésionnel. Tout d’abord, les dermatophytes activent Ile
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complément, aboutissant a la production de facteurs chimiotactiques (Swan et al., 1983). De
plus, en réponse a I'exposition a des extraits de dermatophytes, les kératinocytes produisent
de l'interleukine 8, cytokine chimiotactique et activatrice des PMN (Koga et al., 1996). Les
macrophages et les PMN participent activement a la défense envers les agents de mycoses
superficielles. Les PMN peuvent directement attaquer et détruire les microorganismes
pathogénes via divers mécanismes incluant la production d’agents oxydants et d’enzymes
(Thomas et al., 1988) . Les macrophages possédent en plus la propriété de produire de
I'oxyde nitrique qui inhibe la croissance fongique (Alspaugh et Granger, 1991).

Les dermatophytoses sont plus fréquentes et plus séveres chez les jeunes animaux et chez
des individus ayant des déficiences au niveau de leur systeme immunitaire, ce qui suggere
que le systtme immunitaire cutané joue un role important dans la défense de I’'h6te envers
ce type d’infection. Il met en jeu un réseau de cellules fixes (kératinocytes, cellules
endothéliales microvasculaires) et mobiles (cellules de Langerhans, lymphocytes T
épidermiques) interagissant directement ou par l'intermédiaire de cytokines (Wagner et
Sohnle, 1995). Les antigénes étrangers entrant dans |'épiderme induiraient la production,
par les kératinocytes, de cytokines attirant les cellules de l'inflammation (PMN et
macrophages) (Stingl, 1993). Parallelement, les cellules de Langerhans capteraient les
antigénes, les exposeraient a leur surface en association avec les molécules du complexe
majeur d’histocompatibilité de classe Il, migreraient dans les tissus lymphoides locaux ou
elles pourraient interagir avec des lymphocytes T précurseurs, provoquant leur expansion
clonale. Les lymphocytes T activés migreraient ensuite vers le derme et I'épiderme et
engendreraient une réponse en cellules effectrices contre le dermatophyte.

L'existence d'une immunité acquise, cellulaire et humorale, qui peut se développer chez des
chats infectés par M. canis, et qui protége probablement contre une nouvelle infection,
suggére qu'une immunoprophylaxie contre ce dermatophyte est un concept réaliste comme
expliqué dans le paragraphe précédent (Sparkes et al., 1996). C'est toutefois I'immunité
cellulaire qui contribue a la guérison et des taux d'anticorps élevés ne s'accompagnent pas
d'une résistance a l'infection (Moriello et DeBoer, 1995). La vaccination comme prévention
et traitement de la dermatophytose a M. canis est un sujet d'actualité, et serait trés utile
dans le contexte des expositions.

Des essais anecdotiques réalisés dans les années 1970 sont signalés dans la littérature
(Moriello et DeBoer, 1995). Chez les bovins, la vaccination a I'aide d'une souche atténuée de
T. verrucosum s'est avérée efficace dans les pays de I'Est en en Norvege (Lund et al., 2014),
et la teigne humaine causée par T. verrucosum est pratiquement inexistante. Ce vaccin a
maintenant une AMM en France (Bovilis® Ringvac).

Les vaccins pour les bovins contiennent une souche atténuée vivante du champignon qui
stimulent une réponse immune de type cellulaire conférant une protection de longue durée.
Un test dermatologique a hypersensitivité retardée utilisant des antigenes de
dermatophytes appropriés peut étre utilisé pour tester la réponse immunitaire (Lund et
Deboer, 2008).
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Des vaccins a base de M. canis atténué ont été mis au point et expérimentés. Deux études
contrblées effectuées a l'université du Wisconsin avec un vaccin expérimental n'ont pas
montré de protection efficace, alors méme qu'une immunité cellulaire limité et une
immunité humorale via les IgG étaient induites (Deboer et Moriello, 1994).

Une étude ouverte tchéque montre que treize chats vaccinés avec un vaccin commercial
inactivé appelé Micanfin® (Bioveta) guérissent d'une épreuve virulente en 28 jours alors que
huit chats non vaccinés présentent encore des lésions et des cultures positives (Rybnikdr et
al., 1997). Ce vaccin ne serait commercialisé qu'en Tchéquie, Lithuanie et Turquie.

Un vaccin inactivé commercial, le Fel-O-Vax MC-K® était disponible aux Etats-Unis depuis
1994 mais a été retiré du marché, des études ont montré qu'il n'avait aucun effet préventif
ni curatif.

Un vaccin inactivé commercialisé par Boehringer Ingelheim, I'Insol Dermatophyton ®, a base
de diverses espéces de dermatophytes de genre Microsporum et Trichophyton, est
disponible dans de nombreux pays d'Europe mais pas en France, pour les espéces féline,
canine et équine. Son efficacité protectrice ou thérapeutique est inconnue en I'absence
d'études pertinentes publiées.

Il est important de comprendre que |'utilisation de vaccins permettra peut étre dans un
avenir proche la prévention de |'apparition des signes cliniques ou la réduction significative
de ceux-ci plutot qu'une véritable prophylaxie médicale. L'identification des antigenes
immunoprotecteurs fait actuellement I'objet de recherches qui pourraient contribuer au
développement de vaccins efficaces contre la dermatophytose féline.

