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Introduction 
 
 
 
 
 

Giardia duodenalis est une des espèces du genre Giardia. Elle est cosmopolite et 
responsable de la giardiose chez un très grand nombre de mammifères y compris l’homme. 
Au sein de cette espèce, les sous-groupes ne sont pas encore bien définis, mais il semble de 
plus en plus clair que les animaux puissent avoir un rôle de réservoir pour la giardiose vis à 
vis de l’homme. Le symptôme observé le plus couramment est une diarrhée chronique non 
caractéristique. Mais nombreux sont les animaux porteurs asymptomatiques. 
 

La forte prévalence de Giardia duodenalis, le risque pour la santé publique et 
l’absence de signes cliniques caractéristiques associés, font du diagnostic de laboratoire un 
élément fondamental de la lutte contre la giardiose. 

 
L’observation microscopique des kystes du parasite est la méthode diagnostique la 

plus employée. Mais cette méthode nécessite plusieurs prélèvements espacés dans le temps 
pour être d’une bonne sensibilité. En médecine humaine, des tests ELISA ont été 
développés et s’avèrent être très sensibles et très spécifiques vis à vis de Giardia 
duodenalis. En médecine vétérinaire, les études peu nombreuses réalisées avec des tests 
ELISA chez le chien nécessitent d’être approfondies. 

 
Cette étude portant sur le diagnostic de la giardiose avait donc pour objectifs de : 
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• Comparer la coproscopie par sédimentation et le test ELISA ProspectT® 

Giardia pour le diagnostic de la giardiose chez le chien. 

• Etudier la conséquence de la conservation pendant une semaine à température 
ambiante des selles non traitées sur les résultats du test ELISA ProspectT® 
Giardia. 

• Etudier la conséquence de la conservation pendant une semaine à température 
ambiante des selles non traitées sur les résultats de la coproscopie par 
sédimentation. 

 
 

Nous ferons dans une première partie une mise au point des connaissances 
actuelles sur Giardia duodenalis et sur la giardiose canine. Puis nous détaillerons dans une 
deuxième partie l’expérimentation mise en place pour la réalisation des objectifs choisis. 
Nous présenterons les résultats puis les discuterons.  

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

PARTIE BIBLIOGRAPHIQUE : 
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LA GIARDIOSE CANINE 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

I.  Etude du parasite 

A) Historique 

Le protozoaire Giardia fut un des premiers parasites observés au microscope, par 
Anton Leeuwenhoek examinant ses propres selles en 1681. La reconnaissance de son 
implication dans la survenue de diarrhée chez des animaux infectés s’est faite plus tard. 

 
Pendant longtemps, le genre Giardia a été reconnu pour comporter un nombre 

important d’espèces adaptées à leur hôte. Mais le manque de distinction morphologique 
évidente a conduit Filice en 1952 (cité par VAN KEULEN et al., 2002) à redéfinir trois 
espèces morphologiquement différentes, dont Giardia duodenalis qui est l’espèce 
retrouvée chez la plupart des mammifères y compris les humains. 

 
La littérature emploie indifféremment les noms de Giardia duodenalis ou Giardia 

intestinalis pour désigner la giardiose chez les mammifères autres que l’homme, et Giardia 
lamblia chez l’homme. Tous désignent morphologiquement le même organisme. Ainsi, 
Thompson et al.(1993a) proposent l’utilisation unique du nom Giardia duodenalis pour 
éviter toute confusion. 
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Plus récemment, la caractérisation moléculaire d'isolements de Giardia 
duodenalis dans des espèces animales différentes a indiqué l'existence d'un certain nombre 
de génotypes distincts, dont certains semblent être adaptés à leur hôte (THOMPSON et al., 
1993a).  

B) Taxonomie 

Selon la classification la plus récente, Giardia duodenalis est un organisme 
unicellulaire faisant partie (BUSSIERAS et CHERMETTE, 1992 ; COX, 2002)  : 

 
 
• Du règne des Protozoaires (eucaryotes unicellulaires) 

• Du phylum des Metamonada (flagellés intestinaux), issu de l’ancienne classe 
des Mastigophora  

• De l’ordre des Diplomonadida caractérisé par une symétrie bilatérale du fait 
d’un corps divisé longitudinalement (2 noyaux, 8 flagelles, mais pas de 
mitochondries ni de Golgi) 

• De la famille des Hexamitidae (présence de 8 flagelles) 

• Du genre Giardia (présence d'un disque adhésif ventral). 

