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INTRODUCTION 

Depuis le milieu des années 70, les analyses hématologiques ont été simplifiées par l’arrivée 

sur le marché d’automates qui permettent de s’affranchir du comptage cellulaire à l’aide d’un 

microscope. Les  vétérinaires ne prennent bien souvent plus le temps de faire un frottis sanguin et 

ne se fient alors qu’aux résultats donnés par l’automate, et font donc confiance aussi aux intervalles 

de référence donnés par ce dernier. Les hémogrammes réalisés par le 132ème bataillon cynophile de 

l’armée de Terre correspondent à cette situation. Le vétérinaire en chef, responsable vétérinaire du 

site de Suippes, souhaitait compulser plusieurs années de données pour définir des intervalles de 

référence spécifiques de leur population de chiens. En effet, ceux fournis par l’automate sont 

obtenus à partir d’une population d’animaux de compagnie tout venants. L’objectif de cette étude 

est de définir de nouveaux intervalles qui correspondraient davantage à la population du site de 

Suippes. La population est homogène, les races sont peu nombreuses (essentiellement : le Berger 

Allemand et le Berger Belge Malinois), l’alimentation est la même, l’activité quotidienne est 

similaire, le milieu de vie est identique. La seule différence vient de l’élevage d’origine, et donc de 

la génétique, puisque les chiens sont présents sur le site depuis plusieurs mois au moment de leur 

première analyse sanguine. Pour cela, nous avons pu disposer de toutes les données issues du 

Lasercyte™ de la clinique vétérinaire de Suippes, obtenues entre août 2005 et novembre 2007. 

Nous avons eu l’occasion d’étudier les paramètres sanguins dans un contexte particulier, les chiens 

étant sportifs et vivant en chenil. 

Dans ce travail, nous présenterons dans un premier temps la formation des différentes lignées de 

cellules sanguines, le fonctionnement des automates ainsi que les causes susceptibles d’altérer les 

paramètres hématologiques, puis dans un second temps nous envisagerons la description de notre 

étude, ainsi que les résultats obtenus et leur discussion. 
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1.  DE LA FORMATION DES LIGNÉES SANGUINES À 
LEURS VARIATIONS PHYSIOLOGIQUES ET 
PATHOLOGIQUES 

Dans un premier temps, nous allons nous intéresser à la formation de l’ensemble des cellules de la 

lignée sanguine, puis nous nous concentrerons ensuite sur les paramètres susceptibles d’altérer les 

valeurs hématologiques.  

1.1. Formation et devenir des différentes lignées sanguines 

La formation des différentes cellules de la lignée sanguine passe par une étape commune au 

sein de la moelle osseuse : l’hématopoïèse. 

1.1.1. L’hématopoïèse, étape commune de la production de toutes les lignées 

sanguines  

Toutes les cellules des lignées sanguines ont une cellule souche en commun nommée HSC 
(hematopoietic stem cell), qui en se différenciant donne la  CFU-S pour Colony Forming Unit-
Spleen, découverte à l’aide d’une expérience sur des souris irradiées, ce sont des cellules 
pluripotentes. Elle se différentie ensuite pour donner la CMP (common myeloid progenitor). Cette 
dernière reste commune à toutes les lignées sanguines. L’étape suivante marque la première 
séparation entre les lignées. Pour la lignée érythrocytaire et mégacaryocytaire, la différenciation 
donne la MEP (megakaryocyte/erythroid progenitor), ensuite la BFU-e (burst-forming unit-
erythroid). La différenciation suivante donne naissance à la CFU-e (colony-forming unit-erythroid) 
(CAR [5]). 
La figure 1 donne les étapes de différenciation des autres lignées de cellules sanguines. 
La différenciation est sous le contrôle de multiples facteurs de transcription spécifiques pour chaque 
lignée, et de cytokines [5]. 
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1.1.2. Formation et devenir des érythrocytes  

  La première cellule identifiable comme étant de la lignée érythrocytaire est le 
proérythroblaste (OLVER [27]), une cellule de grande taille (20-25µm) avec un cytoplasme très 
basophile (CORDONNIER et FONTAINE [7]). Elle se divise ensuite pour donner naissance à un 
érythroblaste basophile [27], cellule de plus petite taille (16-18 µm). La synthèse d’hémoglobine 
commence elle aussi à cette étape. On assiste à une condensation du noyau au cours des étapes 
successives et une augmentation de la concentration du cytoplasme en hémoglobine. A la 
génération suivante, on obtient un érythroblaste basophile II [27]. La division de cette dernière  
donne naissance à un érythroblaste polychromatophile [27], l’hémoglobine devient visible au 
microscope optique, avec un cytoplasme avec une couronne basophile, et acidophile autour du 
noyau lié à l‘hémoglobine. Cette cellule se divise pour donner deux érythroblastes acidophiles [27], 
une petite cellule (9-10µm) avec un cytoplasme acidophile avec un noyau petit et très dense en 
chromatine [7]. Le  noyau sera progressivement excentré et expulsé de la cellule via un 
réarrangement des microtubules et des filaments intermédiaires. Le noyau ainsi expulsé est 
rapidement pris en charge par les macrophages présents dans la moelle osseuse. On obtient alors un 
réticulocyte sans noyau avec des résidus de ribosomes, membranes de Golgi, et mitochondries. 
Cette cellule est légèrement plus grande que les érythrocytes matures. La photographie 1 montre sur 
frottis médullaire toutes ces lignées.  

Figure 1 : Schéma de l’hématopoïèse, les souris et les hommes indiquent les différences entre ces 
deux espèces.   
Le chien a les mêmes étapes de différenciation que la souris. 
Source CAR [5] 
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Le réticulocyte chez le chien et chez le chat rejoint ensuite la circulation générale [27]. Sa 
maturation s’y termine, il perd des organites avec réduction progressive de sa taille et obtient de 
l’hémoglobine (cf. figure 2). Il est plus facilement identifiable au microscope optique à l’aide d’une 
coloration au bleu de crésyl brillant. 

 

  

 
 
Dans la moelle osseuse, les érythroblastes forment des îlots avec des macrophages. Entre 10 et 30 
cellules entre le stade CFU-e et réticulocytes  participent à ces îlots avec un macrophage. Son rôle 
n’est pas complètement élucidé, il intervient dans les facteurs de régulation positifs et négatifs de 
l’érythropoïèse, une supplémentation en fer pour la synthèse d’hémoglobine, et la phagocytose des 
noyaux expulsés [27]. 
 
L’étape la plus lente dans la différenciation cellulaire est le stade BFU-e, la division prend 
beaucoup de temps. Chaque stade à partir du proérythroblaste dure environ 20 heures. Le 

Photo 1 : Différents stades de 
différenciation cellulaire  

Echelle x1000. Coloration May-Grünwald 
-Giemsa 

1: proérythroblaste, 2: érythroblaste 
basophile, 3: érythroblaste basophile II, 4: 
érythroblaste polychromatophile, 5: 
érythroblaste acidophile, 6: réticulocyte, 
7: érythrocyte  

Source OLVER [27] 

Figure 2 : Stades de l’érythropoïèse.  

Source CORDONNIER et FONTAINE [7] 
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réticulocyte reste environ 3 jours dans la moelle osseuse pour sa maturation, et devient rapidement 
un globule rouge une fois dans la circulation sanguine (environ 1 journée) [27]. 
 
Le principal facteur de régulation est l’érythropoïétine (EPO), hormone produite par des 
fibroblastes du rein. Le récepteur à l’EPO est une protéine intégrée à la membrane. Elle intervient à 
partir de l’étape proérythroblaste, elle n’est pas nécessaire sur les stades CFU-e. Les 
glucocorticoïdes interviennent aussi en stimulant l’érythropoïèse, ainsi que sur la synthèse 
d’hémoglobine [27].  
 
C’est l’interleukine 3 qui intervient sur les stades les plus précoces. D’autres facteurs interviennent 
pour maintenir au stade indifférencié les cellules souches (comme le facteur des cellules souches, la 
thrombopoïétine) [27]. 
 

1.1.3. Formation et devenir des thrombocytes  

La MEP est la cellule en commun entre les érythrocytes et les thrombocytes. Elle ressemble 
au microscope à un petit lymphocyte, seules ses protéines de surface permettent de l’identifier. 
Deux types de colonies sont décrites contenant uniquement des mégacaryocytes : la BFU-MK 
(burst-forming unit-megakaryocyte) qui va donner plus d’une centaine de mégacaryocytes dans la 
suite de son développement et la CFU-MK (colony-forming unit-megakaryocyte) qui elle va 
produire entre 3 et 50 mégacaryocytes (KAUSHANSKY [16]). 
 
Un mégacaryocyte peut donner entre 1000 et 3000 plaquettes. Le mégacaryocyte doit être mature 
pour produire des plaquettes. Il augmente sa taille jusqu’à 100 µm, et multiplie le nombre de 
ribosomes pour faciliter la synthèse. Cette croissance est permise à l’aide de plusieurs endomitoses, 
le noyau devient polyploïde (arrêt des mitoses en anaphase B) (PATEL et al. [30]). Un réseau 
s’organise à l’intérieur de la cellule, appelé DMS (demarcation membrane system). Des 
pseudopodes se forment ensuite à l’aide des microtubules, ceux-ci vont donner les proplaquettes, 
qui elles-mêmes se diviseront pour donner les plaquettes (cf. figure 3).  

 
En ce qui concerne les CFU-MK, la thrombopoïétine (TPO) contrôle 75 % de leur croissance, 
l’interleukine-3 est le deuxième médiateur nécessaire. La TPO est synthétisée par le foie 
principalement, mais aussi par le rein et la moelle osseuse. Elle agit aussi sur l’hématopoïèse en 
stimulant le développement des HSC et la mégacaryopoïèse.  
Une autre hormone intervient pour la migration des mégacaryocytes de la moelle osseuse vers le 
compartiment sanguin : le Stromal cell-derived factor-1 (BOUDREAUX [2]). 
 
D’autres cytokines et facteurs de croissances interviennent, par exemple le Stem cell factor (SCF) et 
granulocyte-macrophage colony stimulating factor (GM - CSF) qui agissent sur les lignées 
primaires présentes dans la moelle osseuse [2]. 
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1.1.4. Formation et devenir des granulocytes et monocytes 
 

La granulopoïèse a lieu dans la moelle osseuse. Elle peut cependant se dérouler en extra-
médullaire lors d’une demande accrue de la part de l’organisme, ou lorsque la moelle est atteinte 
par une pathologie (RADIN et WELLMAN [33]). 
Le microenvironnement de cellules précurseurs est constitué de nombreuses cellules : ostéoblastes, 
adipocytes, fibroblastes, et cellules endothéliales. L’interaction avec le microenvironnement régule 
le mouvement et le développement des cellules précurseurs qui commencent comme pour les autres 
lignées par l’HSC [33]. 
L’HSC est en interaction avec les ostéoblastes dans un site qu’on nomme la niche endostéale. Le 
gradient en calcium crée par les ostéoblastes permet de contrôler ses mouvements. Des chimiokines 
interviennent également comme la CXC-Chimiokine ligand 12 (la famille CXC possède un acide 
aminé entre les deux premières cystéines). De nombreuses autres interactions entre les cellules, la 
matrice (cadherine, intégrine, enzymes comme la c-kit tyrosine kinase…) permettent de contrôler la 
division et les migrations de ces lignées précurseurs. 

Figure 3 : Des mégacaryocytes aux plaquettes 
A : mégacaryocyte, B : mégacaryocyte après la maturation, C : formation des pseudopodes, les 
centrosomes se désassemblent, et les microtubules migrent vers la périphérie cellulaire, D : 
élongation des pseudopodes qui forment les proplaquettes, E : dissociation complète du cytoplasme 
du mégacaryocyte en plusieurs proplaquettes, les proplaquettes se dissocient à leur tour pour 
donner les plaquettes D’après [30] 
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La multiplication et la mobilisation se déroule au niveau des sinus vasculaires centraux de la moelle 
osseuse. Le microenvironnement de cette niche vasculaire permet la différenciation de HSC en 
multipotential progenitor (MPP) qui est CD34+. La cellule perd alors sa capacité à s’auto-
renouveler. Ensuite les cellules s’engagent dans la différenciation suivante : soit en common 
lymphoid progenitor (CLP), soit common myeloid progenitor (CMP). L’étape suivante de 
différenciation donne naissance aux précurseurs des granulocytes et monocytes (GMP), les MEP 
(cf. formation des érythrocytes et thrombocytes), et les précurseurs des cellules dendritiques et 
macrophages (MDP). GMP se divise ensuite pour donner naissance aux précurseurs des 
granulocytes neutrophiles (NeuP), des éosinophiles (EoP), des basophiles et mastocytes (BMCP). 
Cette dernière se différencie ensuite en précurseurs basophiles (BaP) et mastocytes (MCP) [33]. 
 
Les différentes étapes de différenciation sont sous le contrôle de facteurs de transcription, 
l’orientation vers une lignée dépend de l’équilibre entre les différents régulateurs. Pour passer de 
MPP à CMP, il faut l’activation du facteur de transcription de la purine I (PU.1). Ce facteur 
intervient aussi dans la différenciation en GMP,  en NeuP avec d’autres facteurs. EoP et BMCP sont 
eux sous la dépendance entre autres de GATA-1, un facteur de transcription de la famille des 
protéines à doigts de zinc. Le nom GATA vient de la propriété de liaison de ces molécules aux 
séquences GATA de l’ADN [33]. 
 
En plus des facteurs de transcription, de nombreuses molécules interviennent comme régulateur. 
Les plus importantes sont : 
- Le Stem cell factor (SCF), 
- L’Interleukine 3 (IL3), 
- Le Granulocyte-macrophage colony stimulating factor (GM-CSF), 
- Le Granulocyte Colony Stimulating Factor (G-CSF), 
- L’Interleukine 6 (IL6). 
Ces cytokines permettent de maintenir un équilibre de la production des différentes lignées 
granulocytaires.  Leur concentration augmente en cas d’inflammation par exemple. 
Le SCF intervient plutôt précocement, sur l’HSC. Il empêche l’apoptose et favorise l’entrée des 
cellules dans la phase de division. Il potentialise aussi l’action des autres cytokines. 
L’IL3 intervient sur la plupart des précurseurs en raccourcissant la phase G0 du cycle. Elle est 
secrétée par de nombreuses cellules : lymphocytes T,  cellules endothéliales, les Natural killer 
(NK), éosinophiles, mastocytes.  
Le GM-CSF permet la différenciation en granulocytes et monocytes. Il intervient également en 
inhibant l’apoptose des précurseurs. De nombreuses cellules sont à l’origine de sa synthèse : 
macrophages, lymphocytes T et B, cellules endothéliales, ostéoblastes, fibroblastes, neutrophiles et 
éosinophiles. 
Le G-CSF intervient principalement sur la lignée des neutrophiles en favorisant leur différenciation 
et multiplication. Il permet de réduire le temps de maturation de cette lignée et le temps  pour que 
les cellules soient libérées dans le flux sanguin. Il est produit par les macrophages et monocytes 
principalement, mais d’autres cellules peuvent le produire. Sa concentration peut vite augmenter 
lors d’inflammation. 
L’IL6 stimule la granulopoïèse, et agit en synergie avec SCF. Elle agit seule en cas de demande 
accrue en neutrophiles [33]. 
 
La première cellule identifiable au microscope commune aux trois lignées est le myéloblaste. 
L’étape suivante est le promyélocyte qui contient plus de granules, mais un cytoplasme moins 
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basophile. Il devient ensuite par différenciation le myélocyte avec un noyau plus dense, avec des 
granulations secondaires basophiles. Il est la dernière cellule avec un pouvoir de division, les étapes 
suivantes n’ont plus cette faculté. Le cytoplasme est de moins en moins basophile, le noyau se 
densifie et se divise en plusieurs lobes selon la destinée de la cellule (cf. photo 2) [33]. 
 

 
 
Entre 10 et 30 % des cellules de la lignée des granulocytes de la moelle osseuse sont des 
précurseurs avec le pouvoir de se diviser, le reste est composé de cellules en cours de 
différenciation ou en stockage. 
Le passage du myéloblaste au neutrophile segmenté prend six jours en moyenne. La migration dans 
le sang est contrôlée en fonction de la concentration sanguine en neutrophiles. .La production peut 
être réduite à deux ou trois jours si nécessaire. Cette accélération est principalement sous la 
dépendance de G-CSF. Pour l’éosinophile, la durée de production est sensiblement la même (de 
deux à six jours). La synthèse d’IL5 est nécessaire pour la différenciation des éosinophiles, ce rôle 
est assuré principalement par les lymphocytes T-helper [33]. 
 
En ce qui concerne les mastocytes, dès le stade MCP, la maturation ne s’effectue plus dans la 
moelle osseuse, mais dans les tissus : peau, poumon, cœur, muqueuse digestive. 
Pour les monocytes, la première cellule identifiable est le monoblaste, puis le promonocyte 
(PAPENFUSS [29]). 
 

1.1.5. Formation et devenir des lymphocytes 
 

La lymphopoïèse commence dès le stade fœtal dans le foie, puis est progressivement 
effectuée par la moelle osseuse (BURKHARD [4]). 
La formation des lymphocytes partage celle des granulocytes jusqu’au stade MPP+. La 
différenciation suivante donne naissance à CLP. 
 