Les vaccins inactivés contre la teigne sont disponibles pour les bovins, chevaux, chiens et
chats dans certains pays. Cependant, la littérature est peu fournie, rendant difficile de
conclure sur I'efficacité et I'usage approprié de ces vaccins. Les vaccins actuels sont tous des
vaccins de premiere génération. Des tentatives de préparer des vaccins en utilisant des
facteurs de virulence tels que la kératinase, avec un succés limité jusqu'a présent. Les
antigenes recherchés pour le vaccin doivent étre capables de stimuler une forte réponse des
LT auxiliaires a médiation cellulaire. Les recherches futures devraient se centrer sur une
identification des principaux épitopes reconnus par les LT qui engendrent spécifiqguement
une réaction dermatologique a hypersensitivité retardée.

Certaines études ont essayé de démontrer I'efficacité du lufénuron en tant que prévention, a
administrer au chat avant de partir en exposition dans notre cas. Ces études n'ont pas été
concluantes, ne permettant pas d'éviter l'infection une fois les arthroconidies appliquées au
contact du pelage, ni méme de réduire sa durée (Moriello et al., 2004).

L'expérience a été réalisée sur des chatons de sept a neuf semaines a New York répartis en
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trois groupes avec des dosages différents, ajustés ou non sur le poids du chaton (dose
minimale : 30 mg/kg et maximale : 133 mg/kg par voie orale). lls ont recu deux doses avant
la contamination séparées d'un mois, puis une application d’arthroconidies sur la peau deux
semaines apres le deuxieme traitement. Les dix-huit chats de I'expérience ont développé la
teigne, avec des signes cliniques apparaissant apres une a trois semaines.

Une autre étude (Wigniolle, 2004) a été effectuée sur le lufénuron sur des chattes gestantes
infectées et leurs chatons, dans le but de prémunir les chatons contre la teigne. Aucun des
chatons n'a pu étre indemne de teigne malgré le traitement des méres de 60 a 118 mg/kg a
J45, )75 et J105 de la saillie, et le traitement des chatons a 100 mg/kg a J75, 190, J105 et J120
apres la naissance. A noter que la forte pression infectieuse dans I'élevage, entrainant un
environnement hautement contaminé, a probablement joué un rbéle dans Ia
recontamination permanente des chatons.

Pour éviter toute introduction de teigne au retour d'une exposition, il est recommandé de
ne pas réintroduire les animaux ayant participé avant d'étre certain qu'ils ne soient pas
porteurs de dermatophytes. Une méthode simple et rapide peut étre I'utilisation de la
lumiere de Wood a minima, mais comme nous |'avons vu précédemment, celle méthode ne
marche que pour M. canis, et dans la moitié des cas seulement. Un moyen plus sir est de
réaliser une moquette pour culture mycologique voire d'en refaire une quinze jours apres la
premiere. Si les deux cultures sont négatives, alors la quarantaine peut se terminer.
L'avancée des méthodes de détection par PCR pourrait considérablement réduire le temps
d'attente a quelques jours seulement. Cependant, cette méthode peut requérir une quantité
de spores importante afin d'étre sensible, et n'est donc peut étre pas aussi adaptée qu'une
culture mycologique.

Néanmoins, si tous les animaux sont porteurs, il ne sont pas forcément infectés, et placés
dans un environnement sain ils éliminent rapidement les arthroconidies de leur pelage
(Jacques Guillot et al., 2002).

Des précautions sont a prendre pendant |'usage de la pieéce de quarantaine : changer de
chaussons en entrant et en sortant de cette piece, se laver les mains a chaque fois qu'on en
sort, n'utiliser que des objets a usage unique (cartons, aléses jetables, etc.) ou lavables,
nettoyer (aspirateur et eau de javel) au moins deux fois par semaine.
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Tout ce qui vient de l'exposition peut étre contaminé : cage de transport, matériel de
toilettage, voiture, habits du propriétaire... Il est donc recommandé de désinfecter ces
éléments a la chlorhexidine 2 % ou a I'eau de javel diluée a 10 %. Le propriétaire devrait
également changer de vétements et de chaussures avant de pénétrer dans la chatterie
(Moriello, 1990). La désinfection a la vapeur reste peu efficace car cela implique une eau
extrémement chaude dans le réservoir et cela ne peut durer longtemps, d'aprés des tests
effectués pour une gamme d'appareils vapeur classiques ils restaient efficaces quinze
minutes seulement (Moriello, 1990).

On pourra également appliguer un traitement externe a tout chat au retour d'une
exposition. Les deux azolés les plus utilisés chez le chat sont tous les deux fongicides.
L'énilconazole est utilisé en solution diluée a 0,2 %, il faut I'appliquer en friction sur tout le
corps. L'efficacité est rapide et il n'existe pas de pénétration cutanée. Le miconazole est
utilisé sous forme de shampoing associé a la chlorexidine. Cette association permet d'étre
plus efficace que la chlorexidine seule et d'obtenir une guérison fongique plus rapide
(Prélaud, 2011). A minima un brossage peut permettre d'éliminer des arthroconidies par
action mécanique.
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Il) DEUXIEME PARTIE : TRAVAIL PERSONNEL

Nous avons vu dans une premiére partie l'importance des expositions félines pour les
éleveurs, qui leur permettent de faire confirmer leur animal reproducteur ou bien destiné a
la vente. La teigne est une maladie présente en élevage, et pouvant par conséquent se
retrouver en exposition. De plus, elle présente une forme asymptomatique qui peut
favoriser son absence de détection lors des expositions. Elle se transmet par contact direct
ou indirect, un chat sain participant a une exposition peut donc repartir porteur de spores de
dermatophytes. Il peut par la suite développer la teigne ou non.