La taxonomie du genre Giardia est basée sur la morphologie ; en particulier sur la 
forme du trophozoïte, des corps médians et sur la taille du disque ventral adhésif comparé à 
la taille de la cellule. En utilisant ces critères, Filice (1952) a défini trois grandes espèces 
morphologiques: Giardia agilis retrouvée chez les amphibiens, Giardia muris chez les 
rongeurs, et Giardia duodenalis chez les mammifères. Par la suite, deux nouvelles espèces 
Giardia psittaci et Giardia ardeae, retrouvées chez les oiseaux, ont été décrites sur la base 
d’une identification par microscopie électronique. Une sixième espèce retrouvée chez les 
campagnols et les rats musqués, Giardia microti, a été proposée sur la base de la 
morphologie des kystes et de l’analyse de l’ARN ribosomial (MONIS et al., 2003). 

 
Giardia duodenalis est retrouvée chez de nombreux mammifères. L’unité 

morphologique des isolats retrouvés masque en réalité une considérable diversité génétique 
et biotypique (MELONI et al., 1995). Les données taxonomiques ont ainsi dû être 
reconsidérées (MONIS et al., 2003). 

 
Les isolats de Giardia duodenalis provenant d’humains et de nombreux autres 

mammifères peuvent être réunis dans un des deux assemblages génétiques majeurs : 
Assemblage A et Assemblage B (HOMAN et al., 1992 ; MONIS et al, 1996). 

 
L’Assemblage A étant lui-même séparé en deux groupes : A-I et A-II. A-I 

comprend des isolats retrouvés aussi bien chez les humains que chez les animaux (EY et 
al., 1996). Il focalise ainsi l’attention concernant le potentiel de transmission zoonotique de 
Giardia duodenalis. L’isolat A-II est connu pour être retrouvé exclusivement chez les 
humains (THOMPSON et al., 2000). Une étude récente vient cependant de retrouver des 
isolats A-II chez des animaux domestiques (PONCE-MACOTELA et al., 2002). 

L’Assemblage B est essentiellement retrouvé chez les humains mais également 
chez quelques espèces de mammifères. 
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Le niveau de diversité génétique des génotypes appartenant à l’assemblage B est 

plus important que ceux retrouvés dans l’assemblage A. Nombre de ces génotypes n’ont 
été retrouvés que chez une seule espèce hôte, ce qui laisse supposer une plus grande 
ancienneté de cet assemblage (THOMPSON et al., 2000). 

 
Les études récentes portant sur les isolats d’origine animale ont révélé plusieurs 

nouveaux groupes génétiques autres que les Assemblages A et B au sein de Giardia 
duodenalis, ceux-ci apparaissant spécifiques de leur hôte (THOMPSON et al., 2000) : 

 
• Les assemblages C et D, isolés chez le chien 

• L’assemblage E, isolé chez le bétail (alpaga, bovins, ovins, caprins, porcins)  

• L’assemblage F, isolé chez le chat 

• L’assemblage G, isolé chez le rat. 

 
Ces données sont en faveur d’une grande complexité au sein de l’espèce Giardia 

duodenalis (MONIS et al., 2003). 
 
Cela inciterait donc à ne regrouper sous le terme de Giardia duodenalis que les 

souches à potentiel zoonotique et à nommer différemment les espèces spécifiques de leur 
hôte (THOMPSON et al., 1993a ; THOMPSON, 2002a). 

 
 
 

C) Morphologie 

 
Giardia duodenalis se présente sous deux formes : le trophozoïte (stade végétatif) 

et le kyste. 
 
 

1.   Le trophozoïte (KREIER, 1978 ; THOMPSON et al., 1993b) 

 
Il a une forme de goutte à l’extrémité antérieure arrondie et postérieure effilée. Il 

mesure 6 à 10 µm de largeur sur 10 à 15 µm de longueur pour une épaisseur de 2 à 4 µm. 
En section, Giardia a une forme en croissant avec une face dorsale convexe et une face 
ventrale concave en raison de la présence d’un disque formant une ventouse. 

Cette dépression ventrale joue un rôle dans la fixation du parasite aux cellules 
intestinales. Ce disque est constitué par des flagelles et des microtubules. Son 
fonctionnement est complexe. Il résulte d’une force d’aspiration créée par le flux de liquide 
généré par le mouvement des flagelles ventraux.  
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Le trophozoïte est actif et mobile 
grâce à quatre paires de flagelles. La 
cellule contient deux gros noyaux à 
contours ovalaires situés symétriquement 
dans le tiers antérieur, contenant chacun 
un caryosome de grande taille. 
Transversalement, deux structures 
parallèles en forme de bâtonnets plus ou 
moins incurvés, les corps médians, 
correspondent à des agrégats denses de 
microtubules et de protéines contractiles. 
Il ne contient ni mitochondrie, disparue 
au cours de son évolution, ni appareil de 
Golgi (BUSSIERAS et CHERMETTE, 
1992 ; HASHIMOTO et al., 1998). Lors 
de son observation à l’objectif à 
immersion (x100), il ressemble à un 
« visage de clown » (CONBOY, 1997). 