1.1.5.1. Formation des lymphocytes B 
 

La première cellule identifiable de la lignée est le lymphocyte proB, elle a une capacité 
limitée à se diviser. Une protéine de la chaine lourde des immunoglobulines (récepteur présent à la 

Photo 2 : Différents stades des 

précurseurs des neutrophiles 

A : promyélocyte, B : myélocyte 

éosinophile, C : métamyélocyte, D : 

neutrophile non segmenté.  

Echelle  x1000. 
Source [33] 
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surface de la cellule) est ensuite produite, c’est le stade lymphocyte préB, la protéine de surface 
produite à ce niveau est une IgM. Cette IgM permet de détecter et supprimer les cellules qui 
déclenchent une réaction immunitaire de  l’organisme. Il faut un changement de classe pour que le 
lymphocyte devienne mature, cette étape nécessite l’interaction avec les lymphocytes T et des 
antigènes. Le lymphocyte B est alors fonctionnel [4]. 
 
Le contrôle des différents stades est sous le contrôle d’interleukines, dans les premiers stades, l’IL7 
est la principale interleukine. Dans les derniers stades, de nombreuses IL et autres molécules 
(facteur de croissance,  interféron) influencent le développement des lymphocytes.  
 

1.1.5.2. Formation des lymphocytes T 
 
La formation des lymphocytes a lieu principalement dans le thymus. Il s’y effectue une 

sélection. Il existe deux types de récepteurs membranaires T : αβ ou γδ. T αβ exprime CD3, ainsi 
que CD4 ou CD8. Une sélection est alors effectuée, 95 % des lymphocytes du pool de naissance va 
être supprimé, les thymocytes suppriment tous les LT qui sont CD4- CD8- et CD4+ CD8+, seuls 
ceux portant un des 2 survivent. L’affinité avec le complexe majeur d’histocompatibilité (CMH) est 
ensuite testée, si le lien est faible, la cellule entre en apoptose.  
Il existe deux CMH; les cellules interagissant avec le CMH II deviennent les futurs lymphocytes 
CD4 et ceux avec le CMH I des lymphocytes CD8. D’autres étapes de sélection se déroulent encore 
ensuite. 
Après toutes les étapes, les cellules survivantes quittent le thymus [4]. 
 
Le contrôle du développement des LT est sous le contrôle principalement de l’IL7. Des facteurs de 
transcription interviennent aussi (comme Notch1 ou GATA3). 
 
 
La maturation de chaque cellule de la lignée sanguine prend en moyenne moins d’une semaine. En 
fonction des besoins de l’organisme, le cycle de production peut être accéléré.  
 
Nous allons maintenant nous intéresser au fonctionnement des automates en hématologie. 
 

1.2. Les automates en hématologie 
 

1.2.1. Principes généraux du fonctionnement des automates 
 
Trois types de principes sont utilisés pour les automates en hématologie (BOURGES-

ABELLA et al. [3]) :  
- La détection volumétrique, 
- La détection optique, 
- L’appréciation de l’épaisseur des couches cellulaires. 
 

La détection volumétrique est la première méthode utilisée historiquement. Elle est aussi appelée le 
principe Coulter. Cette méthode part du principe que les cellules de la lignée sanguine sont des 
faibles conducteurs électriques. Les cellules sont placées dans une solution et passent dans une 
petite ouverture entre 2 électrodes qui fournissent un courant continu. La variation du courant donne 
une information sur la taille de la particule qui est passée. Dans certains appareils, un analyseur de 
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fréquence radio est rajouté, ce qui permet d’avoir plus d’informations sur les différentes cellules de 
la lignée leucocytaire (MORITZ et BECKER [24]). 
La détection optique a le même principe que la méthode précédente, les cellules passent à travers un 
faisceau lumineux. On mesure alors la diffraction, réfraction, et dispersion de la lumière suite à la 
traversée de la cellule. Cela permet d’obtenir la granularité, le volume, et la surface de la cellule (cf. 
figure 4). 
La dernière méthode s’intéresse à la couche de leucocytes et plaquettes présentes après 
centrifugation dans un tube à hématocrite. Un marqueur est utilisé : l’acridine orange qui se fixe à 
l’ADN, ARN, aux glucosamines, et aux lipoprotéines. On obtient alors un profil qui permet de 
distinguer les différentes cellules. Cet appareil permet de mesurer les plaquettes, les érythrocytes, 
les leucocytes, ainsi que l’hématocrite et l’hémoglobine [24]. 
 

1.2.2. Fonctionnement du Lasercyte ™ (Laboratoire Idexx) 
 
Cet automate se repose sur le principe de détection optique. 
 

 
 
L’appareil possède un tube contenant du bleu de Méthylène, du Purfac-A-39-Pric, des 
conservateurs, des tampons ainsi que des billes en latex. Ces dernières servent de référence qualité 
pour chaque prélèvement. Leur nombre est connu avec précision ce qui permet de vérifier les 
résultats du Lasercyte™, car elles sont dénombrées aussi par la machine (DENICOLA [9]).  
L’analyse de l’échantillon s’effectue en deux temps.  
Dans un premier temps (cf. figure 5), elle mesure les érythrocytes, les plaquettes, les réticulocytes, 
le volume globulaire moyen (VGM), le volume plaquettaire moyen (VPM). C’est à cette étape que 
sont utilisées les billes en latex pour le contrôle. Le Purfac-A-39-Pric rend les hématies sphériques 
ce qui permet que la dispersion du faisceau laser ne dépende que de la taille de la cellule et non de 
sa position.  Le bleu de méthylène colore les réticulocytes, ce qui permet de les différencier des 
érythrocytes (ARN marqué). 

Figure 4 : Principe 
du Lasercyte™ 
D’après [9] 
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Dans un second temps (cf. figure 6), une solution hypotonique est rajoutée pour faire éclater les 
hématies. Ceci facilite la mesure de la concentration en hémoglobine. La lignée leucocytaire est 
aussi calculée à cette étape [9]. 
 

 
1.2.3. Les paramètres mesurés par le Lasercyte™  

 
En plus du comptage de chaque lignée cellulaire sanguine, le Lasercyte™ fournit d’autres 

valeurs [7] [9]. 
 

1.2.3.1. Les valeurs concernant la lignée érythrocytaire 
 
Les érythrocytes (GR sur la feuille de résultats d’une analyse) sont dénombrés par le Lasercyte. 
 
L’hématocrite (HCT) correspond à la part du volume occupé par la population des érythrocytes 
dans le sang. Elle s’obtient hors automate après centrifugation d’un sang non coagulé en faisant le 
rapport de la hauteur du culot d’érythrocytes par la hauteur totale et s’exprime en pourcentage. 

Figure 5 : Résultats de l’analyse 
du Lasercyte™ pendant la 
première phase.  
La granularité peut être corrélée 
avec la quantité d’ARN présente 
(d’où la présence des 
réticulocytes à droite sur le 
graphisme). Les doublets 
d’hématies correspondent aux 
cellules qui sont passés par deux 
dans le faisceau, les fragments 
représentent les hématies 
rompues. 
Source [9] 

Figure 6 : Résultats de la 
deuxième phase d’analyse. 
  
R7 correspond aux 
fragments de cellules (à 
cause de la lyse des 
érythrocytes), et 
qualiBeads sont les 
perles de latex (test de 
fiabilité des résultats) 
Source [9] 
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Le taux d’hémoglobine (HGB) représente la masse d’hémoglobine présente par unité de volume. 
Elle s’obtient après la lyse des hématies avec une méthode de spectrophotométrie.  
 
Le volume globulaire moyen (VGM) correspond au volume moyen d’un érythrocyte. Elle est 
calculée en faisant le rapport de l’hématocrite (exprimé en pourcentage et multiplié par 10) par la 
numération érythrocytaire. Cette valeur permet de définir la population érythrocytaire de 
normocytaire, microcytaire ou macrocytaire selon s’il est respectivement dans l’intervalle de 
référence, en dessous ou au dessus. 
 
La teneur globulaire moyenne en hémoglobine (TGMH) est la quantité d’hémoglobine présente 
en moyenne dans un globule rouge. Elle est calculée en faisant le rapport du taux d’hémoglobine 
par la numération globulaire. 
La concentration corpusculaire moyenne en hémoglobine (CCMH) est la concentration 
moyenne de l’hémoglobine dans les globules rouges. On la calcule en effectuant le rapport du taux 
d’hémoglobine par l’hématocrite. 
Ces deux dernières valeurs permettent de qualifier la population des globules rouges, elle est dite 
normochrome lorsque les deux valeurs sont dans les intervalles de références, hypochrome lorsque 
les deux valeurs ou l’une des deux sont en dessous des seuils. 
 
L’indice de distribution érythrocytaire (IDR) ou red blood cell distribution width (rdw), aussi 
appelé index d’anisocytose. Ce coefficient correspond à la variation de volume des hématies. 
Chaque automate a une méthode de calcul différent de ce paramètre, il peut être estimé en regardant 
la répartition des hématies sur le graphisme donné par le Lasercyte™, plus la plage est étendue, plus 
l’IDR est élevée, et la population hétérogène en volume. 
 
Les réticulocytes (RETIC) sont aussi dénombrées par le Lasercyte, il fournit également le 
pourcentage de réticulocytes (%RETIC) en effectuant la division du nombre de réticulocyte par 
la population de globules rouges. 
 

1.2.3.2. Les valeurs concernant la lignée leucocytaire 
 

Le Lasercyte™ est capable de différencier toutes les cellules de la lignée blanche, il peut 
donc ainsi dénombrer les leucocytes (GB sur la feuille de résultats d’une analyse), les 
lymphocytes (LYM), les monocytes (MONO), les granulocytes neutrophiles (NEU), les 
granulocytes éosinophiles (EOS) et les  granulocytes basophiles (BASO). 
A partir du nombre de globules blancs dans l’échantillon, il calcule la proportion de chaque lignée 
et les exprime ensuite en pourcentage (par exemple %MONO). 

 
1.2.3.3. Les valeurs concernant les plaquettes 

 
Le volume plaquettaire moyen (VPM), l’indice de distribution plaquettaire (IDP), le 

plaquettocrite (PCT) sont trois valeurs données par le Lasercyte pour caractériser les plaquettes en 
plus de la numération plaquettaire. C’est l’équivalent respectivement du VGM, IDR et HCT. 
Ce sont des valeurs très peu utilisées en médecine vétérinaire à l’heure actuelle. 
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Pour la majorité des valeurs données par l’automate, des intervalles de référence sont fournis en 
même temps. Nous allons maintenant nous intéresser aux causes qui sont susceptibles de modifier 
les paramètres sanguins. Les causes peuvent être classées en deux catégories : celles dites 
physiologiques et celles pathologiques. 
 

1.3. Variations physiologiques des différentes lignées sanguines 
 

1.3.1. Variations physiologiques des valeurs leucocytaires 
 

1.3.1.1. Influence de l’âge 
 

Les concentrations les plus élevées en leucocytes se retrouvent chez le chiot, dans les 
premières semaines de vie. La valeur ne cesse de diminuer au cours de la vie de l’animal, quelle que 
soit la race (HARPER et al. [14]). 

 
1.3.1.2. La leucocytose physiologique 

 
La leucocytose physiologique est une leucocytose qui peut apparaître après une activité 

intense, une peur ou une excitation. Elle est associée le plus souvent à une neutrophilie, et à une 
lymphocytose. Les effets sont très courts, ils apparaissent en quelques minutes et disparaissent 
trente minutes après la stimulation. Elle est liée à la sécrétion d’adrénaline.  
Elle est plus marquée chez les jeunes chiens. 
En ce qui concerne la neutrophilie, c’est une pseudo-neutrophilie. Les automates mesurent les 
granulocytes circulants, or il existe également des granulocytes marginés. Ces derniers sont ceux 
accolés à l’endothélium des vaisseaux, l’adrénaline provoque la démargination augmentant ainsi les 
granulocytes circulants. 
Pour la lymphocytose, elle est rarement observée (surtout chez les chats), elle serait liée à une 
mobilisation des lymphocytes depuis le canal thoracique. 
Les éosinophiles et monocytes eux restent dans les valeurs usuelles ou peuvent être légèrement 
augmentés (CHABANNE [6]). 
 

1.3.1.3. La formule de stress 
 

La formule de stress est une leucocytose accompagnée d’une neutrophilie, une lymphopénie, 
une éosinopénie et parfois une monocytose. Le mécanisme est différent de celui de la leucocytose 
physiologique, elle survient après une augmentation de la sécrétion de corticoïdes, ou son 
administration. La leucocytose de stress peut monter jusqu’à 40x109/L, alors que les valeurs 
usuelles sont entre 5 et 17x109/L [6]. 
Deux mécanismes sont à l’origine de cette neutrophilie : 
- diminution de la migration des neutrophiles circulant vers le secteur tissulaire, 
- mobilisation accrue des neutrophiles de la moelle osseuse. 
La lymphopénie découle d’une modification de la circulation lymphocytaire avec une accumulation 
des lymphocytes dans le secteur lymphatique. 
L’éosinopénie résulte elle d’une inhibition du passage des éosinophiles matures de la moelle vers le 
secteur sanguin, ainsi qu’une rétention des éosinophiles dans les tissus. 
La monocytose a pour origine une mobilisation des monocytes marginés. 
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Une douleur, des lésions traumatiques ou chirurgicales peuvent déclencher cette sécrétion de 
corticoïdes. 
Le retour à la normale s’effectue en quelques heures lors de l’injection unique de corticoïde, ou en 
plusieurs jours lors d’injection de forme retard. Les neutrophiles sont les premiers à revenir dans les 
valeurs usuelles [6] [3]. 
   

1.3.1.4. La gestation 
 

Les leucocytes peuvent monter jusqu’à 19x109/L pendant la gestation, la diminution a lieu 
pendant la lactation. Cette augmentation est liée au stress généré par la gestation [3]. 
 
 

1.3.2. Variations physiologiques des valeurs érythrocytaires 
 

1.3.2.1. Influence de l’âge 
 

La numération en érythrocytes ne cesse d’augmenter pendant les premiers mois de vie de 
l’animal, les valeurs usuelles sont atteintes entre 6 mois et un an. Les nouveau-nés eux possèdent 
des globules rouges immatures avec un VGM élevé, les valeurs de l’âge adulte sont atteintes dès 
l’âge de 4 semaines [14]. 
Le taux d’hémoglobine et l’hématocrite suivent la même évolution que les érythrocytes pendant les 
premiers mois. 
 

1.3.2.2. Effet du stress 
 

Une érythrocytose peut apparaitre en cas de stress au moment de la prise de sang, cette 
dernière est due à une contraction de la rate. La rate peut contenir de 30 % à 50 % du nombre total 
des érythrocytes chez les espèces sportives (HSIA et al. [15]), cette fonction est moindre chez les 
espèces plus sédentaires. Cela permet d’augmenter de 12 % à 30 % la consommation d’oxygène 
(ROVIRA et al. [36]). 
 

1.3.2.3. Effet de l’exercice  
 

L’hématocrite après un exercice augmente de 21 % (de 48 à 58 %) ce qui permet d’apporter 
plus d’oxygène aux organes [36]. Ceci est valable pour les exercices qui dépendent d’un 
métabolisme anaérobie, donc plutôt les exercices sur le long terme, ce qui est confirmé par une 
valeur de lactates dans les normes usuelles. Cette augmentation d’hématocrite est liée à une plus 
grande mobilisation des érythrocytes depuis la rate, le VGM restant inchangé. 
Cette contraction de la rate est sous la dépendance des amines sympathomimétiques (adrénaline, 
noradrénaline, phényléphrine). La demande accrue en oxygène des tissus déclenche la sécrétion 
(SATO et al. [39]).  
Elle permet également de compenser tout phénomène pathologique qui entrainerait une diminution 
d’apport en oxygène. 
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1.3.2.4.  Déficit en oxygène  
 

Le manque d’oxygène peut être relatif comme lors d’un exercice, le métabolisme demandant 
un apport accru en oxygène ou réel par exemple en altitude. 
En cas de déficit réel, l’hématocrite et la concentration en hémoglobine augmentent, on parle 
souvent de polyglobulie induite. Elle augmente la viscosité du sang, ce qui entraine une 
augmentation des résistances vasculaires périphériques, et donc une diminution du volume 
d’oxygène délivré. C’est un exemple de mauvaise adaptation à l’environnement (STORZ et al. 
[42]). Chez l’Homme, cela est responsable du mal chronique des montagnes. 
Cet effet n’est observé que lorsque l’augmentation n’est pas transitoire. Lors d’un exercice, l’apport 
de cellules par la rate est bénéfique malgré l’augmentation des résistances vasculaires provoquées. 
 
 

1.3.3. Variations physiologiques des valeurs plaquettaires 
 

1.3.3.1. Pseudothrombocytose  
 

Il est possible d’observer une thrombocytose suite à une erreur de lecture de la part de 
l’automate. Cela dépend de l’automate utilisé. Il peut identifier comme plaquettes des petits 
morceaux d’érythrocytes, surtout s’il y a une hémolyse, des fragments de leucocytes, ou d’autres 
fragments cellulaires (RUSSEL [37]). 
Il est alors important de vérifier à l’aide d’un frottis la véracité des données fournies par l’automate. 
 