L'objectif de cette thése était d’estimer s’il y a un risque mesurable de contamination des
chats lors d'une exposition. En effet, un contact dans un laps de temps aussi court suffit-il a
contaminer un chat sain? Les porteurs sains ont-ils assez d’arthroconidies sur eux pour
pouvoir contaminer efficacement I'environnement puis un autre chat? Serons-nous capables
de mettre en évidence cette contamination?

Il a été montré (Thomas et al., 1989) que les porteurs asymptomatiques sont capables de

transférer des arthroconidies a des chats normaux, qui deviennent porteurs
asymptomatiques par la suite ou développent des signes cliniques. Nous avons donc une
grande probabilité de trouver des chats arrivés sain a I'exposition, et repartant contaminés.
De plus, les arthroconidies adhérent fermement a la peau et peuvent commencer a germer
des six heures aprés le contact avec la peau (Miller et al., 2012). Les prélévements du retour
ayant lieu a la fin de I'exposition, ils peuvent méme avoir le temps de proliférer le temps de
la journée, voire du weekend, d'exposition.

L'objectif est d'estimer la contamination des chats sains par des dermatophytes lors d'une
exposition. Il a donc fallut tester les chats a I'arrivée dans |'exposition, ainsi qu'au retour
dans les élevages.

Pour cela, nous avons tout d'abord sollicité I'accord des éleveurs pour participer a
I'expérience.

Afin de réaliser des prélevements "avant" et "apres" exposition, il nous fallait réaliser les
préléevements "avant" au tout début de I'exposition, c'est a dire avant que le chat n'ait eu
aucun contact avec I'environnement ou des individus. L'idéal était donc de faire le
préléevement avant méme le contréle vétérinaire.

Pour cela, les éleveurs se voyaient proposer de participer a la thése dans la file d'attente du
controble vétérinaire. L'objectif de I'étude leur était expliqué, ainsi que la méthode de
préléevement, le fait qu'ils devraient faire le prélévement "apres" de retour chez eux, et enfin
le financement intégralement pris en charge par le laboratoire de parasitologie de I'ENVA.
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Tous les éleveurs pouvaient prétendre a participer a I'étude, a condition qu'elle ne porte pas
sur les chats qu'ils avaient l'intention de vendre au cours de I'exposition, ce qui empécherait
la réalisation du prélévement "apres". De plus, I'enveloppe fournie pour le retour des
préléevements n'étant affranchie que pour la France, les participants ne résidant pas en
France étaient exclus de I'étude.

L'étude a été réalisée en prélevant 135 chats lors de cing expositions en région parisienne et
en province, entre octobre 2013 et janvier 2016. Les chats de chacune de ces expositions
venaient de différentes régions de France, certains éleveurs n'hésitant pas a traverser la
France pour une exposition. Tous les chats étaient des chats de race, agés de 3 mois a 9 ans.
lls étaient a poils longs, mi-longs ou courts.

Le choix du nombre de chats dans I'échantillon a été réalisé a partir d'un tableau
d'épidémiologie (Tomas et al., 2010). D'apres la littérature et notamment les pourcentages
de présence de portage de teigne en exposition (Quaife et Womar, 1982), je me suis basée
sur une contamination possible de 10 % des chats participant a une exposition. J'ai fixé
comme intervalle de confiance 10, c'est-a-dire qu'avec un risque d'erreur a de 5 %, nous
cherchions a prouver que la contamination était comprise entre 10 % * 5 %, soit entre 5 et
15 %. Il fallait également déterminer la précision relative pour déterminer notre nombre de
sujets. A noter que plus le nombre quantifiant la précision relative est élevé, plus la précision
est faible.

Soit Pr la précision relative, Pa la précision absolue, p la prévalence estimée et IC l'intervalle
de confiance, d'apres Tomas (2010) nous avons les relations suivantes :
Pr=Pa/p=IC/2p=10/(2x10)=0,50

Finalement, en partant du principe que notre préléevement serait inférieur a 10 % de la
population totale (soit I'ensemble des chats participant a une exposition en France) et en
utilisant les bases de données, nous sommes parvenus a un minimum de 140 chats a inclure
dans I'étude.

e Pour le prélevement "avant exposition" :
Les chats étaient prélevés avant tout contact des leur arrivée a l'exposition. lls passaient
ensuite le contréle vétérinaire et étaient installés dans des box en attendant le jugement.

e Pour le prélevement "apres exposition" :
Les propriétaires ont recu pour consigne de réaliser le préléevement directement de retour
chez eux, avant tout brossage ou shampoing.
En effet, les participants pouvant rester quelques heures seulement (le temps que leur chat
ait passé son jugement) ou bien un week-end entier, il m'était impossible de rester postée a
la sortie de I'exposition afin de faire sur place le préléevement "apres". Il a donc été décidé

gue ce seraient les éleveurs eux-mémes qui réaliseraient le prélevement de retour chez eux.
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Sur table préalablement désinfectée, le chat sorti de sa cage était frotté avec un carré de
moquette stérile, dans le sens du poil et a rebrousse poil sur tout le corps pendant environ
trente secondes.

Une moquette et une paire de gants étaient utilisées par chat.

Nous fournissions ensuite aux propriétaires un kit afin qu'ils puissent nous renvoyer le
prélevement réalisé de retour chez eux, directement en rentrant d'exposition, avant tout
brossage ou shampoing. Le kit était constitué d'un carré de moquette stérile enveloppé dans
du papier d'aluminium, d'un sachet plastique scellable pour mettre le prélevement réalisé et
d'une feuille de coordonnées (annexe 3): propriétaire, animal, vétérinaire traitant,
historique dermatologique de I'élevage, ainsi que d'un guide pour aider les propriétaires a
réaliser le prélevement (annexe 4).