 
 
Le génome est 

constitué d’au moins 5 chromosomes 
dans chaque noyau correspondant à un 
total de 1.2x107 paires de bases (ADAM, 
2000). 

 

 
 

 
 

 
Figure 1 : Trophozoïte de  
Giardia duodenalis (27)

 
 
 

2.   Le kyste 

 
Le kyste est une forme de résistance émise dans 

les selles et est un élément de contamination. Il présente 
une forme ovale, une paroi à double contour d’épaisseur 
0.3-0.5 µm (RIPERT, 1996). Il renferme 2 à 4 noyaux, 
des résidus de flagelles et de corps médians, donnant 
l'impression de contenir un S au centre et correspondant à 
deux trophozoïtes incomplètement séparés mais formés. Il 
mesure 7 à 10 sur 8 à 12 µm (BARR et BOWMAN, 1994 
; BOURDEAU, 1993). 
 
 

 
 

Figure 2 : Kyste de Giardia (27)
 

D) Biologie 
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1.   Habitat 

 
Le peu d’études portées sur l'habitat des Giardia chez les carnivores rendent sa 

connaissance controversée. Chez le chien, Giardia duodenalis semble coloniser 
préférentiellement le duodénum et le jéjunum. Certaines études ont décrit une colonisation 
du duodénum chez des chiens symptomatiques et du jéjunum chez des chiens 
asymptomatiques (BARR, 1998). Chez le chat, la répartition est différente avec un 
développement surtout net en partie distale de l'intestin grêle (KIRKPATRICK, 1986).  

Cette répartition peut aussi varier en fonction des individus et selon l’alimentation 
de ceux-ci. Une alimentation riche en carbohydrates plutôt qu’en protéines semblerait 
favoriser l’infection et plus particulièrement la colonisation de la partie haute du tube 
digestif (BARR et BOWMAN, 1994). 

Très rarement, les Giardia peuvent envahir la muqueuse, mais on ne connaît pas 
chez les carnivores de cas de remontée des voies biliaires, tels que décrits dans l'espèce 
humaine (BEUGNET et al., 2000a ; TEKWANI et MEHLOTRA, 1999).  
 

Les Giardia vivent fixés à la 
surface de la bordure en brosse des 
cellules intestinales, essentiellement à la 
base des villosités. La fixation est 
permise par le disque, dont le processus 
de succion est entretenu par les 
mouvements des flagelles mais aussi 
grâce à des mécanismes de recon-
naissance cellulaire spécifique. La fixa-
tion est en partie liée à la présence d'une 
protéine (lectine) de la membrane 
plasmique, qui se lie à des résidus 
glycosylés de la cellule hôte 
(THOMPSON et al., 1993b). 

 
 

 
      
Figure 3 : Fixation de Giardia à la 
surface des entérocytes (27) 

Les Giardia se multiplient par division binaire dans l'intestin grêle sous leur forme 
trophozoïtique et forment un véritable tapis en surface de l'épithélium digestif (KREIER, 
1978). Quelques trophozoïtes peuvent passer dans les selles mais ils ne survivent pas 
longtemps en dehors de leur hôte (BARR et BOWMAN, 1994). 
 

Moyens de défense 

 
Il existe à la surface du trophozoïte des protéines à expression variable, ayant de 

multiples rôles. Elles seraient capables de protéger le parasite contre les enzymes de l’hôte 
en formant une sorte de barrière (THOMPSON et al., 1993a). Le trophozoïte peut en effet 
se protéger de la digestion par l’hôte en neutralisant les enzymes pancréatiques, modifiant 
ainsi la couleur des selles (THOMPSON et al., 1993b). 

Elles seraient également une protection contre le système immunitaire de l’hôte. 
Les études ont montré qu’une variation antigénique est observée uniquement lorsque le 
clone de Giardia est donné à des souris immuno-compétentes. Lorsque les souris sont 
immuno-incompétentes, la variation antigénique est absente. L’existence d’une telle 
variation est un mécanisme connu d’échappement des parasites au système immunitaire de 
l’hôte. Mais il semble être d’une faible efficacité dans le cas de la giardiose (FAUBERT, 
1996). 
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Métabolisme 

 
Giardia est un organisme anaérobie (absence de mitochondrie). Il est cependant 

capable de survivre dans un environnement micro-aérobie grâce à la cystéine dont le rôle 
serait de le protéger contre les effets létaux de l’oxygène (BARR et BOWMAN, 1994). 