1.3.3.2. Thrombocytose physiologique 
 

Tout comme pour les autres lignées sanguines, une partie des thrombocytes est stockée par 
la rate, on estime qu’environ un tiers des plaquettes y sont stockées. Ce mécanisme est sous le 
contrôle de l’épinéphrine. Une thrombocytose peut donc avoir lieu lors d’un stress ou pendant un 
exercice [37]. 
 

1.3.3.3. Induites par des médicaments  
 

Deux médicaments ont été identifiés comme entrainant une thrombocytose : la vincristine et 
l’épinéphrine. Le mécanisme pour l’épinéphrine est la même que pour la thrombocytose 
physiologique. La vincristine améliore la thrombopoïèse [37]. 
   

1.3.3.4. Thrombocytopénie 
 

La majorité sont des pseudothrombocytopénies puisqu’elles ne sont pas réellement présentes 
[37]. 
Elles ont plusieurs origines : 
- débit faible lors de la prise de sang, ou plusieurs essais : l’activation plaquettaire a déjà lieu 

pendant la prise de sang, minimisant ainsi le comptage des plaquettes ensuite par l’automate, 
puisque des amas plaquettaires ont eu le temps de se former, 

- Utilisation d’anticoagulant surtout l’EDTA : cela a été mis en évidence chez l’Homme, et chez 
le chien. Il semble en effet qu’une prise de sang réalisée dans les bonnes conditions suffise pour 
avoir le bon résultat chez un chien. (WILLS et WARDROP [46]). 
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Des vraies thrombocytopénies peuvent être observées ; deux races ont été identifiées comme 
pouvant avoir des valeurs en dessous des normes de référence : le Cavalier King Charles et les 
lévriers. 
 

1.4. Variations pathologiques des lignées sanguines 
 

1.4.1. Variations pathologiques de la lignée érythrocytaire 
 

1.4.1.1. Les anémies 
 

1.4.1.1.1. Classification des anémies 
 

Pour définir une anémie, l’hématocrite (HCT), le nombre de globules rouges (GR) ou le taux 
d’hémoglobine (HGB) peuvent être utilisés. Les autres paramètres de la lignée rouge servent à 
caractériser l’anémie, et même parfois à trouver la cause (TVEDTEN [44]). 
La gravité d’une anémie peut s’évaluer en fonction de la valeur de l’HCT. Entre 30 et 39 %, 
l’anémie est légère, alors qu’entre 13 et 19 % elle est sévère.  
Ensuite l’anémie est divisée en deux grandes catégories, celles dites régénératives et les 
arégénératives. Si la numération des réticulocytes est inférieure à 60x103/µL, on parle d’anémie 
arégénérative,  à 150x103/µL on parle d’anémie hyporégénérative, à 300x103/µL la régénération est 
qualifiée de modérée, et forte pour toutes les valeurs supérieures à 500x103/µL.  
Il faut aussi adapter son diagnostic à la sévérité de l’anémie observée, et à sa durée d’installation 
[44]. 
Cette distinction permet de déterminer l’origine de l’anémie. En cas d’anémie régénérative, la cause 
est une perte d’érythrocytes par l’organisme ou une lyse des érythrocytes. En ce qui concerne les 
anémies non-régénératives l’origine vient de l’hématopoïèse, donc de la moelle osseuse. 
La réponse d’un organisme à une anémie n’est pas immédiate, le pic de réticulocytes est observé en 
moyenne après 4 à 8 jours, il est donc important de le considérer au moment de caractériser 
l’anémie. Si l’anémie dure depuis moins de 4 jours, on ne peut pas conclure sur le caractère 
arégénératif avec la valeur de réticulocytes [44]. 
 
Comme il a été vu précédemment (cf. 1.2.3.1), on classe ensuite les anémies en fonction du VGM, 
du TCMH et du CCMH. 
Une numération formule complète est essentielle pour définir une anémie, l’hématocrite seul ne 
suffit pas. 
 

1.4.1.1.2. Les anémies régénératives  
 

1.4.1.1.2.1. Les anémies par perte 
 

Les causes d’hémorragies sont variées. On y trouve tous les traumatismes comme les 
accidents de la voie publique, une plaie profonde, les brûlures et tout acte chirurgical. Des tumeurs 
intestinales, des ulcères du tractus digestif peuvent provoquer également des pertes importantes de 
sang. 
Quand une infestation parasitaire est sévère, elle peut aboutir à une perte de sang, comme lors de 
coccidiose, d’une infestation par des puces ou des ankylostomes. 
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Tout trouble de la coagulation peut entrainer rapidement une hémorragie à la moindre perturbation 
(un choc même non violent par exemple), un trouble plaquettaire a le même effet. Une coagulation 
intra-vasculaire disséminée (CIVD) aboutit à une hémorragie une fois que tous les facteurs de la 
coagulation ont été consommés [44]. 
Quelques maladies héréditaires entrainent des troubles de la coagulation, comme la maladie de 
Von-Willebrand.  
 

1.4.1.1.2.2. Les anémies hémolytiques 
 
Plusieurs causes sont à l’origine d’anémies hémolytiques :  
- auto-immunes, 
- à corps de Heinz (hémoglobine ayant subi une oxydation), 
- toxicologiques, 
- parasitaires, 
- bactériennes, 
- héréditaires. 
 
Les causes d’anémie auto-immune hémolytique (AHAI) sont nombreuses. Parmi les AHAI 
secondaires, on peut citer les tumeurs comme les lymphomes, les hémangiosarcomes ; mais aussi 
des infestations par des parasites ou des infections bactériennes, par exemple la leishmaniose, la 
babésiose, la rickettsiose, l’ehrlichiose.  
Des anémies avec des corps de Heinz sont observées dans certaines intoxications, par les oignons, 
le cuivre, ou le bleu de méthylène [44]. 
Une intoxication au zinc peut aussi provoquer une anémie. 
Les principaux parasites responsables d’anémie sont Anaplasma, Babesia, Haemobartonella, mais 
on peut aussi trouver d’autres parasites comme Eperythrozoon, Theileria, Trypanosoma, 
Sarcocystis, Cytauzoon. 
Pour les bactéries, les plus fréquemment observées sont Leptospira et Clostridium. 
Les anémies héréditaires peuvent être par exemple la déficience en une enzyme spécifique de la 
lignée sanguine. Il est connu aussi un déficit en pyruvate kinase, et en glucose-6-phosphate 
déshydrogénase [44]. 
 

1.4.1.1.3. Les anémies arégénératives  
 

1.4.1.1.3.1. Par modification tissulaire de la moelle 
 

Une infiltration cellulaire par des cellules tumorales de la moelle osseuse est possible, on 
parle de myélophtisie. On peut citer par exemple le myélome multiple, la myélofibrose, ou la 
leucémie (envahissement par des cellules hématopoïétiques tumorales) [44]. 

 
 
1.4.1.1.3.2. Hypoplasie et aplasie médullaire 

 
Plusieurs causes sont identifiées comme provoquant une hypoplasie de la moelle : 
- une médiation immune centrale, 
- un toxique : plomb, 
- médicamenteuse (par exemple traitement hormonal aux œstrogènes), chimiothérapie, 
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- une carence en fer, en vitamine B12, 
- une myélodysplasie soit primaire (déficit en enzyme), soit secondaire (toxine, médicamenteuse), 
- un déficit en EPO, le plus souvent observé lors d’insuffisance rénale chronique, 
- Pure Red Cell Aplasia : diagnostic par exclusion, l’origine est inconnue. 
 
La myélodysplasie est caractérisée par une cytopénie et des changements de structures d’une ou 
plusieurs cellules de la lignée sanguine. Une modification de la croissance, de la différenciation, et 
une augmentation de l’apoptose des cellules hématopoïétiques sont à l’origine des modifications 
observées.  
 
L’hémoglobine contient un hème avec du fer. La carence en ce dernier explique le déficit de 
synthèse. Cette carence peut être d’origine nutritionnelle (très rare). Le plus souvent un défaut 
d’absorption (par exemple lors d’inflammation chronique du tractus digestif) ou un excès de 
consommation (saignements chroniques) en est à l’origine. 
La carence en vitamine B12 entraine une anémie. En effet cette dernière est primordiale dans la 
synthèse d’ADN par l’organisme, sa carence entraine une diminution de la production par la moelle 
osseuse [44]. 
 

1.4.1.2. Les érythrocytoses 
 

1.4.1.2.1. Les érythrocytoses relatives 
 

Les érythrocytoses relatives sont les plus fréquemment rencontrées en médecine. Le nombre 
total d’érythrocytes reste inchangé, mais on observe une augmentation de l’hématocrite. Cela est du 
à une perte de fluide par l’organisme, la proportion de plasma est donc moins importante, et la 
phase cellulaire apparait plus importante. Toutes les causes de déshydratation peuvent aboutir à 
cette érythrocytose : diarrhée, vomissements, polyurie sans augmentation de la prise de boisson. 
La contraction de la rate en cas de stress ou d’excitation peut aboutir à ce même résultat (cf. 
1.3.2.3.) (RANDOLPH et al. [34]). 
 

1.4.1.2.2. Les érythrocytoses vraies 
 

Elles sont définies par une augmentation du nombre d’érythrocytes. Elles peuvent être 
primaires ou secondaires. 
L’érythrocytose primaire (ou Polycythémia Vera chez l’Homme) est liée à une augmentation des 
précurseurs de la lignée rouge. L’origine chez le chien de la prolifération des précurseurs n’est pas 
connue. Elle touche plutôt les chiens autour de 6-7 ans, et plus souvent les femelles. 
L’érythrocytose secondaire est liée à une surproduction de l’EPO. Elle peut être physiologique lors 
d’hypoxie (cf. 1.3.2.4.) ou pathologique. 
L’hypoxie peut être observée lors d’un déficit cardiaque, par exemple lors de maladie congénitale 
comme la tétralogie de Fallot, un trouble respiratoire (dyspnée chronique par exemple qui peut être 
observée chez les races brachycéphales) ou tout défaut de transport par l’hémoglobine de l’oxygène. 
L’augmentation de la production de l’EPO peut être provoquée par une tumeur rénale qui touche les 
cellules responsables de sa sécrétion. Une hypoxie localisée au rein provoque également une 
augmentation de synthèse d’EPO. 
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Des endocrinopathies peuvent aussi provoquer une érythrocytose, par exemple lors d’une 
augmentation du cortisol ou d’androgènes. Le plus souvent l’érythrocytose est légère et on 
l’observe par un contrôle de routine pour un suivi d’une endocrinopathie [34]. 
 

1.4.2. Variations pathologiques des lignées leucocytaires 
 

1.4.2.1. Variations pathologiques des granulocytes neutrophiles 
 

1.4.2.1.1. Les neutropénies 
 

La neutropénie est la leucopénie la plus fréquemment observée. La valeur d’alerte est 
différente selon l’automate utilisée, la moyenne se situe autour de 3,0-4,0 x109 cellules/L (LEDIEU 
[17]). Elles sont moins fréquentes que les neutrophilies chez les chiens. 
Trois mécanismes sont à l’origine de ces neutropénies : 
- diminution de la production par la moelle osseuse, 
- augmentation de la margination des cellules dans le réseau vasculaire, 
- consommation massive par les tissus dépassant la production de la moelle. 
 
Pour chaque mécanisme, les causes peuvent être multiples. 
 

1.4.2.1.1.1. Les neutropénies par diminution de la production 
 

Elles peuvent être observées après un traitement par des rayons ionisants, par certaines 
molécules de chimiothérapie. Ces traitements ont pour but de traiter les tumeurs, et donc viser les 
cellules à haut pouvoir de division cellulaire comme la moelle osseuse. Avant chaque séance, il est 
donc recommandé d’effectuer une numération formule et sanguine. Si la séance précédente a trop 
diminué les paramètres sanguins, la séance est repoussée. La neutropénie est observée après 
plusieurs jours [17]. 
Les œstrogènes peuvent diminuer la production médullaire, la mise en place de traitement 
hormonale nécessite une surveillance, par exemple lors d’incontinence urinaire chez les chiennes 
stérilisées âgées. 
D’autres molécules sont aussi responsables de neutropénie. On peut citer deux antibiotiques : 
l’association triméthoprime-sulfadiazine et les céphalosporines (SCHULTZE [40]). 
 
Certaines infections agissent sur la moelle osseuse, la plus souvent rencontrée est la parvovirose, le 
virus est toxique pour les cellules souches. Dans 30 % des cas d’ehrlichiose chronique, on peut 
observer une diminution de production des neutrophiles. 
Tout comme pour les érythrocytes, une carence en vitamine B12, ou un défaut d’absorption 
rencontrée chez quelques Schnauzer géant diminue la production de la moelle. De même, tout 
remplacement de la moelle osseuse (myélophtisie) provoque la diminution de production de toutes 
les cellules. 
Des maladies auto-immunes sont également responsables de neutropénie, par exemple une maladie 
autosomique récessive du gène AP3 (codant pour une protéine de transport) a été retrouvée chez des 
lignées de colley gris modifiant l’activité d’une enzyme (une élastase) nécessaire à la production 
des neutrophiles [17]. 
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1.4.2.1.1.2. Les neutropénies par augmentation de la margination 
 

Deux causes sont à l’origine d’une augmentation de la margination : le choc anaphylactique 
et les endotoxines. Elle est rarement observée lors d’une consultation de par son aspect rapide, 
précoce et transitoire [17]. 
 

1.4.2.1.1.3. Les neutropénies par consommation par les tissus 
 

La cause principale est souvent infectieuse : des bactéries (par exemple Ehrlichia), des virus 
(parvovirose, le virus de la maladie de Carré), des parasites (Babesia). Des infections purulentes 
aigues des poumons, du tractus digestif, de l’utérus peuvent provoquer une neutropénie modérée 
[17]. 

 
1.4.2.1.2. Les neutrophilies  

  

La valeur d’alerte est différente selon l’automate utilisé, usuellement une neutrophilie est 
définie quand la valeur dépasse 12,0x109 cellules/L [17]. 
Parmi les causes de modifications les plus fréquentes autre que physiologique (ou cortico-induite), 
on observe les inflammations. 
La formule de stress décrite dans la partie sur les variations physiologiques peut aussi être 
provoquée par une douleur ou des lésions traumatiques. 
 

1.4.2.1.2.1. Les neutrophilies d’origine inflammatoire 
 

Il existe quatre types d’inflammation : 
- Suraigüe : on observe une neutropénie transitoire par réduction de la durée de vie des 

neutrophiles, une margination et une migration vers les tissus. Ces effets s’observent 1 à 3 
heures après (par exemple lors d’un choc endotoxinique). Elle ne persiste qu’entre 2 et 3 heures. 
Si l’animal survit il passe ensuite à un processus inflammatoire aigu. En parallèle, une 
lymphopénie et éosinopénie peuvent être présentes liés au stress provoqué par l’état de choc. 

- Aigue : on observe une neutrophilie entre 6 et 8 heures après le stimulus initial, la moelle 
osseuse les relargue dans la circulation en plus grande quantité que les tissus les consomment. 
On observe en parallèle une éosinopénie et lymphopénie liées à la libération de corticoïdes 
endogène. 

- Subaiguë : on observe la formation d’un granulome sur le site de l’inflammation entre 24 et 48h 
après le stimulus initial. La neutrophilie est moins importante que pendant la phase aigue. 

- Chronique : elle apparait après plusieurs jours ou semaines, la prise de sang révèle une 
leucocytose avec une neutrophilie modérée, on observe en parallèle une modification de 
structure de la moelle osseuse qui s’adapte à la demande accrue en leucocytes des tissus. La 
monocytose est l’anomalie la plus souvent associée [17] [40]. 

 
Les causes d’inflammations sont très nombreuses, on y retrouve de nombreuses infections, le plus 
souvent ce sont les lésions purulentes locales qui entrainent les plus fortes neutrophilies plutôt 
qu’une atteinte généralisée comme une septicémie.  
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1.4.2.1.2.2. Les autres causes de neutrophilies 
 

- Neutrophilie et tumeurs 
Les tumeurs peuvent provoquer des neutrophilies, la nécrose ou la surinfection de la lésion 
provoquent une inflammation. Mais il existe aussi un syndrome paranéoplasique, la tumeur pouvant 
sécréter de la G-CSF (granulocyte-colony stimulating factor) ou une molécule équivalente qui 
favorise la production de granulocytes par la moelle osseuse. Cela a été retrouvé dans des cas de 
polypes rectaux, carcinomes rénaux, adénocarcinomes pulmonaires et de fibrosarcomes [10]. 
 
Il existe une leucémie qui touche un précurseur des granulocytes neutrophiles, la leucémie myéloïde 
chronique neutrophilique. La neutrophilie est alors très marquée, et on observe de nombreuses 
cellules immatures (myélocytes, promyélocytes). Selon le degré d’envahissement de la moelle, une 
thrombopénie et une anémie arégénérative peuvent être associées. L’infiltration myéloïde peut 
atteindre d’autres organes, on observe alors une hépatomégalie et une splénomégalie [17]. 
 