[I. 1. 2. 3. 1) Préparation du milieu de SCA (Sabouraud Chloramphénicol Actidione)

La liste des composés ainsi que la préparation du milieu SCA est disponible en annexe 1.

Le chloramphénicol inhibe la croissance de la plupart des espéces bactériennes. L'actidione
inhibe la croissance de nombreuses especes de champignons saprophytiques, mais
également ceux de certaines levures (Candida tropicalis, Candida glabrata, Cryptococcus
neoformans) et certains Aspergillus et Fusarium. Elle n'inhibe pas la croissance de
Malassezia pachydermatis et des Cryptococcus neoformans, ces levures donnant elles aussi
des colonies en forme étoilée.

II. 1. 2. 3. 2) Ensemencement

Il faut se munir d'une blouse de gants et faire 'ensemble de I'ensemencement dans un Poste
de Sécurité Microbiologique (PSM de classe Il), poste permettant de travailler dans une
enceinte stérile (air filtré).

On ouvre le sachet plastique contenant la fiche propriétaire et le carré de moquette. Le
numeéro d’identification de la fiche est reporté sur I'aluminium de la moquette ainsi que sur
la boite de Petri a utiliser pour ensemencer. La date du jour est noté sur la boite.

On déballe la moquette sans la toucher. On la prend par les bords et le dessous. On
I'applique sur la gélose en tapotant pour bien imprimer la moquette, en prenant garde de ne
pas toucher la gélose ni le dessus de la moquette avec les gants. Pendant cette opération, le
couvercle de la boite de pétri est ouvert mais tenu a proximité.

On referme la boite de Petri et on la positionne a I'envers. On renferme la moquette dans
I'aluminium, puis la met dans le gant droit. Celui ci est jeté dans un bac a DASRI (Déchets
d’activités de soins a risques infectieux), et le gant gauche peut étre gardé si I'on n'a pas
touché la moquette avec.
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Il. 1. 2. 3. 3) Mise en culture

La boite de pétri est mise a I’envers (gélose au dessus) dans une étuve a 27°C pendant deux
semaines. Les premieres colonies peuvent apparaitre aux alentours de 4 a 5 jours. Un
repiquage peut étre nécessaire pour s'assurer de I'absence de contaminants.

II. 1. 2. 3. 4) lecture et envoi des résultats

Les lectures des cultures ont été effectuées par le personnel du laboratoire deux semaines
apres I'ensemencement. Les colonies de champignons sont observées macroscopiquement
et pour confirmer microscopiquement. Le nombre de colonies de dermatophyte est estimé..
Les résultats on été envoyés aux éleveurs ayant participé ainsi que leur vétérinaire traitant.

Lors de la premiere exposition, vingt chats ont été testés avant et apres |'exposition. Tous
ont été négatifs, exceptés deux chats Bengal male et femelle de trois mois, issus de la méme
portée et vivant dans le méme élevage, qui ont été trouvés positif a M. canis (nombreuses
colonies pour le male, trois pour la femelle) avant et apres |'exposition. Malgré la présence
de teigne, aucun chat n'a été contaminé lors de I'exposition.

Lors de la deuxiéme exposition, vingt-deux chats on été testés, et aucun résultat positif de
dermatophyte n'a été trouvé, avant ou apres I'exposition.

Lors de la troisieme exposition, trente-et-un chats ont été testés. Un chat male Norvégien de
deux ans a été trouvé porteur d'une colonie de M. canis avant I'exposition, mais négatif a la
sortie de I'exposition.

Lors de la quatrieme exposition, vingt-six chats ont été testés. Un chat Persan male d'un an
et demi a été trouvé positif a M. canis avant |'exposition (4 colonies) et aprées (3 colonies). La
propriétaire une fois mise au courant des résultats a précisé qu'elle avait eu une lésion de
teigne au niveau du poignet, mais que les dix chats de son élevage, y compris celui trouvé
positif a I'exposition, restaient asymptomatiques. La encore, malgré la présence de teigne,
aucun des vingt-cing autre chats testés n'a été contaminé au cours de I'exposition.

Lors de la cinquiéme exposition, trente-six chats ont été testés. Un chat American curl
longhaired femelle de 2 ans et demi a été retrouvée positive a M. canis avant et apres
I'exposition, avec de nombreuses colonies (figures 14, 15 et 16). La propriétaire mise au
courant des résultats était trés surprise car aucun des quinze chats de son élevage ne
présente de signes de teigne, ni aucun membre de la famille en contact avec eux. Un chat
Bengal femelle de 5 mois a été retrouvée positive avant |'entrée de |'exposition (une colonie
de M. canis), mais négative au retour d'exposition.

Plusieurs chats ont été trouvés comme porteurs de Malassezia pachydermatis : un chat
Sphynx femelle de 2 ans (nombreuses colonies avant et aprés exposition, figure 17), et deux
Persans venant du méme élevage, deux males de 8 mois et cing ans (le premier avec de
nombreuses colonies avant et dix aprés, le deuxieme était négatif avant l'entrée de
I'exposition et comportait sept colonies aprés, figures 18 et 19).
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En conclusion, nous avons obtenu une prévalence de portage asymptomatique de
(2 chats (expo 1)+ 1 chat (expo 3)+ 1 chat (expo 5)) _ 30%
135 chats testés ToER

Ne sont pas comptabilisés les deux chats ayant eu une seule colonie de M. canis avant, et
pas de dermatophytes apres exposition.