Il se nourrit par pinocytose sur la face dorsale et au centre du disque ventral, les 
flagelles créant un flux liquidien mettant en mouvement les nutriments présents à la 
surface des villosités intestinales (THOMPSON et al., 1993b).  

Sa principale source d’énergie est le glucose mais il utilise également les acides 
aminés comme source de carbone. Il est incapable de synthétiser ses lipides cellulaires et 
utilise comme source de lipide les lipides biliaires (GIBSON et al., 1999 ; LUJAN et al., 
1998).  
 

4.   Cycle évolutif 

 
Le cycle de Giardia est très simple, monoxène, faisant alterner une phase de 

multiplication des trophozoïtes et un stade kyste. 
L'infection se produit lors de l'ingestion puis de la maturation des kystes. Sous 

l'action des enzymes gastriques (in vitro : pH 2 et pepsine à 37 °C) ou duodénales (in vitro 
: pH 8 et trypsine à 37 °C), l’excystement est induit. La maturation des deux trophozoïtes 
immatures contenus dans chaque kyste s'achève par leur séparation (cytodiérèse) et sont 
alors libérés dans le duodénum. Expérimentalement, cette phase est réalisée en 10 à 30 
minutes (BARR et BOWMAN, 1994 ; BOURDEAU, 1993 ; THOMPSON et al., 1999). 

Par la suite, la reproduction des trophozoïtes se fait activement par simple fission 
binaire longitudinale en 5 à 40 heures selon les modèles étudiés (in vivo ou in vitro). 
Lorsque les conditions sont favorables (absence de réaction immunitaire de l’hôte, 
perturbation de la flore intestinale, association avec d’autres parasites), les Giardia 
pullulent (BOURDOISEAU, 1993 ; KREIER, 1978). Il n’existe pas de reproduction 
sexuée connue (BOURDEAU, 1993). 

 
Certains trophozoïtes adhèrent à la bordure en brosse de la muqueuse intestinale, 

grâce à leur disque adhésif ventral et sont alors responsables de la 
maldigestion/malabsorption de l’hôte. Ils se déplacent d’un site à l’autre en utilisant leurs 
flagelles. D’autres trophozoïtes progressent dans le tube digestif et subissent l’enkystement 
(GILLIN et al., 1987 ; THOMPSON et al., 1999). 

 
La formation des kystes se réalise de manière presque exclusive dans la partie 

distale de l’iléum et dans le gros intestin, par des mécanismes encore mal connus (LEIB et 
ZAJAC, 1999 ; LUJAN et al., 1998). L’enkystement est favorisé par la perte de la capacité 
des trophozoïtes à se fixer à la muqueuse, ce qui augmente l'exposition aux facteurs 
d'enkystement et accélère le processus. Cette transformation peut être affectée par les 
variations de pH, concentration en sels biliaires et acides gras. Par exemple, la privation en 
cholestérol dans l’environnement du trophozoïte entraînerait une cascade de régulation 
aboutissant à l’expression de gènes responsables de l’enkystement (LUJAN et al., 1998). 
L’acide lactique, produit majeur du métabolisme bactérien dans le colon, stimule 
l’enkystement. De même, le pH le plus favorable à l’enkystement est de 7,8 
(BOURDEAU, 1993 ; GILLIN et al., 1989).  
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Figure 4 : Cycle évolutif de Giardia duodenalis (32)  
 

 
Le trophozoïte s'ovalise, le disque adhésif se désorganise, les corps médians 

disparaissent. La paroi du kyste apparaît d’abord en partie dorsale jusqu’à recouvrir 
complètement l’organisme (KREIER, 1978). Il contient deux trophozoïtes incomplètement 
formés (2 à 4 noyaux peu visibles, fragments des disques ventraux en forme de croissant). 

Les kystes sont éliminés avec les matières fécales et sont directement infectants. 
Ils peuvent survivre pendant des mois dans l’environnement, particulièrement si les 
conditions climatiques sont fraîches et humides. L’eau propre optimise la longévité des 
kystes alors qu’elle se trouve réduite en cas de contamination bactérienne. 
Occasionnellement des trophozoïtes peuvent être éliminés (en cas de selles liquides), ils 
sont alors tués si le milieu est sec (BARR et BOWMAN, 1994 ; BOURDOISEAU, 1993). 
La période prépatente est de l'ordre de une à deux semaines (5 à 12 jours chez le chien, 5 à 
16 jours chez le chat) (BARR, 1998 ; LEIB et ZAJAC, 1999). La période patente est en 
moyenne de 4 à 5 semaines mais parfois beaucoup plus (BOURDOISEAU, 1993). 