- Neutrophilie lors d’hémolyse ou d’hémorragie 
L’effet du stress et la sécrétion de corticoïdes aboutissent à cette neutrophilie. On l’observe souvent 
lors d’hémolyse d’origine auto-immune. En ce qui concerne l’hémorragie, la neutrophilie est 
transitoire et observée quelques heures après [17]. 
 
- Neutrophilie et hépatozoonose 
L’hépatozoonose est rare en France, et surtout observée au Sud-est de la France (PORTRON [31]). 
La neutrophilie peut être très sévère (>100 000 cellules/µL). On retrouve le parasite à l’intérieur des 
neutrophiles (cf. photo 3). Elle peut être transmise par l’ingestion de tiques. 

 
 
- Neutrophilie et maladie auto-immune 
Dans certaines maladies auto-immunes, une neutrophilie peut être observée : Lupus, polymyosite, 
arthrite rhumatoïde par exemple. 
 
- Les neutrophilies congénitales 
Elles sont rares et souvent diagnostiquées après exclusion de toutes les autres causes de 
neutrophilie. 
Le déficit en intégrine β2 empêche les neutrophiles d’adhérer à l’endothélium vasculaire, elle a été 
observée chez des Setter irlandais [17]. 

Photo 3 : Inclusion de 

Hepatozoon dans des 

neutrophiles  

Source [31] 
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L’hématopoïèse cyclique est caractérisée par une fluctuation cyclique de toutes les cellules de la 
lignée sanguine, elle a été observée chez les Colley gris [17]. 
 
- Réaction  « leucémoïde » 
L’origine de son nom vient du fait que l’analyse donne les mêmes résultats qu’une leucémie. A 
l’hémogramme, on observe une leucocytose neutrophilique (>100 000 cellules /µL de sang). La 
différenciation avec une leucémie peut se faire à l’examen cytologique puisque dans les leucémies 
les cellules peuvent présenter des anomalies cytologiques. En l’absence d’anomalie, il sera 
nécessaire de réaliser un examen de la moelle osseuse. 
Les causes de cette réaction sont assez nombreuses : des lésions suppurées chroniques peuvent 
provoquer cette neutrophilie sévère (pyomètre, abcès, pyothorax, pyodermite), l’hépatozoonose, des 
causes tumorales (surtout par processus paranéoplasiques), les maladies auto-immunes et les 
maladies congénitales (exemple : le déficit en facteur d’adhérence aux leucocytes) [40]. 
 

1.4.2.2. Variations pathologiques des granulocytes éosinophiles 
 

1.4.2.2.1. Les éosinophilies 
  

La valeur de référence dépend de l’automate utilisée, la valeur de référence citée est souvent 
1300 cellules/µL (LEDIEU [18]). 
La cause la plus fréquente chez le chien est l’infestation parasitaire. La variation est plus souvent 
observée avec un endoparasite qu’un ectoparasite. En effet les parasites avec un cycle qui comprend 
une migration tissulaire ou une phase de contact prolongée avec les tissus déclenchent une réponse 
plus importante. 
La seconde cause d’éosinophilies est la réaction d’hypersensibilité. On y trouve les réactions 
inflammatoires à expression cutanée (prurigineuse le plus souvent), oculaire, respiratoire, digestive. 
On peut citer par exemple les granulomes oraux, les granulomes éosinophiliques digestifs. 
Quelques infections fongiques provoquent des éosinophilies, comme l’aspergillose. 
Des tumeurs peuvent aussi modifier la numération éosinophilique, ce sont des syndromes 
paranéoplasiques comme lors de fibrosarcomes, carcinomes mammaires ou mastocytoses. Une 
leucémie myéloïde peut aussi affecter la lignée des éosinophiles. 
Il est parfois possible d’observer des éosinophilies très marquées : les leucémies éosinophiliques et 
les syndromes hyperéosinophiliques. La distinction entre ces deux affections est difficile, on peut 
trouver des myélocytes dans le cas de leucémie, et plutôt des cellules matures dans le cas du 
syndrome hyperéosinophilique. Cela reste des affections rares chez les carnivores domestiques. 
Il est aussi possible de provoquer une éosinophilie par l’administration de médicaments, cela a été 
observé avec la tétracycline et l’injection d’interleukine 2 recombinante [18].  
 

1.4.2.2.2. Les éosinopénies 
 

Souvent les valeurs de références basses sont proches de 0 cellule, il est donc difficile de 
définir une valeur pour parler d’éosinopénie. Une absence d’éosinophiles sur un frottis peut déjà 
orienter mais sans certitude. 
Comme vu dans le 1.3.1, les corticoïdes peuvent provoquer une éosinopénie, dans le cas d’un stress 
qu’il soit physique ou émotionnel, une inflammation qui provoque un décharge de corticoïdes ou un 
syndrome de Cushing ont les mêmes effets. L’effet d’une injection de corticoïdes apparait entre 1 et 
6 heures, et le retour de la normal dans les 12-24 heures [18]. 
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1.4.2.3. Variations pathologiques des granulocytes basophiles 
 

Actuellement la valeur de référence basse est souvent de 0 cellule, il est donc très difficile de 
parler de « basopénie » chez les carnivores domestiques, cette dernière n’est pas documentée en 
médecine vétérinaire [40]. 
 
On parle de basophilie lorsqu’on observe une augmentation significative et persistante de leur 
nombre. Selon les auteurs, la valeur de référence pour définir une basophilie est de 100 ou 200 
cellules/µL (LEDIEU [19]). 
La basophilie est le plus souvent associée à une éosinophilie, on retrouve ainsi certaines causes déjà 
vues dans les cas d’éosinophilies. 
La cause la plus fréquente de basophilie chez le chien est l’infection par le parasite Dirofilaria 
immitis, d’autres parasites peuvent provoquer cette modification. 
On retrouve comme pour l’éosinophilie les réactions d’hypersensibilité, les tumeurs et syndrome 
paranéoplasiques. La leucémie basophile est très rare [19]. 
En ce qui concerne les médicaments, des basophilies ont été observées avec de l’héparine et la 
pénicilline [40]. 
 
 

1.4.2.4. Variations pathologiques des monocytes 
 

Tout comme pour les basophiles, la valeur de référence basse est proche de 0 cellule, la 
monopénie est donc non documentée en médecine vétérinaire (LEDIEU [20]). 
 
En revanche on parle de monocytose lorsque la valeur dépasse 1400 cellules/µL [40]. Elle est 
souvent associée à une neutrophilie. Elle indique soit une inflammation, soit une demande accrue en 
macrophages, soit une nécrose tissulaire. 
Parmi les principales causes de lésions inflammatoires avec une monocytose, on peut citer les 
septicémies, les endocardites, les anémies hémolytiques, les suppurations, les inflammations 
granulomateuses. 
La monocytose peut être associée à des tumeurs également : polype rectal, histiocytose maligne, 
lymphome. Il existe également une leucémie myélomonocytaire.  
Les hémorragies et les maladies auto-immunes modifient aussi également le taux des monocytes 
[20].  
 

1.4.2.5. Variations pathologiques des lymphocytes 
 

Parmi toutes les cellules de la lignée leucocytaire, les lymphocytes représentent la deuxième 
population en importance. Il est impossible de distinguer par l’automate ou au microscope les 
populations T et B. Les lymphocytes T sont majoritaires dans le sang, leur durée de vie est 
supérieure à celle des LB elle peut varier de quelques mois à des années contrairement aux LB 
(quelques jours à semaines) [40]. 
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1.4.2.5.1. Les lymphocytoses 
 

On parle généralement de lymphocytose quand le taux dépasse 2900 cellules/µL [40], cette 
valeur est très variable d’un auteur à un autre (ou d’un automate à un autre), certains définissent le 
seuil à 4800 cellule/µL (LEDIEU [21]). 
Toute maladie qui provoque une persistance de la stimulation antigénique provoque une 
lymphocytose : aspergillose, babésiose, brucellose, leishmaniose, ehrlichiose chronique par 
exemple. La plupart des maladies chroniques ou avec une réaction inflammatoire peuvent faire 
augmenter le taux de lymphocytes circulants. Par extension, une vaccination a exactement les 
mêmes effets, c’est d’ailleurs l’effet recherché par cette dernière.  
La deuxième cause est tumorale, on peut citer les leucémies lymphoïdes, les lymphomes et les 
thymomes. On peut alors trouver des valeurs très élevées surtout dans le cas des leucémies 
lymphoïdes (>100 000 cellules/µL), avec des cellules plus petites que la moyenne ou immatures, 
une infiltration des organes hématolymphopoïétiques est aussi possible. 
La dernière cause est sous la dépendance des corticoïdes. En effet dans moins de 20 % des cas 
d’hypocorticisme ou maladie d’Addison une lymphocytose est associée. Il faut donc penser en 
consultation que si un chien très stressé à une numération lymphocytaire normale, cela peut cacher 
un trouble hormonal [21]. 
 

1.4.2.5.2. Les lymphopénies 
 

On parle de lymphopénies lorsque la numération est inférieure à 400 cellules/µL.  
Trois causes principales sont identifiées [21] :  
- une diminution de la production, ou une modification de la remise en circulation des 

lymphocytes, 
- une augmentation de la destruction, 
- une perte de lymphe. 
Il existe également des déficits immunitaires congénitaux, notamment retrouvé chez le basset hound 
et le Jack Russel. 
 

1.4.2.5.2.1. Les lymphopénies par diminution de la production ou modification 
de la remise en circulation des lymphocytes  

 
En cas d’infection, les lymphocytes peuvent être recrutés par les nœuds lymphatiques pour 

stimuler la production antigénique et être distribués ensuite aux tissus qui en ont besoin. Lorsque les 
nœuds lymphatiques sont très inflammés, la circulation lymphatique peut être bloquée, la 
recirculation des lymphocytes est alors plus difficile, et la lymphopénie est aggravée. 
D’autres modifications des nœuds lymphatiques peuvent avoir les mêmes effets, par exemple lors 
d’un lymphome multicentrique [21]. 
 

1.4.2.5.2.2. Les lymphopénies par augmentation de la destruction 
 

Généralement les diminutions sont modérées par rapport aux autres causes. 
Comme vu précédemment, les corticoïdes influent sur la valeur des lymphocytes. Par conséquent, la 
corticothérapie fait diminuer la numération lymphocytaire, la maladie de Cushing elle aussi, ainsi 
que le stress autre que celui lié à la consultation : douleur, état de choc, température du corps 
anormale, inflammation suraiguë à aiguë.  
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Quelques virus provoquent des destructions des lymphocytes ou une atrophie de la moelle, on peut 
citer la maladie de Carré et la parvovirose canine. 
Les molécules de chimiothérapie peuvent aussi favoriser la destruction de lymphocytes [21]. 
 

1.4.2.5.2.3. Les lymphopénies par perte de lymphe 
 

Une perte de lymphe dans la lumière du tube digestif est possible. Les entérites ulcératives, 
les entérites granulomateuses, la lymphangiectasie, l’entéropathie par perte de protéine peuvent être 
à l’origine d’une perte de lymphe. 
Les épanchements de lymphes (chylothorax, chylopéritoine) provoquent des lymphopénies, 
d’autant plus amplifiées par des drainages répétés par le clinicien. Il faut donc réaliser une 
aspiration seulement si elle est nécessaire pour l’animal [21].  
 

1.4.3. Variations pathologiques des plaquettes 
 

1.4.3.1. Les thrombocytopénies 
 

La thrombocytopénie est la variation plaquettaire la plus souvent rencontrée. Plusieurs 
causes peuvent aboutir à une diminution du nombre de plaquettes : une production en baisse ou 
défectueuse, une augmentation de la consommation ou de la perte, une destruction, ou une 
distribution anormale (RUSSEL [37]). 
 

1.4.3.1.1. Les thrombocytopénies par baisse de production 
 

Le plus souvent plusieurs lignées sont touchées en même temps, mais il est possible que cela 
ne touche que le stade mégacaryocytes. 
Il a été reporté des cas d’hypoplasie ou même d’aplasie d’origine auto-immune touchant 
spécifiquement les mégacaryocytes. 
Toutes les maladies touchant la moelle osseuse peuvent aboutir à une diminution de la production. 
Comme pour les autres lignées on retrouve les hypoplasies médicaments-induites (par exemple les 
molécules de chimiothérapie), les toxines provoquant des destructions cellulaires, les infections par 
certains virus (parvovirose) et les myélophtisies (myélofibrose, tumeur primaire ou métastatique) 
[37]. 
 

1.4.3.1.2. Les thrombocytopénies par perte ou consommation 
 

Les thrombocytopénies peuvent apparaitre très rapidement, c’est le cas lors d’un 
traumatisme ou d’une hémorragie. Dans ce genre de cas, elle est transitoire, plutôt modérée et 
réversible souvent sans traitement spécifique. 
En revanche les thrombocytopénies peuvent être très marquées et nécessiter un traitement. La plus 
commune est la coagulation intra-vasculaire disséminée (CIVD). Il existe aussi le syndrome 
urémique et hémolytique (HUS), et le purpura thrombocytopénique thrombotique (TTP), ces deux 
derniers étant plus fréquents en médecine humaine. 
 
La CIVD est une complication de plusieurs maladies souvent d’origine infectieuse, elle peut être 
suraigüe, aigüe, ou chronique. Elle se caractérise par des hémorragies et des microthromboses. 
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Dans le cas des infections à bactérie Gram -, le lipopolysaccharide active la coagulation et inhibe 
les mécanismes de contrôles, d’où un excès de consommation des plaquettes [37]. 
 

1.4.3.1.3. Les thrombocytopénies par destruction 
 

On peut les classer en trois catégories : les thrombocytopénies d’origine auto-immune, les 
thrombocytopénies d’origine non auto-immunes et les causes variées. 
Les thrombocytopénies auto-immunes sont liées à la présence d’anticorps qui se fixent sur les 
plaquettes, et sont ensuite phagocytés par les macrophages dans la rate, le foie et la moelle osseuse. 
Elles peuvent être primaires, dans ce cas le diagnostic se fait par exclusion et la cause est inconnue, 
ou secondaires à une infection, tumeur, médicament ou une maladie immunitaire néonatale. 
Des agrégations, des phagocytoses peuvent avoir lieu sans processus auto-immun. Ces derniers se 
retrouvent dans des infections bactériennes ou virales aigües, ou lors de morsures de serpents. Dans 
le cas des infections à Gram -, l’endotoxine stimule les monocytes qui sécrètent des thrombines, un 
agent qui provoque l’agrégation, puis la fixation aux monocytes pour la phagocytose. Pour les 
Gram+, la toxine agit directement sur les plaquettes. 
En ce qui concerne les infections virales, les mécanismes sont très variables d’un virus à l’autre, 
certains modifient par exemple la structure membranaire des plaquettes comme le virus de 
Newcastle chez les Oiseaux. 
Chez l’Homme certaines atteintes qui perturbent le flux sanguin causent des dommages à 
l’endothélium des vaisseaux, qui entrainent une activation plaquettaire qui s’étend anormalement, 
provoquant l’activation du système des phagocytes mononuclées. Les infections touchant 
l’endothélium des vaisseaux entraînent les mêmes conséquences [37]. 
 

1.4.3.1.4. Les thrombocytopénies par distribution anormale 
 

Trente à quarante pourcents des plaquettes sont stockées dans la rate. Le foie et la moelle 
osseuse peuvent être aussi des sites de stockage. Chez l’Homme, des cas d’hypersplénisme ont été 
rapportés, jusqu’à 90 % des plaquettes peuvent se retrouver dans la rate, cependant, toutes les 
splénomégalies ne font pas des hypersplénisme. L’hypersplénisme est une augmentation de 
l’activité de la rate, aboutissant souvent par la séquestration en quantité anormale d’une ou de 
plusieurs cellules de la lignée sanguine. Chez le chien, des cas ont été suspectés mais non prouvés 
[37]. 
 

1.4.3.2. Les thrombocytoses 
 

Elles sont beaucoup moins fréquentes que les thrombocytopénies. Deux médicaments 
peuvent la provoquer, la vincristine et l’épinéphrine (cf. 1.3.3.3). 
La plupart des thrombocytoses sont dues à l’activation des cytokines qui stimulent la 
thrombopoïèse, secondaire à une inflammation ou une tumeur. Parmi les cytokines, la plus souvent 
retrouvée est l’interleukine-6 qui stimule la production de TPO par les hépatocytes.  
 On peut aussi noter que le déficit en fer est associé à une thrombocytose, mais le mécanisme est 
méconnu. 
Toutes les tumeurs touchant la lignée des mégacaryocytes provoquent également une 
thrombocytose comme par exemple la leucémie mégacaryocytaire. 
Chez l’Homme, il est décrit une maladie qui provoque une hyperplasie de la lignée 
mégacaryocytaire dans la moelle et une thrombocytose avec des lignées rouges et blanches dans les 
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valeurs usuelles : la thrombocythémie essentielle. Elle a également été décrite chez l’animal, le 
diagnostic se fait par exclusion de toutes les autres cases de thrombocytoses. 
Des cas de thrombocytoses héréditaires ont été décrits avec des mutations sur des gènes impliqués 
dans la thrombopoïèse (par exemple TPO) [37]. 
 