La prévalence de portage mécanique aprés exposition d'un chat arrivé sain est de 0 / 131
soit 0 %.

L'ensemble des résultats des cing expositions se trouve en annexe 5.

Figure 14: Photo de la culture du chat American curl avant |I'exposition n°5 : nombreuses
colonies de M. canis
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Figure 15 : Photo du verso de la culture du chat American curl avant I'exposition n°5 :
nombreuses colonies de M. canis

Figure 16 : Photo de la culture du chat American curl aprés I'exposition n°5 : nombreuses
colonies de M. canis (avec des contaminants au centre)
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Figure 17 : Photo de la culture du chat Sphynx de 2 ans aprés I'exposition n°5 : nombreuses
colonies de M. pachydermatis de petite et grande tailles

V/

Figure 18 : Photo de la culture du chat Persan de 8 mois apreés |I'exposition numéro 5 : dix
colonies de Malassezia pachydermatis (petites colonies beiges)
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Figure 19 : Photo de la culture du chat Persan de 5 ans apreés I'exposition n°5 : 7 colonies
M. pachydermatis

[I. 3) Discussion

Il. 3. 1) Interprétation des colonies de dermatophytes

Nous n’avons pas considéré qu’une colonie unique de M. canis constitue un portage, cela
peut étre di a une contamination lors de la mise en culture, ou alors au tout début de
I'exposition. Un chat porteur sain aurait trés probablement plus de colonies. De plus, aucune
colonie n'a poussé a partir de la moquette réalisée au retour d'exposition sur ce méme chat.
Cela va donc dans le sens d'une contamination ou d'un portage tres léger, que le
propriétaire n'aurait pas su mettre en évidence via son prélévement, pouvant étre rapide et
incomplet, n'étant pas passé sur l'endroit précis oU était une arthroconidie de
dermatophyte.

Plusieurs colonies de M. canis (trois, quatre ou "nombreuses" dans nos résultats) sont la
preuve d'un réel portage par le chat, cependant on ne peut pas conclure sur le statut
porteur mécanique ou infecté du chat.

Il. 3. 2) Prévalence de portage mécanique a la sortie d'exposition chez des chats arrivés
sains

Nous avons obtenu une contamination nulle, loin de celle estimée par la littérature, qui
affirme que les expositions sont un facteur de risque majeur de contamination d'un élevage
par la teigne.

Méme dans les expositions ou I'on trouve effectivement des chats porteurs de teigne a
I'arrivée (exposition 1, 4 et 5), on remarque que ces chats ne parviennent pas a contaminer

leurs congénéres. Ceci peut étre expliqué par les précautions mises en place par les éleveurs.
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On peut également noter que les précautions lors de nos prélévements sont fiables : des
chats porteurs de dermatophytes sont passés sur notre table et n'ont pas contaminés les
sujets sains.

Nous pourrions nuancer ces résultats par des biais de mesure. En effet, ces préléevements
ont été réalisés par les propriétaires eux-mémes, et il nous était donc impossible de vérifier
la qualité du prélevement. Il est possible que les propriétaires n'aient pas frotté le carré de
mogquette sur tout le chat, ou bien pas assez longtemps, et ainsi manqué de mettre en
évidence la zone du pelage contaminée lors de I'exposition.

Deuxiémement, peut étre que la quantité de spores effectivement déposée sur le chat n'est
pas suffisante pour étre mise en évidence, puisque la contamination, si elle a lieu en
exposition, ne peut que se faire par contamination indirecte, et qu'il est donc plus difficile
pour un chat d'étre contaminé via I'environnement que de maniere directe (Mignon, 2008).
Nous n'avons peut étre tout simplement pas atteint la dose infectante requise pour une
contamination. Il faut en outre plusieurs heures au minimum pour que les spores se mettent
a germer et a se multiplier, et cela suppose que le chat soit passé du statut de simple
porteur mécanique a infecté (mais encore asymptomatique), ce qui n'est pas automatique
mais dépend de sa sensibilité aux dermatophytes. Ainsi, peut étre que des chats trouvés
négatifs le soir de I'exposition deviendront infectés et donc positifs par la suite, dans les
jours qui suivent.

La taille d'échantillonnage peut également étre a revoir. En effet, nous nous étions basés sur
une contamination comprise de 10 % + 5 %. Or, avec le nombre de sujets ayant participé,
nous avions 95 % de chance de mettre en évidence une contamination dans cet intervalle.
Or, en diminuant la prévalence recherchée a 2 % par exemple et en choisissant un intervalle
de confiance de +1 %, on cherche a mettre en évidence une prévalence comprise entre 1 et
3 %. En reprenant le raisonnement vu précédemment pour le choix du nombre de sujets, on
obtient une précision relative de 50 %, ce qui nous donnerait un nombre de sujets d'au
moins 750 chats a prélever.

Nous pouvons également noter l'attention que les éleveurs portent aux mesures de
protection, qui joue un réle important dans la prévention de la contamination de la teigne.
Ainsi, deux chats venant d'élevages différents n'ont aucune chance de se retrouver en
contact direct : leurs cages d'exposition sont en plastiques, ou bien les barreaux recouverts
de tissus ou de film étirable. Ces mesures forment également une protection contre les
visiteurs qui ne peuvent plus caresser les chats et diffuser les arthroconidies de cage en
cage.

De méme, toutes les mesures d'hygiéne prises lors de lI'exposition se révélent trés
certainement payantes : utilisation de gel hydro alcoolique, désinfection des surfaces.

Pour finir, les de mes discussions avec les éleveurs lors des expositions, j'ai recueilli de

nombreux témoignages d'éleveurs ayant déja ramenés la teigne dans leur élevage apres la
participation a une exposition. Néanmoins, ces faits dataient dans tous les cas de plusieurs
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années, et j'ai eu en revanche des remarques d'éleveurs me disant que la teigne était
devenue rare en élevage.

On remarque que la présence de porteurs asymptomatiques en exposition obtenue (4 cas
sur 135 soit 3,0 %) est trés inférieure a celle décrite dans la littérature, d'environ 10 % selon
Quaife et Womar (1982). Cependant, cette étude étant assez ancienne et ne se passant pas
en France, il n'est peut étre pas si surprenant de ne pas trouver les mémes résultats.

On pourrait en outre penser a un biais de sélection, la participation a I'étude étant
facultative. En effet, nous avons vu précédemment que si un élevage est touché par la
teigne, tous les chats sont porteurs de dermatophytes mais pas nécessairement
symptomatiques. Ainsi un éleveur pourrait faire participer son chat asymptomatique car il
peut passer le controle vétérinaire, et par conséquent avoir refusé de participer a notre
étude (un certain nombre d’éleveurs ayant refusé sans se justifier). Le nombre de chats
teigneux asymptomatiques serait donc sous estimé. Cependant, participer a une exposition
en sachant que les animaux sont porteurs de teigne, méme asymptomatique, est assez
risqué car la réputation est trés importante pour un éleveur. De plus, a chaque exposition,
des éleveurs ayant un historique de teigne, parfois assez récent (quelques mois) ont tout de
méme accepté de participer a I'étude.

De part cette méthode d'échantillonnage, il est difficile de pouvoir étendre la prévalence de
portage asymptomatique obtenue dans cette étude a I'ensemble de la population des chats
domestiques de toutes races participant a des expositions en France.

Ici, vu le faible nombre de sujets porteurs d’arthroconidies de dermatophyte, il est difficile
d'affirmer ou d'infirmer I'hypothése que les chats a poils longs auraient plus la teigne. Nous
avons obtenu autant de porteurs asymptomatiques a poils courts (deux Bengals) qu'a poils
longs (un Persan et un American curl long haired).

Comme expliqué précédemment au paragraphe Il. 2. 3. 2. le milieu de culture utilisé permet
la culture de M. pachydermatis, ce qui explique que |'on ait retrouvé cette espéece fongique
lors de la derniére expositions sur trois chats.

Pour le Sphynyx, il s'agit d'une dermatose spécifique de cette race, la dermatite séborrhéique
a Malassezia. On constate un état kérato-séborrhéique a relier avec I'absence de pelage qui
nuit au bon écoulement des glandes sébacées. Les glandes sébacées sont normalement
développées et actives mais leur production ne peut pas se répartir sur les tiges de poils et
aurait tendance a s’accumuler a la surface de la peau. Chez le Rex Devon ou le Sphynx, les
états kérato-séborrhéiques ne sont pas toujours associés a du prurit, néanmoins le
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microenvironnement cutané favorise la multiplication des levures du genre Malassezia

(Bourdeau, 1992; Laruelle, 2001).

Pour les deux Persans, il existe des formes héréditaires de séborrhée grasse. De plus, il existe
une forme localisée de I'état kératoséborrhéique, localisée exclusivement a la face: la
dermatite idiopathique faciale (Hunt, 2009).
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CONCLUSION

Le portage mécanique de dermatophytes au retour d'exposition féline n'a pu étre mis en
évidence dans notre étude, car il n'a été retrouvé chez aucun des chats participants.

La prévalence tres faible du portage asymptomatique en exposition, ainsi que les mesures de
biosécurité appliquées seraient deux explications.

Nous pouvons donc conclure que le risque de contamination de dermatophytes semble peu
élevé, tout en continuant de promouvoir les bonnes pratiques en exposition qui
prémuniraient les contaminations.
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ANNEXES

Composition pour 1 litre :

e Agar (20gr)

e  Glucose (20gr)

e Néopeptone (10gr)

e Chloramphénicol (0,5gr)

e Actidione (0,5gr)

e Eau distillée (compléter pour atteindre 1L de mélange)

Préparation :

Apres avoir mélangé I'ensemble de ces produits préalablement pesés aux quantités indiquées, porter
a ébullition pendant 10 minutes au bain marie. Puis placer le mélange a l'autoclave pendant 15
minutes a 121°C pour le stériliser. Les flacons stérilisés peuvent étre conservés a 4°C pendant
plusieurs mois.

Pour faire les boites de Petri, mettre au bain-marie les flacons a 60°C, couler le milieu en boite (20mL
de milieu par boite) sous une hote a flux laminaire de fagon a conserver une ambiance stérile.

Placer ensuite les boites a I'étuve a 37°C ou les laisser sous le PSM pendant 24h pour qu'elles soient
correctement séchées.