 

Les causes susceptibles d’altérer les paramètres hématologiques sont nombreuses. L’examen 
clinique est donc indispensable avant de réaliser une numération formule et sanguine pour pouvoir 
interpréter des modifications de l’hémogramme. Il faut aussi prendre en compte la durée 
d’installation d’une pathologie avant toute interprétation, la moelle osseuse ne produisant pas 
instantanément  les cellules de la lignée sanguine. L’environnement peut aussi modifier le comptage 
cellulaire.  
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2.  DÉTERMINATION DE L’INTERVALLE DE 
RÉFÉRENCE CHEZ LES CHIENS DE TRAVAIL DU 
132ème BATAILLON CYNOPHILE DE L’ARMÉE DE 
TERRE 

Le 132ème Bataillon Cynophile de l’Armée de Terre (BCAT) est implanté à Suippes dans la 
Marne. Son rôle est un appui cynotechnique des unités d’infanterie. Il est subordonné directement 
au commandement des forces terrestres. Il achète environ 250 chiens par an destinés aux trois 
armées principalement. 

2.1. Site de Suippes 

2.1.1. Présentation générale et organisation 

Le site de Suippes se trouve dans la Marne, et dépend de l’antenne vétérinaire de Châlons se 
situant à quelques kilomètres. Le 132ème bataillon est un bataillon cynophile de l’armée de terre (cf. 
photo 4 pour l’insigne). Environ 500 chiens sont présents sur le site.  
Une clinique est présente sur le site, elle appartient au service de santé des armées. Un vétérinaire 
en chef avec le grade de lieutenant colonel supervise la clinique de Châlons et celle de Suippes. Il 
gère surtout l’aspect administratif au sein de la clinique du 132ème bataillon. Quatre vétérinaires sont 
présents sur site ; deux vétérinaires en chef, un vétérinaire principal et un vétérinaire. Un civil 
assure le secrétariat.  
Le personnel technique se compose d’un sous-officier et de quatre militaires de rang (personnels de 
l’Armée de terre). 

 
 
 
 

Photo 4 : Insigne du 132ème bataillon cynophile 

de Suippes 

La devise « un contre huit » vient de l’époque 

napoléonienne en l’honneur de sa résistance 

pendant la bataille de Rosnay L’Hôpital en 

février 1814 
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2.1.2. Sélection des chiens 
 

Tous les chiens achetés avant 2013 étaient des mâles. A quelques rares exceptions près 
(essai, demande particulière), les deux principales races sont le Berger Belge Malinois (BBM) et le 
Berger Allemand (BA). 
Les chiens ont pour origine quatre pays différents : la France, l’Allemagne, la Belgique et le Pays-
Bas. La position du bataillon au Nord-est de la France a été choisie pour permettre un accès rapide à 
ces quatre pays. Les élevages d’origine sont multiples mais l’organisation et la sélection sont bien 
codifiées. 
Des coordinateurs (ou rabatteurs) repèrent les chiens dans les différents élevages, et contactent 
l’armée. Un officier acheteur est présent dans chaque bataillon, il fait les premiers tests. Il possède 
une grille d’évaluation des critères pour acheter ou non un chien.  
Les critères majeurs sont : 
- le côté joueur de l’animal,  
- le mordant, il faut une certaine force quand le chien mord, et qui ne lâche pas sa prise 

facilement, 
- la sociabilité avec l’homme et les autres chiens, 
- test au coup de feu, l’animal ne doit pas prendre peur.  
Si l’animal répond aux critères de l’examinateur, il est alors acheté et ramené au bataillon. Les 
chiens sont achetés autour de 800€ en moyenne. 
Un examen clinique complet est réalisé, et il est particulièrement recherché des vices rédhibitoires. 
En considération de la race et de la future activité, un dépistage de la dysplasie est réalisé 
automatiquement. Le dépistage est réalisé par le vétérinaire de la clinique dans les conditions de 
dépistage officiel sauf que la relecture est effectuée au sein de la clinique, mais le système de 
notation est équivalent. Un chien est exclu s’il est gradué C (avec un ortolani positif). 
Tous les chiens sélectionnés ont au minimum 1 an, même si de préférence ils préfèrent que la 
croissance soit finie au moment de l’achat. Un chien est engagé pour 5 ans de service minimum, et 
est réformé autour de l’âge 8 ans en moyenne, mais un bon chien peut rester au-delà des 8 ans, 
certains sont encore présents à l’âge de 12ans. 
 

2.1.3. Mode de vie des chiens 
 

Une fois un chien acheté, il est placé en transit, c’est-à-dire en quarantaine. Il s’y trouve 
aussi des chiens qui reviennent d’une mission à l’étranger. Ils y restent 21 jours, le temps de 
séroconversion pour Ehrlichia. Un Snap-test 4DX est réalisé à la fin de cette période : dépistage de 
la dirofilariose, l’ehrlichiose, la maladie de Lyme et l’anaplasmose. 
Cette période sert aussi de débourrage sur les chiens nouvellement achetés. On les prépare aux 
exercices mordants, à la sociabilisation. 
Les chiens se retrouvent ensuite dans un grand chenil (cf. photo 5 et 6). Après environ 6 mois de 
présence sur le site, le chien est attribué en adéquation avec le caractère du  militaire responsable de 
l’animal. Les militaires s’engagent pour 5 ans avec l’animal au minimum. Ils s’occupent alors des 
sorties, des entrainements, de nourrir et nettoyer le chenil de son animal. 
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L’alimentation pour tous les chiens est fournie par la société Royal Canin, et consiste en une 
formule spécifique pour les chiens de l’armée, de composition proche de celle utilisée pour les 
chiens de travail. Les rations sont voisines de 800g par jour en deux repas. La personne responsable 
du chien peut adapter la quantité à l’évolution du poids de l’animal. 
 

2.1.4. Les entrainements et missions 
 
Les chiens sont divisés en deux catégories :  
- chiens dressés pour retrouver des humains, 
- chiens dressés pour retrouver des explosifs. 
Mais tous les chiens sont dressés aux mordants. Le travail avec les chiens représente 80 % de 
l’activité des militaires présents sur le site. 
Des zones d’entrainements sont présentes sur le site, en plein air ou dans les bois. Une personne 
équipée d’une manchette se cache plus ou moins loin dans la zone selon la capacité du chien. Le 

Photo 5 : Chenil principal 

du site de Suippes 

Photo 6 : Lieu de vie 

individuel de chaque chien 
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chien qui doit travailler est alors lâché, et il est dressé à marquer l’arrêt devant la cachette et aboyer 
pour signaler sa présence. La manchette sert de récompenses pour le chien, pour qu’il associe 
l’activité à un jeu avec une récompense (cf. photo 7). 
 

 
 
Les chiens sont dressés à attaquer si la personne fuit, et progressivement les cachettes sont plus 
éloignées, et peuvent même se situer en hauteur. Tous les exercices se font progressivement. Il faut 
en moyenne entre 6 mois et 1 an pour qu’un chien acquière toutes les capacités demandées. 
 
Un chien peut être appelé à partir en mission à l’étranger ou dans une autre caserne. Cela se fait 
automatiquement avec la mutation de la personne responsable. Le choix se fait via des 
entraînements avant la mission pour voir si le chien et son maître sont prêts. Une fois l’animal 
sélectionné, le rappel de rage est fait ainsi que tous les autres soins pour éviter qu’il soit nécessaire 
de les refaire pendant la mission. En fonction du pays de destination des tests complémentaires sont 
réalisés selon la législation du pays. Une mission ne peut pas durer plus de 6 mois pour un chien.  
Une fois de retour en France, il repasse par la quarantaine, et ne peut pas faire l’objet d’une visite 
pour un rappel (les précautions sont prises avant le voyage pour éviter cette situation). 
Si le chien est affecté à une autre caserne, son élevage, son alimentation et son entraînement restent 
inchangés. 
 

2.1.5. La prophylaxie et la gestion des pathologies 
 

Tous les chiens sont vaccinés contre la maladie de Carré, la toux de chenil, l’hépatite de 
Rubarth, la parvovirose (vaccin CHPPI) et la rage tous les ans. La vaccination contre la leptospirose 
est refaite tous les six mois, même si un vaccin annuel est indiqué par l’AMM car des leptospiroses 
se sont déclarées dans les chenils malgré la vaccination annuelle. A chaque rappel de la vaccination 
contre la leptospirose, le chien est aussi traité contre les parasites, en vermifugation le traitement est 
composé de praziquantel, de pyrantel et de fébantel : Drontal™. Des bains ou des pipettes au 
fipronil : Frontline™ sont utilisés pour traiter les parasites externes. Depuis quelques mois un test 
est effectué avec des colliers anti-tiques (Scalibor™). 
 
Le pôle santé n’a pas accès au chenil. Ils ne s’occupent que des animaux malades. Les militaires 
attribués apportent leur animal en cas de problème. La plupart des pathologies concerne les 
diarrhées et les plaies diverses liées aux courettes (plaie au niveau de la queue par exemple). 

Photo 7 : Entrainement 

avec la manchette 
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Quelques troubles locomoteurs sont rapportés aussi, ainsi que des crocs cassés (remplacés par des 
implants métalliques bien tolérés). Aucun budget soin n’est alloué à chaque animal, l’animal est 
donc emmené au moindre problème à la clinique.  
La clinique est relativement bien équipée : radiographie, numération formule sanguine, bilan 
biochimique, gaz du sang, ionogramme. Les vétérinaires sont formés à faire des chirurgies, même 
de l’orthopédie. Des détartrages sont aussi réalisés régulièrement pour que l’animal garde toutes ses 
capacités pour les exercices au mordant. Tous les chiens sont suivis à l’aide d’un carnet sanitaire 
spécifique de l’armée. 
 

2.1.6. Les visites systématiques annuelles (VSA) 
 

Tous les dix ou onze mois, les chiens sont systématiquement vus en consultation. C’est aussi 
l’occasion de faire le rappel des vaccins à cette date. La visite n’a pas lieu tous les ans par souci 
logistique, ils se laissent un délai d’un ou deux mois car il n’est pas évident d’organiser le planning 
pour 500 chiens. 
Cette visite comprend un examen clinique complet, ainsi qu’une manipulation de toutes les 
articulations. Un toucher rectal est effectué chez les chiens de plus de 6 ans, et un ECG s’ils ont 
plus de 8 ans.  
Des examens complémentaires sont réalisés en routine : un prélèvement urinaire pour faire une 
bandelette urinaire et une densité, et une numération formule et sanguine.  
La prise de sang est réalisée avec un tube avec EDTA, à l’aide d’un Vacutainer et d’une aiguille de 
0,7mm de diamètre (aiguille de couleur noire). Elle s’effectue au niveau de la veine céphalique des 
antérieurs, ou de la veine saphène si le chien est un peu agité. Seuls les vétérinaires font les prises 
de sang. 
L’automate utilisé pour réaliser la NFS est un Lasercyte™ de chez Idexx, la mise à jour et 
l’étalonnage s’effectue automatiquement, et elle est calibrée pour le chien. 
Le chien est identifié par son tatouage et son nom, et sur la feuille de résultats il est précisé si la 
prise de sang a eu lieu lors d’une VSA (cf. annexe 1). Les feuilles de résultat sont toutes imprimées 
et archivées. 
 
Si un chien est prévu pour une mission, la VSA est décalée dans le but qu’il soit toujours vacciné 
contre la rage pendant la mission, une mission ne dure pas plus de 6 mois, il ne risque pas de rater 
un rappel si une visite est effectuée avant le départ. De ce fait les VSA n’ont pas lieu sur les chiens 
en transit. 
 
Les VSA ne concernent que des chiens sains cliniquement parlant. La visite est décalée si la 
personne remarque un trouble chez son animal. Les soins étant gratuits, les chiens sont parfaitement 
suivis et médicalisés. 
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2.2. Détermination de l’intervalle de confiance 
 

2.2.1. Matériel et méthodes 
 

2.2.1.1. Objectif 
 

Le but était de déterminer de nouveaux intervalles de confiance sur une population 
standardisée. Les vétérinaires du centre ne se fient actuellement qu’aux valeurs de référence donnés 
par le Lasercyte™, mais celles-ci sont déterminées à partir de chiens de races très variées. Les  
races sont limitées, tous les chiens ont une activité physique supérieure à la moyenne des chiens de 
compagnie français, et ils sont tous élevés de la même façon (même environnement, logement, 
traitement). 
 

2.2.1.2. Circonstances et réalisation des hémogrammes  
 

Les hémogrammes ont été réalisés dans les conditions décrites dans la partie précédente 
entre août 2005 et novembre 2007  lors de visite systématique annuelle. Toutes les analyses ont été 
effectuées par le même automate d’hématologie : le Lasercyte™ de chez Idexx. L’automate n’a pas 
été changé au cours de l’étude, l’étalonnage est automatique. Un contrôle technique est effectué par 
le laboratoire tous les ans. Seulement quatre vétérinaires consultent, et les prises de sang sont 
réalisées dans les mêmes conditions pour chaque animal, avec le même matériel. 
 

2.2.1.3. Feuilles de résultats  
 

Avant chaque analyse, le nom de l’animal ainsi que le numéro de son tatouage sont 
enregistrées. 
Les données délivrées sont ensuite archivées dans un classeur présent juste à côté du Lasercyte™.  
 

2.2.1.4. Retranscription des données  
 

A partir de chaque feuille d’analyse, les données sont retranscrites dans un tableur 
informatique (Microsoft Excel 2003®). Chaque ligne représente un animal, et chaque colonne la 
valeur donnée par le Lasercyte (cf. annexes 3 et 4). 
En plus des données du Lasercyte™, la date de naissance, la date d’achat, et la date de la prise de 
sang sont rentrées, ce qui permet de déterminer l’âge ainsi que la durée de présence sur le site de 
l’animal au moment de l’analyse.  
Le numéro de l’analyse, le numéro de tatouage ainsi que la race de l’animal sont aussi présents. 
 

2.2.1.5. Echantillons de l’étude 
 

L’étude porte sur 267 hémogrammes réalisés au cours de visites systématiques annuelles 
entre août 2005 et novembre 2007. 
Seuls 249 dossiers ont été retrouvés dans les archives. Les autres chiens ont donc été exclus de 
l’analyse. Le dossier de chaque animal est très complet. Ils sont suivis via un carnet sanitaire (un 
équivalent militaire du carnet de santé (cf. annexe 2)), tous les événements y sont recensés, que ce 
soient les visites annuelles, ou les visites pour un problème de santé. C’est sur ce carnet que sont 
indiquées la date de naissance, la race ainsi que la date d’achat de l’animal. 
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2.2.1.6. Classification par race 
 

Les chiens restants sont tous des mâles, avec 184 Bergers Belges Malinois, 63 Bergers 
Allemands, 1 Berger Belge Tervuren et 1 Bouvier Bernois.  
Pour standardiser la population, les deux races « exotiques » ne sont pas prises en compte dans 
l’étude, de plus ces 2 races étaient présentes pour des tests pour éventuellement élargir la diversité 
des races utilisées. 
 

2.2.1.7. Classification par âge 
 

D’après GRANDJEAN [12], les animaux de grande race (bergers allemands et malinois) 
finissent leur croissance entre 14 et 20 mois.  
La fin de la croissance est estimée par le poids de l’animal à l’âge adulte. Les chiens de grandes 
races regroupent les chiens pesant entre 25 et 45kg une fois adulte. En ce qui concerne les bergers 
allemands mâles le standard de la race indique un poids à l’âge adulte entre 30 et 40kg, et le 
malinois entre 28 et 35kg. Ils sont plutôt au milieu de l’intervalle, donc la fin de la croissance de ces 
deux races peut être estimée entre 16 et 17 mois. 
En revanche il est difficile d’évaluer l’âge à partir duquel un chien est considéré comme âgé. Selon 
les auteurs la définition n’est pas la même. Certains considèrent qu’un chien devient âgé lorsqu’il 
atteint le derniers tiers de son espérance de vie (MULLER et CHATEAU-ESCOFFIER [25]) 
d’autres font le classement en fonction de la taille et du poids (GOLDSTON [13]). Ce dernier a 
trouvé qu’en moyenne les grandes races sont âgées autour de 9ans, on retiendra donc cette valeur 
comme référence. 
 

2.2.1.8. Méthodes statistiques  
 

Plusieurs méthodes sont possibles pour déterminer un intervalle de référence à partir d’un 
échantillon.  
La méthode recommandée par l’IFCC (International Federation of Clinical Chemistry) est 
l’intervalle interpercentile, cette fédération est constituée d’un panel d’expert sur les intervalles de 
référence (SOLBERG [41]). 
Pour déterminer cet intervalle, deux méthodes sont utilisables : la méthode paramétrique ou la 
méthode non paramétrique. 
La méthode paramétrique présuppose une certaine normalité de la distribution, une courbe 
Gaussienne, ou d’avoir la possibilité à l’aide d’une fonction mathématique de transformer la 
distribution en une courbe d’allure Gaussienne. 
Généralement, il est considéré qu’au-delà d’un effectif de 30, les paramètres biologiques suivent 
une répartition gaussienne. Cela reste une approximation qui peut se révéler fausse selon le 
paramètre considéré. Il est possible de démontrer qu’un effectif suit une loi Normale, ou au moins le 
montrer visuellement en faisant un histogramme de répartition de l’effectif. 
 