Les boites de milieu sont conservées au réfrigérateur a 4°C jusqu'a leur utilisation.
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Annexe 2 : Fiche de renseignements et commeémoratifs a faire remplir par le propriétaire

% Ecole natlonale Vé(énnalre d'Alfort MINISTERE DE L'AGRICULTURE, DE L'’AGROALIMENTAIRE ET DE LA FORET

Laboratoire de Parasitologie - Mycologie

Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort
7, avenue du General de Gaulle - 94704 MAISONS ALFORT Cedex - France

These teigne

Préléevement réalisé immédiatement au retour de I’exposition,

dés Parrivée a la chatterie

Date du prélévement : |/ janvier / 2016

Votre vétérinaire
Nom et prénom (ou clinique) :

Numero de teléphone :
Adresse mail :

Adresse postale :

Animal espece : sexe :
nom : race : age:

Propriétaire
Nom et prénom :

Numero de teléphone :
Adresse mail :

Adresse postale :

Evénement dermatologique survenu dans la chatterie ces derniéres années :

Examen(s) demandé(s) : culture mycologique

Les résultats seront seulement envoyés a votre vétérinaire et a vous-méme. Les résultats publiés
seront anonymes.

Resp bles du Laboratoire : Dr B. Polack et Pr J. Guillot
Tel 01 43 96 70 64 - Fax 01 43 96 71 90

Mel parasito-labo@vet-alfort.fr
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[) Réaliser le prélevement

Il est a réaliser dés que vous rentrez chez vous apres |'exposition, avant tout brossage ou
shampoing.

1) Se laver soigneusement les mains.

2) Prendre le carré de moquette emballé dans I'aluminium.

3) Le déballer délicatement et le prendre par les cotés, vous pouvez toucher la face claire (le
dessous de la moquette) qui se présente a vous, mais pas la face foncée (coté poils de la
moquette).

4) Frotter la moquette face foncée sur votre chat. Passer tout le corps a rebrousse poils
pendant 1 a 2 minutes. Insister sur la téte et le dos.

5) Replacer le carré de moquette face foncée vers le bas, dans I'emballage d'aluminium.

6) Replier I'emballage minutieusement par dessus.

7) L'insérer dans le sachet plastique (poche bleue) et détacher la bande de protection bleue
pour souder la poche des échantillons, comme indiqué sur la poche.

Il) Remplir vos coordonnées

Remplissez la feuille des commémoratifs avec vos coordonnées, celles de votre vétérinaire
traitant (il recevra les résultats tout comme vous par courrier), le nom du chat, sa race, son
age et son sexe ainsi que ses antécédents dermatologiques.

Une fois votre feuille remplie, pliez la en deux et placez la dans un sachet plastique (petite
poche) a c6té de celle ou vous avez déja mis votre prélévement.

1) Poster votre prélevement

Mettez le sachet plastique contenant le carré de moquette et vos coordonnées dans
I'enveloppe fournie. Celle-ci est timbrée et déja adressée au laboratoire de I'Ecole Nationale
Vétérinaire d'Alfort. Vos analyses sont intégralement prises en charge par le laboratoire et
vos résultats vous seront communiqués dans un délai d'un mois environ aprés réception de
votre prélevement.

Attention : si vous prélevez plusieurs chats, mettez un prélevement par enveloppe, les
enveloppes n'étant affranchies que pour le poids d'un seul prélévement.
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Résultats de I'exposition n°1 :

Race Age Sexe Avant Apres

présence de nombreuses |présence de nombreuses
Bengal 3,5 mois | Male colonies de M. canis colonies de M. canis
Bengal 2,5ans |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

présence de 3 colonies de|présence de 3 colonies de
Bengal 3,5 mois | Femelle | M. canis M. canis
Bengal NR NR absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bengal NR NR absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |1 an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Chartreux 1,5an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Chartreux 4 mois |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 3 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 3,5ans |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |2,5ans |Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de
birmanie 5 mois |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Chartreux 5 mois |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 9 mois | Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |1,5an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Siamois 1an Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bengal 1,5an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 6 mois | Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bengal 5 mois |Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bengal 2,5ans |Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Résultats de I'exposition n°2 :

Race Age Sexe avant apres

Bengal 2 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bengal 2 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Abyssin NR Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
NR 6 mois Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 4 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de

birmanie 2 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 1,5an Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 4 mois Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 6 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |7 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Siberian 1,5 an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
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Siberian 3 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Siberian 1,5an NR absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Secheyllois |2 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Bristish

shorthair 1,5an Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Non

renseigné lan Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Siberian 6 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Birman 6 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Burmese 4 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine Coon |10 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Chartreux 2,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Abyssin 7 mois femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Résultats de I'exposition n°3 :

Race Age Sexe Avant Aprés

Norvégien 9 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 10 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 3 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
persan 7,5 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 6 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 6 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 6 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 4,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 6 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 4 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 3,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 3,5ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
NR NR Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 3 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 3 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 2,5 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 1,5 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2 ans Male Une colonie de M. canis absence de dermatophytes
Norvégien 2 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 1,5 ans Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 1,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 1,5 ans Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 8 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
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Norvégien 4 mois Femelle | absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 6 mois Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 10 mois Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 5 mois Male absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Résultats de I'exposition n°4 :

Race Age Sexe avant apres
Norvégien lan Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 5 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Persan 3 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Persan 4 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie 4 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie 6 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie NR NR absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Persan 7 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Mainecoon |8,5 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 7 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 7 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Mainecoon |7 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 2 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
présence de M. Canis (4 |présence de M. Canis (3
Persan 1,5an Male colonies) colonies)
Sacré de
Birmanie 5ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Chartreux 9 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
chartreux 2 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
chartreux lan Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Mainecoon |6 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 10 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
chartreux 1an Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Birman 2 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sibérien 5 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sibérien 10 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Persan 7 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 4 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
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Résultats de I'exposition n°5 :

Race Age Sexe avant apres
Sibérien 2 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Sibérien 6 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 7 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Bitish
shorthair 7 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie 9 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie 3 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
mais présence de|mais présence de 10
nombreuses colonies de|colonies de Malassezia
Persan 8 mois Male Malassezia pachydermatis | pachydermatis
Sacré de
Birmanie 9 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie lan 1/2 Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
absence de dermatophytes
mais présence de 7
colonies de Malassezia
Persan 5 ans Male absence de dermatophytes | pachydermatis
Abyssin 2 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Somali 5 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Sacré de
Birmanie NR Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 3,5 ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |7 mois Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Birman 10 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll lan Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 10 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Ragdoll 10 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Maine coon |3 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 9 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
Norvégien 2,5ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
présence d'une colonie de
Bengal 5 mois Femelle | M. canis absence de dermatophytes
Maine coon |2 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Sibérien 3 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
British
shorthair 1an Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
Norvégien 3 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
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absence de dermatophytes
mais présence de
nombreuses colonies de

absence de dermatophytes
mais présence de
nombreuses colonies de

Sphynx 2 ans Femelle | Malassezia pachydermatis | Malassezia pachydermatis

Norvégien 5ans Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Norvégien 8 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

NR NR Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Sacré de

Birmanie 1,5an Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Norvégien 6 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes

Sacré de

Birmanie 11 mois Femelle |absence de dermatophytes |absence de dermatophytes
présence de nombreuses |présence de nombreuses

American colonies de Microsporum | colonies de Microsporum

curl longhair |2,5 ans Femelle |canis canis

Sacré de

Birmanie 2 ans Male absence de dermatophytes | absence de dermatophytes
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ETUDE DU PORTAGE MECANIQUE DE DERMATOPHYTES
CHEZ LE CHAT AU RETOUR D'EXPOSITION

NOM et Prénom : PLATZ Jeanne

RESUME :

La dermatophytose, plus couramment appelée teigne, est une maladie dermatologique fongique
causée par des dermatophytes, qui sont des champignons filamenteux kératinophiles et
kératinolytiques. La dermatophytose est une maladie contagieuse qui peut se transmettre, dans le
cas des chats, lors de rassemblements tels que les expositions félines, qui sont la maniére la plus
commune d'obtenir un pedigree Loof. La particularité de la dermatophytose est qu'elle présente une
forme asymptomatique, ce qui permet a des chats porteurs de dermatophytes de passer le contréle
vétérinaire assurant l'accés aux expositions. Ceci induit ainsi un risque de contamination pour les
chats sains participants.

La prévalence de la teigne sous sa forme asymptomatique est peu documentée, et les études
montrent des prévalences faibles a moyennes chez le chat.

L'objectif de cette thése est d'étudier la prévalence de chats entrés sains en exposition et repartant
porteurs mécaniques de dermatophytes. Cent trente-cing chats ont été testés dans cing expositions
différentes, entre 2013 et 2016, avant leur entrée en exposition, puis de retour chez eux. La méthode
de prélevement était celle du carré de moquette et le diagnostic réalisé par une mise en culture
mycologique au laboratoire de parasitologie-mycologie du BioPdle Alfort de I'Ecole Nationale
Vétérinaire d'Alfort.

Si nous avons effectivement trouvé que des chats porteurs asymptomatiques pouvaient étre
présents dans les expositions (3,0 % des chats analysés a I’entrée des expositions étaient infectés par
microsporum canis), en revanche nous n’avons pas mis en évidence de contamination de chats
entrant sains dans une exposition: sur les animaux analysés, tous les chats indemnes de
dermatophytes a l'entrée de l|'exposition I'étaient également a la sortie. Ces résultats peuvent
s’expliquer par la faible prévalence de porteurs asymptomatiques, ainsi que par les mesures de
biosécurité employées lors des expositions, qui empéchent le contact direct entre les chats, et
limitent la contamination indirecte par désinfection des mains et du matériel commun aux chats.
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SURVEY OF DERMATOPHYTE MECHANICAL CARRIAGE IN
CAT COMING BACK FROM CATSHOW

SURNAME, FIRST NAME : PLATZ Jeanne

ABSTRACT :

Dermatophytosis or ringworm is caused by dermatophytes, keratinophilic et keratinolytic fungus, is a
fungal skin disease. It is a contagious disease that can be transmitted by cats during gatherings, such
as cat shows, which are the easiest way to achieve an official pedigree. This skin disease has a classic
form, as well as an asymptomatic form allowing cats to pass the veterinary examination et enter the
exhibition. Healthy cats are thus at risk when attending the show. Dermatophytosis prevalence as an
asymptomatic form is not often reported in literature, et studies show a low to average prevalence
as cats are concerned.

The aim of this thesis is to study the prevalence of cats entering the show being healthy, et ending
the show as dermatophytes mechanical carriers. One hundred et thirty five cats have been tested in
five different shows between 2013 et 2016, before they entered the show, et a second time back
home. The samples were collected with a square sterile carpet, et the diagnosis realized by fungal
culture at the laboratory of parasitology-mycology of BioPdle Alfort at the Ecole Nationale
Vétérinaire d'Alfort.

This study shows that asymptomatic carriers of dermatophytes present in the shows (2.9 % of
analyzed cats before the show were infected by Microsporum canis) did not contaminate healthy
cats, all cats found healthy at the beginning stayed healthy back home. These results may be
explained by the low prevalence of asymptomatic carriers, et by the biosecurity measures which
prevent direct contamination by the use of separated crafts et indirect contamination (due to human
handling et exchanging equipment) by washing hands et disinfection.
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