La méthode non paramétrique n’émet aucune hypothèse sur la répartition de la population. 
Nous utiliserons cette deuxième méthode. 
Elle se décompose en plusieurs étapes : 
- Classer par ordre croissant toutes les valeurs. 
- Numéroter chaque rang, si l’échantillon contient deux valeurs identiques, une portera le rang n, 

et l’autre le rang n+1. 
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- Déterminer le rang des percentiles, dans le cas d’une marge d’erreur de 5 %, on cherche donc le 
2,5 et le 97,5 percentiles. Pour cela on prend l’effectif total plus 1 et on le multiplie par 2,5 et 
97,5 pour trouver le numéro du rang que l’on souhaite. On obtient donc les deux rangs qui 
représentent le 2,5 et le 97,5 percentiles, ou alors les rangs proches de la vraie valeur. 

- Chercher la valeur correspondant à ces deux rangs. Si le rang obtenu n’est pas un nombre entier, 
on peut faire une extrapolation en considérant que la variable est linéaire entre les deux rangs. 

- Déterminer l’intervalle de confiance de chaque percentile en utilisant une distribution 
binomiale. Il existe pour cela des tables qui en fonction de l’effectif que l’on a nous donne les 
rangs qu’il faut isoler pour avoir l’intervalle. 

 
Par exemple, pour un effectif de 150 animaux, le 2,5 et le 97,5 percentiles sont respectivement le 
rang 3,8 et le rang 147,2. L’intervalle de confiance pour le 2,5 percentile est le rang 1 et le rang 8. 
 
Pour comparer deux échantillons, deux méthodes sont possibles : comparer les moyennes ou 
comparer les médianes.  
La première méthode utilise le test de Student, cependant certaines conditions sont nécessaires à son 
application : 
- les effectifs des deux populations doivent être supérieurs à 30 ; ou elles doivent avoir une 

répartition normale (ce qui est difficile à vérifier sur des échantillons inférieur à 30), 
- les deux variances doivent être voisines (rapport inférieur à 3). 
Dans les autres cas, on préfère comparer les médianes avec le test de Wilcoxon. 
Par conséquent, nous utiliserons le test de Student pour comparer les deux races dans notre analyse 
(en pratique le test de Wilcoxon donne souvent des valeurs proches de celle de Student). Le risque α 
sera fixé par défaut à 5 %, et le test sera effectué grâce à la fonction TEST.STUDENT du tableur 
Excel™ 2003, si la valeur obtenue est inférieure à 5 %, cela signifie que la différence observée 
entre les moyennes des deux échantillons n’est pas due au hasard au risque d’erreur de 5 %, dans le 
cas contraire, cela signifie  que la différence peut être due au hasard au risque d’erreur β (inconnu). 
Dans le premier cas, on étudiera alors l’intervalle de référence pour chaque population, dans le 
deuxième, on l’étudiera sur l’ensemble de l’effectif. 
 

2.2.2. Résultats 
  

2.2.2.1. Age de l’échantillon 
 

L’âge moyen de l’ensemble de l’échantillon est de 4 ans et 4 mois. Pour les Bergers 
allemands, l’âge moyen est de 4 ans et 9 mois et de 4 ans et 3 mois pour les Bergers belge malinois. 
La répartition par race est représentée dans les figures 7 et 8. 
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Figure 7 : Répartition des 2 races par tranche d’âge 

Figure 8 : Répartition de l'effectif total par tranche d’âge 
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Pour comparer les deux effectifs, on utilise le test de Student, le résultat est supérieur à 0,05, on 
peut donc dire que la différence observée entre les deux échantillons est due au hasard au risque 
d’erreur 5 %. 
La majorité de l’effectif est adulte en regard de notre définition. Seulement 3 chiens sont en dessous 
de 16 mois, ce sont tous des bergers allemands. Ils ont en réalité 15 mois passés au moment de la 
prise de sang. A la vue de la méthode de sélection des chiens par l’armée, de la valeur proche des 16 
mois, on peut considérer que tous les chiens de l’étude sont adultes. 
On constate que 3 chiens dépassent le stade de l’âge adulte et sont considérés comme âgés : 2 
bergers malinois de 9 ans et un seul berger allemand de 11 ans. 
 

2.2.2.2. Temps de présence sur le site 
 

La moyenne entre la date d’achat de l’animal et sa première visite est de 950 jours pour les 
BBM et 1230 jours pour les BA. Le minimum est de 4,5 mois chez les BA et 5 mois chez les BBM. 
Les modifications de l’hémogramme ne peuvent être attribuées à l’ancien environnement de 
l’animal. 
La différence observée entre les deux populations peut être liée à un changement dans l’élevage. Au 
début des années 2000, les malinois représentaient 80 % de la population canine du centre, le 
malinois était choisi par l’armée car il était soit disant plus facile à dresser et qu’il ne s’attachait pas 
spécialement à une personne, permettant une plus grande flexibilité. Cette proportion a évolué pour 
atteindre 50 % de malinois et 50 % de bergers allemands aujourd’hui. 
 
Sur toutes les figures suivantes, les valeurs de référence du Lasercyte™ seront 
représentées par deux droites verticales. 
 

2.2.2.3. La population des leucocytes 
 

2.2.2.3.1.  La numération des leucocytes 
 

Les deux effectifs ont une allure de loi normale similaire (cf. figure 9), on peut donc 
comparer les deux effectifs avec le test de Student, la valeur est inférieure à 0,05, proche de 0,01. 
Au risque d’erreur de 5 %, l’écart observé entre les deux populations ne peut être attribué au hasard. 
Si on prend un risque d’erreur de 1 %, on manque alors de puissance statistique pour conclure sur 
l’écart entre les deux échantillons, ce qui est d’ailleurs confirmé par l’allure visuelle des deux 
histogrammes. 
On va donc étudier sur l’ensemble de l’effectif pour éviter de perdre en précision, le risque d’erreur 
est de 1 %. 
L’intervalle de référence obtenu est [4,15-16,78] pour les leucocytes, l’intervalle de confiance de la 
borne inférieure est de [3,31-4,46] et celui de la borne supérieure [15,25-21,45]. 
On remarque que la répartition de l’effectif est plus proche des valeurs basses que des valeurs 
hautes, si on considère les valeurs supérieures comme aberrante (celles supérieures à 19x109/L). 
L’intervalle de confiance devient [4,15-15,4] pour les GB avec un intervalle de confiance de la 
borne supérieure [14,36-16,79], celui de la borne inférieure ne changeant pas. 
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Figure 9 : Répartition des  numérations leucocytaires selon les races 

Figure 10 : Répartition des numérations leucocytaires de l’ensemble de l’effectif 
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On remarque que la répartition de l’ensemble de l’effectif (cf. figure 10) est décalée vers la gauche 
par rapport aux valeurs de référence [5,5-16,9], ce qui est confirmé par le résultat trouvé par 
l’analyse. La borne inférieure est plus faible dans notre effectif que pour les références, de plus de 
1x109 cellules par litre, de même pour la borne supérieure, même si l’intervalle de confiance est très 
proche de la valeur de référence (de 0,1), un échantillon de plus grande taille permettrait peut être 
d’obtenir une valeur de la borne haute plus éloignée de la valeur de référence qui serait plus en 
adéquation avec l’allure de la répartition des valeurs. 
 

2.2.2.3.2.  La numération des lymphocytes 
 

La valeur issue du test statistique est proche de 50 %, cela signifie que les deux effectifs sont 
comparables, on peut donc étudier l’ensemble de la population, ce qui est confirmé visuellement 
(cf. figure 11), les valeurs pour les deux races sont regroupées autour des mêmes valeurs. 
 
On obtient alors l’intervalle de référence pour les lymphocytes qui est [0,79-3,28] avec pour la 
borne inférieure un intervalle de confiance [0,61-0,92] et pour la borne supérieure [2,86-3,66]. 
 
 

 

 
 
 
 
 

Figure 11 : Répartition des numérations lymphocytaires selon les races 
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Le résultat confirme l’aspect visuel de répartition (cf. figure 12), la quasi-totalité de l’effectif se 
situe entre les valeurs de référence, et la répartition est globalement plus proche de la valeur 
inférieure. Pour la borne supérieure, on trouve une valeur inférieure de 1,3 x109 cellules par litre par 
rapport à la référence, et pour la borne inférieure, on trouve une valeur légèrement supérieure. 
 

2.2.2.3.3.  La numération des monocytes 
 

Le test statistique pour comparer les deux effectifs donne une valeur très faible, cela signifie 
que l’écart entre les deux populations est très important statistiquement. Il n’est donc pas possible 
d’étudier la population dans son ensemble, même si visuellement la répartition des valeurs semblait 
proche (cf. figure 13). 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 12 : Répartition des numérations lymphocytaires de l'ensemble de l'effectif 
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Figure 13 : Répartition des numérations de monocytes selon les races 

Figure 14 : Répartition des numérations de monocytes de l’ensemble de l’effectif 
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L’intervalle de référence obtenu est [0,48-2,35] pour les monocytes, l’intervalle de confiance pour 
la borne inférieure est [0,32-0,56] et pour la borne supérieure [2,1-3,09] si on considère l’ensemble 
de la population et que l’on ignore la différence entre les deux populations. La courbe de répartition 
de l’ensemble de l’effectif est représentée à la figure 14 pour apprécier visuellement la répartition 
par rapport aux seuils de référence. 
 
Pour les BBM, l’intervalle de référence obtenu est [0,53-2,22] pour les monocytes, l’intervalle de 
confiance pour la borne inférieure est [0,32-0,55] et pour la borne supérieure [2,02-2,73], et pour les 
BA, l’échantillon est trop petit pour obtenir des intervalles de confiance de chaque borne, on obtient 
néanmoins un intervalle de référence [0,39-3,14]. 
Avec l’intervalle de confiance de chaque borne, on retrouve globalement les valeurs de référence du 
Lasercyte™, on constate cependant quelques valeurs au dessus du seuil de référence, mais la 
répartition de l’ensemble des valeurs est bien encadrée par les deux droites rouges (cf. figure 13 et 
14). 
 

2.2.2.3.4.  La numération des granulocytes neutrophiles 
 

Le test statistique donne un résultat autour de 10 %, les deux effectifs peuvent donc être 
considérés comme semblables. Les deux courbes ont la même allure, avec juste un léger décalage 
entre elles au niveau de la valeur la plus prise (cf. figure 15). 
 
 
L’intervalle de référence obtenu est [1,29-12] pour les neutrophiles, l’intervalle de confiance pour 
la borne inférieure est [0,87-1,88] et pour la borne supérieure [10,65-15,31]. 
Pour les GB, quatre valeurs aberrantes étaient présentes, on effectue à nouveau cette manipulation, 
en retirant les données concernant les quatre animaux avec des valeurs de GB aberrantes, on 
constate alors que c’est aussi les quatre données les plus élevées dans la liste des neutrophiles. 
Sans ces 4 valeurs, l’intervalle de confiance devient [1,25-10,77] pour les neutrophiles avec un 
intervalle de confiance de la borne supérieure [9,41-12], celui de la borne inférieure ne changeant 
pas. 
Les résultats trouvés confirment l’allure visuelle (cf. figure16), la courbe étant globalement décalée 
vers la gauche par rapport aux valeurs de référence, on trouve une borne inférieure plus basse que 
celle du Lasercyte™ et une borne supérieure douteuse puisque la valeur haute de l’intervalle de 
confiance donne la valeur exacte de référence, un échantillon plus grand permettrait de confirmer 
l’allure visuelle avec une confiance totale. 
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Figure 15 : Répartition des numérations des neutrophiles selon les races 

Figure 16 : Répartition des numérations des neutrophiles de l’ensemble de l’effectif 
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2.2.2.3.5.  La numération des granulocytes éosinophiles 

 
Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur très faible (inférieure 

à 0,01 %), on ne peut donc pas étudier les deux races ensemble. Ceci est confirmé par une 
répartition assez différente des valeurs entre les deux races (cf. figure 17). 
L’intervalle de référence obtenu est [0,05-1,33] pour les éosinophiles, l’intervalle de confiance 
pour la borne inférieure est [0,04-0,09] et pour la borne supérieure [1,08-1,75] si on ignore la 
différence statistique entre les deux populations. La répartition pour l’ensemble de l’effectif est 
quand même représentée pour situer globalement la courbe par rapport aux valeurs de référence (cf. 
figure 18). 
 
Pour les BBM, l’intervalle de référence obtenu est [0,05-1,17] pour les éosinophiles, l’intervalle de 
confiance pour la borne inférieure est [0,03-0,06] et pour la borne supérieure [0,97-1,75], et pour les 
BA, l’échantillon est trop petit pour obtenir des intervalles de confiance de chaque borne, on obtient 
néanmoins un intervalle de référence [0,13-1,8]. 
Visuellement, les deux races sont regroupées vers les valeurs basses, très peu de chiens sont 
présents près de la borne supérieure, cela est confirmée par nos intervalles de référence pour les 
BBM, même si on manque de précision pour la borne supérieure (l’intervalle de confiance étant 
supérieur à la valeur de référence). 

 
 
 
 

Figure 17 : Répartition des numérations des éosinophiles selon les races 
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2.2.2.3.6.  La numération des granulocytes basophiles 
 

Le test statistique donne une valeur très petite (inférieure à 0,01 %), les deux échantillons 
doivent donc être étudiés séparément. La répartition des deux races est représentée dans la figure 
19. 
 
L’intervalle de référence obtenu est [0-0,06] pour les basophiles, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [0-0,1] et pour la borne supérieure [0,06-0,07] si on ignore la différence 
statistiques entre les deux populations (cf. figure 20 pour la répartition). 
 
Pour les BBM, l’intervalle de référence obtenu est [0-0,07] pour les éosinophiles, l’intervalle de 
confiance pour la borne inférieure est [0-0,01] et pour la borne supérieure [0,06-0,07], et pour les 
BA, l’échantillon est trop petit pour obtenir des intervalles de confiance de chaque borne, on obtient 
néanmoins un intervalle de référence [0-0,05]. 
Le résultat confirme avec certitude l’allure visuelle des deux figures, les deux races sont 
globalement plus proches des valeurs basses, aucun chien ne dépasse la valeur de référence, et très 
peu s’en approche. 
 
 
 

Figure 18 : Répartition des numérations des éosinophiles de l’ensemble de l’effectif 
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Figure 19 : Répartition des numérations des basophiles selon les races 

Figure 20 : Répartition des numérations des basophiles de l’ensemble de l’effectif 
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2.2.2.3.7.  Conclusion sur les numérations leucocytaires 

 
On a constaté précédemment que le test statistique de comparaison des deux races pour les 

valeurs de GB donnait un résultat proche de 1 %. On a ensuite constaté que parmi les populations 
de leucocytes, seuls les éosinophiles, les basophiles et les monocytes montraient une différence 
statistique entre les deux races. 
Par conséquent, une nouvelle donnée artificielle à partir de la population de leucocytes amputée de 
ces trois dernières populations a été créée dans le but de voir si la différence entre les deux races 
n’était due qu’à ces trois populations. 
Le résultat du test statistique est alors de 12 %. L’écart observé entre les deux races pour les GB est 
donc liée à la différence entre les deux races sur les populations de monocytes, éosinophiles et 
basophiles.  
 

2.2.2.4.La population des érythrocytes 
 

2.2.2.4.1. L’hématocrite 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 81 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables. On peut donc étudier les valeurs de 
l’hématocrite sur l’ensemble de la population, cela est d’ailleurs confirmé par l’allure visuelle (cf. 
figure 21). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [38-57,2] pour les hématocrites, l’intervalle de confiance pour 
la borne inférieure est [32,8-39,1] et pour la borne supérieure [56,1-59,9]. 
On constate globalement un décalage des valeurs sur la droite (cf. figure 22) par rapport aux valeurs 
seuils, le résultat le confirme avec certitude pour la borne supérieure, et pour la borne inférieure, le 
résultat est douteux (dû à la présence de quelques valeurs en dessous du seuil). 
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Figure 21 : Répartition des valeurs de l’hématocrite selon les races 

Figure 22 : Répartition des valeurs de l’hématocrite de l’ensemble de l’effectif 
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2.2.2.4.2.  La numération des érythrocytes 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 51 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
GR sur l’ensemble de la population. L’allure visuelle confirme le test (cf. figure 23). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [5,56-8,43] pour les GR, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [4,99-5,67] et pour la borne supérieure [8,31-8,74]. 
Visuellement (cf. figure 24), la courbe est bien centrée entre les valeurs de référence du 
Lasercyte™, notre analyse confirme cette observation, puisqu’on trouve les mêmes valeurs avec 
une très bonne précision (intervalle de confiance de taille très réduite). 
 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 

Figure 23 : Répartition des numérations érythrocytaires selon les races 
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2.2.2.4.3. Le taux d’hémoglobine 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 61 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
HGB sur l’ensemble de la population. Les deux échantillons ont une très belle répartition normale 
(cf. figure 25) avec le pic à la même valeur, d’où un résultat très élevé du test. 
 
L’intervalle de référence obtenu est [13,3-20] pour l’hémoglobine, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [12,2-13,8] et pour la borne supérieure [19,6-20,9]. 
Visuellement (cf. figure 26), on observait déjà un décalage vers la droite de la répartition suivant 
quasi-parfaitement une loi normale, notre analyse confirme que la borne supérieure pour notre 
effectif est plus élevée que celle du Lasercyte™ avec une très grande certitude puisque même la 
valeur de l’intervalle de confiance est éloignée. On constate la même chose avec la borne inférieure, 
même si on manque de précision, en raison de la présence de quelques valeurs en dessous du seuil. 
 

 

 

Figure 24 : Répartition des numérations érythrocytaires de l’ensemble de l’effectif 
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Répartition des valeurs d'HGB
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Répartition des valeurs d'HGB
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Figure 25 : Répartition des valeurs d’HGB selon les races 

Figure 26 : Répartition des valeurs d’HGB de l’ensemble de l’effectif 
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2.2.2.4.4. Les réticulocytes 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 48 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
réticulocytes sur l’ensemble de la population. Visuellement, on constate aussi une répartition autour 
des mêmes valeurs (cf. figure 27). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [15,5-64,8] pour les réticulocytes, l’intervalle de confiance 
pour la borne inférieure est [14,4-16,4] et pour la borne supérieure [59,9-71,5]. 
Le Lasercyte™ ne donnait pas de valeurs de référence au moment des analyses. Aujourd’hui, le 
constructeur fournit comme valeur de référence [10-110]. On trouve donc des valeurs très 
inférieures à la borne supérieure, cela est d’ailleurs visible sur la figure 28, aucune valeur ne 
dépasse 85. 
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Figure 27 : Répartition des valeurs de réticulocytes selon les races 
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2.2.2.4.5. Le volume globulaire moyen (VGM) 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 12 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont semblables, on peut donc étudier les valeurs de VGM 
sur l’ensemble de la population. Cela confirme l’aspect visuel (cf. figure 29). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [64,5-72,6] pour le VGM, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [63,7-64,7] et pour la borne supérieure [72,2-73,6]. 
 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Répartition des valeurs de réticulocytes de l’ensemble de l’effectif 
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Figure 29 : Répartition des valeurs de VGM selon les races 

Figure 30 : Répartition des valeurs de VGM de l'ensemble de l'effectif 
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L’ensemble des chiens se situe entre les valeurs de référence (cf. figure 30). Le graphique ne permet 
pas de représenter les valeurs de références à l’échelle, elles sont en réalité plus éloignées qu’elles 
ne le sont sur le graphique. On s’attend donc à un intervalle de référence avec une amplitude plus 
petite que celle du Lasercyte™. 
 
 

2.2.2.4.6. L’indice de distribution érythrocytaire (IDR) 
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Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 49 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont semblables, on peut donc étudier les valeurs de l’IDR 
sur l’ensemble de la population, on constate d’ailleurs que visuellement, les deux courbes ont une 
allure semblable et un pic autour de la même valeur (cf. figure 31). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [14,8-16,3] pour l’IDR, l’intervalle de confiance pour la borne 
inférieure est [14,5-14,8] et pour la borne supérieure [16,2-16,7]. On constate graphiquement un 
regroupement des valeurs vers les normes basses (cf. figure 32), cela est confirmé par notre résultat, 
la borne supérieure avec certitude, la borne inférieure reste inchangée. 
 
 

Figure 31 : Répartition des valeurs d'IDR selon les races 
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2.2.2.4.7. La concentration corpusculaire moyenne en hémoglobine (CCMH) 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 78 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
CCMH sur l’ensemble de la population. Visuellement la répartition des deux races semble d’ailleurs 
semblable (cf. figure 33). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [30,9-37,8] pour le CCMH, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [30-31,5] et pour la borne supérieure [37,7-38,7]. Visuellement, les valeurs 
semblent bien centrées autour des valeurs de référence avec un peu plus de valeur au dessus des 
références (cf. figure 34), ce qui est confirmé par nos résultats. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 32 : Répartition des valeurs d'IDR de l'ensemble de l'effectif 
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Figure 33 : Répartition des valeurs de CCMH selon les races 

Figure 34 : Répartition des valeurs de CCMH de l’ensemble de l’effectif 
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2.2.2.4.8. La teneur globulaire moyenne en hémoglobine (TCMH) 
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Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 46 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
TCMH sur l’ensemble de la population. Cela confirme l’allure visuelle des deux courbes (cf. figure 
35). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [20,8-26,8] pour le TCMH, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [20,19-21,23] et pour la borne supérieure [25,85-28,24]. Visuellement, on 
observe que l’ensemble de l’effectif est dans l’intervalle de référence du Lasercyte™ sauf pour une 
valeur (cf. figure 36), mais aussi que l’intervalle semble plus resserré. Notre analyse confirme cette 
observation, on peut dire avec certitude qu’on a réduit l’intervalle de référence.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 35 : Répartition des valeurs de TCMH selon les races 
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2.2.2.5. La population des plaquettes 

 
2.2.2.5.1.  La numération plaquettaire 

 
Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 4 %, on est donc 

en dessous du seuil de 5 %, mais en observant la figure 37, on constate qu’une valeur semble 
extrême. En enlevant cette valeur, le résultat du test est de 5 %, si on enlève la valeur proche de 
600, on obtient alors un résultat de 6 %. Par conséquent, on considère les deux effectifs comme 
équivalent, l’écart observé en premier lieu était lié à la présence de valeurs extrêmes dans une race. 
 
L’intervalle de référence obtenu est [131-518] pour les plaquettes, l’intervalle de confiance pour la 
borne inférieure est [45-150] et pour la borne supérieure [473-555]. Visuellement, on constate que 
l’effectif est globalement centré autour des valeurs du Lasercyte™ avec quelques valeurs en dehors  
surtout pour la borne inférieure (cf. figure 38), ce qui explique le résultat statistique obtenu, la borne 
inférieure est légèrement décalée par rapport à celle du Lasercyte™, et la borne supérieure n’est pas 
modifiée. 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 36 : Répartition des valeurs de TCMH de l'ensemble de l'effectif 
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Figure 37 : Répartition des valeurs de plaquettes selon les races 

Figure 38 : Répartition des valeurs de plaquettes de l'ensemble de l'effectif 
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2.2.2.5.2. Le volume plaquettaire moyen (VPM) 
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Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 0,3 %, les 

différences entre les deux statistiques ne sont pas dues au hasard, il faut donc étudier les deux 
populations séparément. Cela est d’ailleurs confirmé par les graphiques des deux races (cf. figure 
39). 
 
L’intervalle de référence obtenu pour les BBM est [4,04-14,46] pour le VPM, l’intervalle de 
confiance pour la borne inférieure est [3,06-4,55] et pour la borne supérieure [13,02-16,94]. En ce 
qui concerne les BA, l’intervalle de référence obtenu est [5,68-14,53]. 
Le Lasercyte™ ne donne pas de valeurs de référence pour le VPM, malgré tout la répartition des 
BBM apparait comme gaussienne, et l’intervalle de confiance trouvé n’est pas très large, il est donc 
possible de proposer avec cohérence des valeurs seuils. 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 39 : Répartition des valeurs de VPM selon les races 
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2.2.2.5.3. Le plaquettocrite (PCT) 
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Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 69 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
plaquettocrite sur l’ensemble de la population. Graphiquement, on constate aussi que la répartition 
entre les deux races semble proche (cf. figure 40). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [0,1-0,5] pour le plaquettocrite, l’intervalle de confiance pour 
la borne inférieure est [0-0,1] et pour la borne supérieure [0,5-0,6].  
Tout comme le VPM, le Lasercyte™ ne donne pas de valeurs seuils, on constate cependant que la 
répartition de l’effectif semble suivre une loi normale (cf. figure 41) et qu’on peut définir des 
valeurs de référence facilement avec des intervalles de confiance de taille réduite. 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 40 : Répartition des valeurs de PCT selon les races 
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2.2.2.5.4. L’indice de distribution plaquettaire (IDP) 
 

Le test statistique de comparaison des deux effectifs donne une valeur de 72 %, cela signifie 
qu’on peut dire que les deux échantillons sont très semblables, on peut donc étudier les valeurs de 
l’IDP sur l’ensemble de la population. Graphiquement, les valeurs semblent regroupées autour des 
mêmes valeurs pour les deux races (cf. figure 42). 
 
L’intervalle de référence obtenu est [20,3-28,1] pour l’IDP, l’intervalle de confiance pour la borne 
inférieure est [19,6-20,7] et pour la borne supérieure [27,1-30,8]. De même que pour les autres 
données concernant les plaquettes, le Lasercyte™ ne fournit pas de valeurs de référence, même si la 
répartition globale semble gaussienne (cf. figure 43). 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 41 : Répartition des valeurs de PCT de l'ensemble de l'effectif 
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Figure 42 : Répartition des valeurs de l'IDP selon les races 

Figure 43 : Répartition des valeurs d'IDP de l'ensemble de l'effectif 
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2.2.2.6. Résumé des résultats  
 

Statistiquement, on observe des différences significatives entre les deux races seulement sur 
quatre données : les numérations des monocytes, des éosinophiles, des basophiles, et le VPM. On 
observe également une différence statistique sur les leucocytes, mais cette dernière disparait si on 
exclue les trois lignées précédemment citées (cf. tableaux 1 et 2). 

 

 

 

 
 
Lorsque les chiffres sont en gras, cela signifie que la valeur obtenue est inférieure à la valeur de 
référence du Lasercyte™ avec certitude, donc que l’intervalle de confiance qu’on a obtenu ne 
contient pas cette dernière. En italique et en gras, la valeur obtenue est supérieure à l’intervalle de 
référence. En italique, ce sont les données douteuses, c’est-à-dire que notre intervalle de confiance 
s’arrête pile à la valeur de référence. Le reste représente les données pour lesquelles on a trouvé la 
même valeur que le Lasercyte™. 

Tableau 1 : Intervalles de référence et de confiance communs aux deux races et valeurs de 

référence du Lasercyte™ 

Tableau 2 : Intervalles de référence et de confiance non communs aux deux races et valeurs 

de référence du Lasercyte™ 
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Par conséquent, lorsque les deux valeurs sont en gras, cela veut dire que globalement la courbe est 
décalée vers la gauche par rapport aux valeurs de référence, si les deux valeurs sont en italique et en 
gras, c’est l’inverse. Si on a resserré l’intervalle (donc réduit la dispersion), la borne inférieure est 
en italique et en gras et la supérieure en gras (par exemple les lymphocytes). 
 

2.2.3. Discussion 
 

Notre étude portait donc sur deux races de chien de travail, que des mâles et tous considérés 
comme adulte. 
 

2.2.3.1. Différences entre les races 
 

Des différences significatives entre les deux races ont été observées sur quelques données de 
l’hémogramme. Chez les bouviers bernois, une étude a montré une différence significative avec les 
standards pour la population des éosinophiles et pour le CCMH (NIELSEN et al. [26]).  
D’autres études ont montré que certaines races avaient des valeurs plus élevées d’hématocrite, 
comme le Berger allemand, le Boxer, le Beagle (TVEDTEN [43]). 
Mais cette différence est attribuée au stress plus marqué de certaines races, surtout au moment des 
prises de sang, provoquant alors une contraction de la rate et la différence observée.  
Une étude sur des hémogrammes (hématocrite, hémoglobine, numération glomérulaire, numération 
leucocytaire) de plus de 400 labradors et beagles n’a pas montré de réelles différences entre les 
deux races sur toutes les tranches d’âges étudiées, pour les chiens entre 1 et 8 ans. 
Certaines tranches d’âges présentent significativement des valeurs différentes, mais d’autres non, et 
ces tranches ne sont pas communes d’un paramètre à l’autre (HARPER et al. [14]).  
Dans tous les cas, et dans notre étude aussi, même avec différence, les valeurs restent dans les 
normes. Une exception à cette règle existe chez les chiots. 
 
On peut donc se demander si les différences observées dans notre étude sont réelles entre les deux 
races, le stress, au moment de la prise de sang, pouvant par exemple modifier nos données. 
Surtout que le personnel militaire confesse une différence comportementale entre les deux races et il 
peut influencer l’éducation, et ainsi le comportement pendant la consultation. 
On m’a, par exemple, décrit plusieurs fois le berger allemand comme plus dépendant à son maître et 
plus facilement stressé lors d’un changement dans son environnement.  
 
La deuxième hypothèse qu’on peut émettre quand à cette différence est la précision des mesures. 
Toutes nos données sont issues d’un automate : le Lasercyte™, et il existe un écart entre les valeurs 
réelles et celles données par l’automate.  
Quelques études se sont intéressées à la précision des automates d’hématologie, dont le 
Lasercyte™.  
WENGER-RIGGENBAC et al. [45] ont étudié la précision de ce dernier pour des chiens avec des 
valeurs dans les normes usuelles, mais aussi en dehors de ces valeurs pour voir si le Lasercyte™ 
repère les anomalies. 
 
La précision est mesurée par rapport à une méthode de référence.  
Lorsque la variation est inférieure à 3 %, on considère la précision comme bonne, inférieure à 5 %, 
elle est acceptable, au dessus, on dit que la mesure est imprécise.  
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Pour des chiens avec une numération leucocytaire dans les normes, la valeur des monocytes est 
acceptable (4,9 %), mais celle des basophiles, éosinophiles et lymphocytes imprécises 
(respectivement 32 %, 18,5 % et 7 %). 
La lignée leucocytaire n’est pas la seule touchée par cette imprécision. 
Les réticulocytes ont une imprécision de 42,7 %, le volume plaquettaire moyen a une valeur 
acceptable (4,9 %) et le plaquettocrite imprécise (7,3 %).  
On retrouve sensiblement les mêmes valeurs sur des chiens avec une numération basse, même si, 
dans cette situation, les imprécisions sur la lignée blanche sont plus importantes. 
 
D’autres études (PAPASOULIOTIS et al. [28]) donnent des résultats encore plus imprécis sur 
l’ensemble des données de la lignée blanche. 
 
Parmi les données différentes entre nos deux races, deux sont issues de valeur imprécises, et deux 
de valeur à la limite de l’acceptable (4,9 % pour 5 %).  
On peut ainsi se demander si les différences observées entre les deux races ne sont pas liées à 
l’imprécision de l’automate sur ces données, surtout qu’on constate que plus la numération 
leucocytaire diminue plus l’imprécision augmente. 
Or, dans notre échantillon, on obtient globalement une numération leucocytaire plus basse que les 
valeurs de référence. L’imprécision est donc augmentée. 
 
D’autres études ont montré l’imprécision des valeurs de basophiles par la plupart des automates 
(LILLIEHOOK et TVEDTEN [22]). 
En ce qui concerne le volume plaquettaire moyen, c’est une valeur calculée à partir du rapport du 
plaquettocrite et de la numération plaquettaire.  
Si on refait le calcul à partir de ces valeurs, on n’obtient pas le résultat donné par l’automate.  
En réalité, le Lasercyte™ connait deux chiffres après la virgule pour le plaquettocrite, mais n’en 
donne qu’un. Avec un chiffre après la virgule, la valeur est déjà imprécise dans les études. 
Ceci peut expliquer une grande variabilité des valeurs observées, et donc la différence observée 
entre les deux races. 
 
Les deux races étant proches (même format, famille de chiens de berger) et les différences 
concernant des données décrites comme avec une précision médiocre ou acceptable, il est très 
difficile de connaître la part de chaque élément dans les différences observées. 
Il aurait fallu des données interprétées par au moins un autre automate et un frottis pour pouvoir 
affirmer avec certitude que la différence est réelle et non liée à l’utilisation d’un automate. 
 
 

2.2.3.2. Les intervalles de référence 
 

On observe tous les cas de figures dans notre étude ; des intervalles de référence qui 
correspondent aux valeurs du Lasercyte™, des courbes décalées vers la gauche ou la droite par 
rapport aux références, et des intervalles réduits. 
 

2.2.3.2.1. Les intervalles de référence de la lignée érythrocytaire 
 

La lignée érythrocytaire est la lignée avec le plus de variations chez les chiens de sports. 
Pour la numération des érythrocytes, on retrouve les valeurs usuelles.  
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Plusieurs études sur des chiens de sports ont montré des tendances à des anémies (DZHELEBOV et 
al. [11], QUERENGAESSER et al. [32]), même plusieurs jours après l’arrêt de l’activité. 
Mais ce résultat est très variable, il semble plus lié au moment de la prise de sang par rapport à 
l’exercice et l’intensité de ce dernier (DAVIS et al. [8]).  
 
On constate dans notre population, en parallèle, une nette augmentation du taux d’hémoglobine 
avec une augmentation plus modérée de l’hématocrite.  
Sur ces deux derniers paramètres, les études diffèrent sans consensus, les mêmes raisonnements que 
pour les anémies sont utilisés pour expliquer cet écart.  
Dans notre population, l’endurance est demandée ainsi qu’une activité régulière et constante, 
contrairement à des chiens avec une activité saisonnière et intense.  
Une étude plus récente de LOVE et al. [23] a montré que les chiens de traineaux avaient plus de 
chance de finir une course d’endurance s’ils avaient des valeurs hautes d’hémoglobine et 
d’érythrocytes, et cette correspondance reste valable sur l’ensemble de l’intervalle de référence.  
Toutes ces variations peuvent s’expliquer sur le long terme. 
On observe une adaptation physiologique de l’érythropoïèse, puisque le rein sécrète plus d’EPO lors 
de situation d’hypoxie, ce qui arrive à chaque exercice [32]. 
Il faut bien faire la différence entre les chiens entrainés et les chiens qui viennent de faire un 
exercice. 
Les augmentations des paramètres sanguins observés dans ce dernier cas sont souvent associées à la 
déshydratation post-exercice, donc une diminution du volume de plasma, et, par conséquent, une 
hausse de la concentration en hémoglobine et érythrocytes, sans modification de leur nombre. 
Alors que chez les chiens entrainés, en dehors de tout exercice, on observe ces augmentations, qui 
sont réelles. 
 
En ce qui concerne les paramètres décrivant les érythrocytes, on observe pour le VGM et le CCMH 
un intervalle recentré par rapport à celui d’Idexx, qu’on peut attribuer à la standardisation de notre 
population.  
Pour le CCMH, on constate un très discret décalage de la courbe vers la droite, mais l’intervalle de 
confiance ne diffère que de 0,2 g/dL par rapport à la valeur de référence.  
Il est donc très difficile de conclure sur cette différence statistique qui scientifiquement n’a pas ou 
très peu de signification. 
 
Malgré l’augmentation de l’hématocrite et de l’hémoglobine, on remarque que les paramètres 
calculés à partir de ces mesures (VGM, CCMH, TCMH) sont dans les valeurs de référence, ou très 
discrètement augmentés. 
La composition, la taille moyenne des érythrocytes ne sont pas modifiées. Un hématocrite élevé est 
associé à un taux d’hémoglobine et une numération globulaire élevés (le coefficient de corrélation 
de la courbe représentant l’hématocrite en fonction des globules rouges est de 91 %, avec 
l’hémoglobine, l’association est moins forte et tombe autour des 70 %).  
Ceci confirmerait la thèse énonçant que la composition actuelle du sang est optimale. 
Toute augmentation entraine une augmentation de viscosité du sang, et donc un moins bon apport 
d’oxygène à cause d’une augmentation des résistances (STORZ et al. [42]). 
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On constate de même que la borne supérieure de l’IDR a été modifiée pour une valeur plus basse.  
Cela signifie que la variation de taille des globules rouges est moindre que dans une population 
classique, ce qui est en lien avec des paramètres sanguins adaptés pour l’activité sportive. 
 
En ce qui concerne les réticulocytes, on constate qu’on réduit la borne supérieure d’une assez 
grande valeur. 
On peut interpréter cela par un faible nombre d’animaux avec un hématocrite dans les valeurs 
basses (signe d’anémie) dans notre population, donc un renouvellement cellulaire dans les valeurs 
usuelles basses.  
Cela confirme, contrairement à certaines études sur les chiens sportifs, que notre effectif ne souffre 
pas d’anémie, et aussi que notre effectif ne souffre pas de déshydratation puisque les valeurs des 
érythrocytes sont dans les normes usuelles. 
 
En conclusion, au sein de notre population, on observe une augmentation de l’hémoglobine et de 
l’hématocrite mais sans modification des caractéristiques d’un globule rouge (VGM. CCMH et 
TCMH dans les normes). 
Cette augmentation n’est pas liée à une déshydratation, puisque les érythrocytes sont dans les 
valeurs usuelles et qu’aucun signe d’anémie n’est rapporté.  
Cela coïncide avec la thèse énonçant que la composition usuelle du sang est adaptée à une activité 
sportive, et que des variations importantes de l’hématocrite diminuent l’endurance à un exercice. 
 
 

2.2.3.2.2. Les intervalles de référence de la lignée leucocytaire 
 

On constate que notre intervalle de la numération leucocytaire est décalé vers les valeurs 
basses par rapport aux valeurs usuelles.  
Deux donnés sont à prendre à compte pour interpréter cette modification : la vie en communauté de 
ces chiens dans des chenils à l’extérieur, et le côté sportif.  
 
En effet, il a été montré dans de nombreuses études que les chiens vivant en extérieur, en groupe 
et/ou en chenil avaient souvent des leucocytoses, liés au plus grand risque de transmission 
d’infections et de parasites (TVEDTEN [43]).  
 
Chez les chiens sportifs, certaines études ont montré des leucocytoses [11], alors que d’autres n’ont 
pas montré de différence significative avec les valeurs usuelles (RAUTENBACH et al. [35]).  
On n’observe pas de leucocytose sur l’ensemble de notre population, la limite supérieure et son 
intervalle de confiance se situe en dessous des valeurs de référence du Lasercyte™. 
En revanche, une légère leucopénie est observée sur l’ensemble de la population. 
 
Pour les lymphocytes, on trouve un intervalle plus réduit par rapport aux valeurs usuelles.  
On a donc moins de dispersion par rapport à la moyenne, cela est aussi retrouvé dans l’étude sur les 
chiens d’une école de police d’Afrique du Sud [35].  
Le manque de diversités (même espèce, même race, même mode de vie etc.), contrairement aux 
études tout venant, peut expliquer qu’il y ait moins de dispersion. 
 
Pour les monocytes, on n’a pu réaliser notre étude avec un intervalle de confiance que sur la 
population des BBM.  On a un léger décalage des valeurs vers la droite par rapport aux références, 
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mais la différence est très discrète (les intervalles de confiance sont très proches des valeurs 
usuelles). 
On ne peut donc pas parler d’une franche augmentation de la numération moyenne des monocytes 
au sein de notre échantillon.  
Ce résultat de différence significative sans réelle signification scientifique est aussi retrouvé dans 
l’étude sur les chiens d’Afrique du Sud et les Husky d’Alaska (SASSNAU [38]). 
 
L’intervalle de référence est décalé vers la gauche pour les neutrophiles, ce qui est contraire à la 
neutrophilie souvent constatée chez les chiens de chenil et les chiens sportifs. 
On remarque que notre limite supérieure est douteuse puisque l’intervalle de confiance se referme 
sur la valeur de référence du Lasercyte™.  
Cette lignée est responsable également de l’écart d’intervalle de référence observé sur la lignée 
leucocytaire. 
Les quelques valeurs assez faibles de neutrophiles (qu’on retrouve dans la numération des 
leucocytes) n’ont à priori pas d’explications, les animaux étant cliniquement sains au moment des 
prises de sang, et plutôt stressés (donc à tendance à la neutrophilie). 
 
En ce qui concerne les éosinophiles, on constate un décalage de la courbe vers la gauche très 
nettement, même si la limite supérieure ne le reflète pas.  
Des éosinophilies sont souvent observées sur des chiens vivant en chenil puisque les infestations 
parasitaires sont plus nombreuses. 
On peut supposer que cette différence observée est due à une meilleure observance des traitements 
antiparasitaires, contrairement à la population générale.  
 
Pour les basophiles, on obtient la même allure de la répartition que les éosinophiles par rapport aux 
valeurs de référence. 
La basopénie étant très peu documentée car très difficilement mise en évidence, on peut supposer 
que cette différence est plus liée à la relative homogénéité de notre population par rapport à la 
population globale (sans toutefois oublier que le Lasercyte™ est imprécis sur cette donnée du fait 
du faible nombre de basophiles dans le sang). 
 
 
Sur la lignée blanche, on trouve, contrairement aux études sur les chiens de chenil et sportif, une 
numération des neutrophiles globalement plus faible que dans la population générale. Le 
Lasercyte™ est assez précis sur cette valeur (98 % selon WENGER-RIGGENBAC et al. [45]).  
Le stress chronique des chiens est une hypothèse pouvant expliquer cette différence. 
On trouve une discrète augmentation des monocytes sans signification clinique, retrouvée aussi 
dans les autres études, ainsi qu’un intervalle plus réduit des lymphocytes sûrement lié à 
l’homogénéité de notre population.  
On n’observe pas de valeurs élevées d’éosinophiles, les traitements antiparasitaires sont 
globalement efficaces et bien observés, mais il ne faut pas oublier que le Lasercyte™ est assez 
imprécis sur cette valeur. 
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2.2.3.2.3. Les intervalles de référence de la lignée plaquettaire 
 

Notre  étude n’a montré aucune différence avec les valeurs de référence habituelle pour la 
numération plaquettaire. 
On constate une légère dispersion des valeurs, on ne retrouve pas 95 % de l’effectif entre les deux 
bornes.  
Plusieurs explications peuvent être avancées. 
L’hypothèse principale restant une erreur de lecture liée aux conditions de la prise de sang. 
Si le sang a commencé à former des clous plaquettaires, si la prise de sang ne s’est pas faite 
rapidement ou en plusieurs fois, on sous-estime alors la vraie valeur, ce qui pourrait expliquer les 
quelques chiens en dessous de la limite inférieure.  
Dans l’idéal il aurait fallu avoir un frottis de confirmation après chaque mesure effectuée par 
l’automate.  
 
Plusieurs études ont montré une augmentation significative par rapport aux normes des plaquettes 
chez les chiens sportifs ([38], [8]) ce qui pourrait expliquer les quelques valeurs au dessus de la 
limite supérieure, sachant que les chiens du site de Suippes ne sont pas soumis à une activité aussi 
intense que les chiens de ces études.  
Un des hypothèses pour ces thrombocytoses observées est le stress au moment de la prise de sang. 
Cependant ce résultat n’est pas retrouvé sur les autres lignées sanguines modifiées par le stress. 
 
Pour les valeurs décrivant les plaquettes, il n’y a pas encore, à l’heure actuelle, de consensus sur les 
valeurs de références. Le Lasercyte™ n’en donne d’ailleurs pas, même dans ces dernières mises à 
jour. 
On constate que la répartition dans notre étude a des allures de loi normale pour ces trois paramètres 
et qu’on peut déterminer des valeurs de référence même si, on a très peu d’information sur la 
pertinence et la précision des valeurs données par les automates. 
Ces paramètres sont pris en considération, le plus souvent, dans des études de pathologie 
susceptibles de modifier la lignée plaquettaires. 
Une étude colombienne de BOSSA-MIRANDA et al. [1] a donné des valeurs de référence suite à 
une étude rétrospective sur des chiens sains présentés à une clinique vétérinaire.  
Les intervalles de référence du PCT, VPM et IDP sont respectivement [0,1-0,6], [7,23-13,64], 
[33,04-42,57]. 
On trouve le même résultat pour le plaquettocrite que dans cette étude.  
Notre borne inférieure pour le VPM est plus basse, mais la borne supérieure est dans les mêmes 
valeurs.  
En revanche, nos valeurs pour l’IDP sont beaucoup plus faibles que dans cette étude puisque nos 
deux intervalles ne se chevauchent pas. 
Une telle différence n’est pas facilement explicable surtout que pour les autres valeurs, les résultats 
sont sensiblement les mêmes. 
Deux hypothèses peuvent être proposées : des automates différents, et une plus grande diversité de 
race et de taille.  
Sans plus d’informations et de recul sur ces analyses, il est difficile de trancher. 
 
La lignée des plaquettes montre les limites des automates en hématologie. La numération 
plaquettaire peut sous estimer la valeur réelle si des amas plaquettaires ont eu le temps de se former. 
Le frottis est donc essentiel pour étudier la lignée plaquettaire. Les valeurs décrivant la population 
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des plaquettes fournies par les automates (VPM, IDP et PCT) sont peu utilisées et renseignées dans 
les études. Les vétérinaires préfèrent l’observation des plaquettes au microscope pour l’étude des 
maladies touchant la lignée plaquettaire. Le frottis apporte plus d’informations sur l’hétérogénéité 
des tailles et des formes des plaquettes. 
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CONCLUSION 

L’objectif de notre étude était d’obtenir des intervalles de référence pour les données de 

l’hémogramme dans une population homogène, c’est-à-dire présentant des activités équivalentes, 

des races assez proches (deux races types bergers), la même alimentation, le même milieu de vie 

depuis plusieurs mois, les mêmes traitements et la même tranche d’âge (tous considérés comme 

adulte). La seule différence résidant dans les élevages d’origine des chiens et donc leur première 

année de vie.  

Les  chiens vivent en chenil à l’extérieur et ont un entrainement sportif quotidien. On n’observe des 

différences entre les deux races (Berger Allemand et Berger Belge Malinois) que sur quatre 

données : la numération des monocytes, la numération des éosinophiles, la numération des 

basophiles et le volume plaquettaire moyen, mais ce sont des paramètres où le Lasercyte™ ne se 

révèle pas assez précis à cause de leur faible population dans le compartiment sanguin.  

Il est donc difficile de savoir sans frottis si la différence observée est réelle ou non.  

Notre population met en évidence une valeur plus élevée de l’hémoglobine et de l’hématocrite sans 

variation des autres paramètres de la lignée rouge, sans être modifiée de façon importante.  Ceci est 

en accord avec la théorie prétendant que si l’hématocrite augmente de trop (supérieur à 60 %), la 

viscosité sanguine augmente, entraînant une augmentation des résistances vasculaires et une 

moindre délivrance de l’oxygène aux tissus, on parle de mauvaise adaptation à des situations 

d’hypoxie (comme l’altitude). On constate également un bon entrainement des chiens. On n’observe 

aucune anémie, ni de signe de déshydratation, ni de signe de stress à la prise de sang.  

En effet, la lignée blanche confirme ce résultat. On remarque une légère tendance à la neutropénie, 

une légère augmentation des monocytes sans explication particulière. Le stress chronique est une 

hypothèse envisageable. Par contre, contrairement à beaucoup de chiens de chenil, les éosinophiles 

sont en quantité moindre que l’intervalle de référence, montrant une bonne maitrise de la pression 

parasitaire.  
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Sans frottis de confirmation, les mesures du Lasercyte™ ne sont pas précises pour ces deux 

dernières populations.  Il en est de même pour ce qui concerne la lignée plaquettaire, même si on 

retrouve les valeurs usuelles, et qu’on peut définir des intervalles de référence pour le volume 

plaquettaire moyen, le plaquettocrite et l’indice de distribution plaquettaire qui actuellement n’en 

ont pas. Le frottis reste indispensable pour l’étude des plaquettes. 
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Annexe 1 : Exemple de feuille de résultats donnée par le Lasercyte™ 
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Annexe 2 : Couverture du carnet sanitaire 
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Annexe 3 : Données de l’étude (identification et lignée leucocytaire) 
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Annexe 4 : Données de l’étude bis (lignée érythrocytaire et plaquettes) 
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DES DONNÉES DE L’HÉMOGRAMME CHEZ 247 CHIENS 

DE TRAVAIL DE L’ARMÉE 

 

NOM et Prénom : SOLLIER Thibault 

 

Résumé 

Les automates utilisés en médecine vétérinaire pour les hémogrammes fournissent des intervalles de 
référence de chaque lignée sanguine. Ces derniers sont déterminés à partir d’animaux de compagnie 
de races différentes. La population des chiens du 132ème bataillon cynophile de l’Armée de Terre est 
homogène : deux races essentiellement le Berger Belge Malinois et le Berger Allemand. L’objectif 
de l’étude était de déterminer des intervalles de référence représentatifs de cette population de chien 
de travail à partir d’hémogrammes réalisés entre 2005 et 2007 à la clinique vétérinaire du bataillon 
sur un automate d’hématologie : le Lasercyte™ sur 184 Bergers Belges Malinois et 63 Bergers 
Allemands adultes (entre 15 mois et 10 ans).  
Les résultats montrent un taux d’hémoglobine et un hématocrite plus élevés que les valeurs 
usuelles, sans modification des autres paramètres de la lignée rouge. Cette modification est à relier 
avec l’entrainement sportif quotidien des chiens. 
La numération leucocytaire est plus faible, la différence se fait principalement sur la population des 
neutrophiles.  
Les numérations des monocytes, éosinophiles et des basophiles montrent des différences 
significatives entre les deux races. La faible numération de ces populations rend le comptage par 
l’automate imprécis et ne permet pas de conclure à une réelle différence. 
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Summary 

Hematology analyzers used in veterinary medicine give reference values for each blood cell. Those 
are determined from pets of different breeds. Dogs from 132th battalion Army are homogeneous: 2 
breeds mainly German Shepherd and Belgian Sheperd Malinois. Our objective was to determine 
reference values representative of these dogs with hemograms done between 2005 and 2007 at the 
veterinary clinic of battalion on a hematology analyzer: Lasercyte™, 184 Belgian Shepherd 
Malinois and 63 German Shepherd adults (between 15 months and 10 years). 
Results show a higher hemoglobin concentration and hematocrit than reference values without 
changing any other red blood cell parameters. This change is linked with daily sports training dogs 
White blood cells are lower, difference is mainly on neutrophils. Monocytes, eosinophils and 
basophils counts show significant difference between the 2 breeds. The low count of those cells 
makes counting of hematology analyzer imprecise and does not allow concluding with a real 
difference. 
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