 

5.   Culture 

 
La multiplication de Giardia duodenalis par mise en culture est difficile à obtenir 

mais cependant réalisable sur certains milieux complexes tel que le milieu BIS 33 
« Mexico », en utilisant la solution saline seule, additionnée de bile de bœuf desséchée. 
L’inoculum doit être massif (RIPERT, 1996). 
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II. La Giardiose canine 

A) Définition 

La giardiose est une parasitose digestive courante et cosmopolite. Elle a, par 
exemple, été mise en évidence chez les chiens dans des pays tels que la Chine, l’Espagne, 
les Etats-Unis, la France, l’Australie ou la Nouvelle-Zélande (JORDAN et al., 1993 ; 
THOMPSON, 2000 ; TONKS et al., 1991). Elle sévit généralement sous forme sporadique 
mais peut occasionnellement prendre une allure épizootique chez les jeunes animaux de 
chenil ; contexte dans lequel la maladie est généralement recherchée et reconnue 
(BOURDEAU, 1993). 

B) Epidémiologie 
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1.   Importance 

 
La giardiose du chien est fréquente en France, touchant les animaux de tous âges, 

avec une prévalence plus élevée chez les jeunes à partir du sevrage jusqu’à 2 ans 
(BEUGNET, 1996). Une étude canadienne a montré que 73% des giardioses étaient 
constatées chez des animaux de moins de 1 an. Ces derniers sont en effet plus exposés à la 
contamination fécale, immatures au plan immunologique et donc plus sensibles à Giardia 
(BOURDEAU, 1993 ; JACOBS et al., 2001). Dans les élevages, la prévalence de la 
giardiose peut atteindre 100% (BARR, 1998). 

Une étude américaine a montré que le parasitisme intestinal chez le chien avait 
diminué pour toutes les espèces de parasites entre 1981 et 1990 excepté pour Giardia, qui 
augmente (JORDAN et al., 1993). 

 
Les résultats des analyses coproscopiques réalisées du 1er septembre 97 au 31 août 

1998 au laboratoire de parasitologie de l’ENVA ont montré l’importance du parasitisme 
des protozoaires au rang desquels se trouve la giardiose. Dans cette étude 77% des 
coproscopies positives correspondaient à une infestation par des helminthes contre 33% 
pour les protozoaires (BEUGNET, 1998). 

 
Le laboratoire de l'ENVL a mis en évidence une giardiose dans 10 % des 

coproscopies réalisées à partir de selles de carnivores ayant une diarrhée et présentés en 
consultation à l'Ecole (80 coproscopies réalisées de septembre 1995 à janvier 1996) 
(BEUGNET et al., 2000a). 

 
Les résultats des coproscopies de chiens effectuées au laboratoire de parasitologie 

de l'Ecole Vétérinaire d'Alfort en 1998/99 à partir de selles adressées par des vétérinaires 
praticiens ou par les services de l’Ecole montrent que 13% des chiens de propriétaires et 
22.1 % des chiens d'élevage sont parasités par Giardia duodenalis, parasite le plus souvent 
observé (BEUGNET et al., 2000b ; HERZOG, 2002). Ces résultats montrent également 
que 30,4% des chiens de moins de 6 mois sont infectés par les Giardia ; premier parasite 
digestif du jeune avec les coccidies. Les chiens adultes sont également parasités 
majoritairement par Giardia, à hauteur de 7,1% (BEUGNET et al., 2000c). Une autre 
étude réalisée dans les même conditions mais dans la région lyonnaise à aboutit à des 
conclusions similaires (VILLENEUVE, 2000 ; VILLENEUVE et al., 2000b). 

 
Une étude réalisée en 2001 a trouvé que 59% des portées de chiots étaient 

infectées par Giardia duodenalis. De plus, l’excrétion des kystes semble augmenter à partir 
de la 5ème semaine d’âge puis reste constante, sans subir l’influence du sevrage (ANDRE, 
2001).  

 
Une étude allemande réalisée entre 1998 et 2001 sur la population canine globale 

a montré que la prévalence de la giardiose dans ce pays a augmenté d’année en année (14% 
en 1998 ; 16,7% en 1999 ; 20,5% en 2000 ; 23,7% en 2001) (BARUTZKI D, 2001). 

 

2.   Sources  

 
Les sources de contamination sont représentées par les animaux ou l’homme qui 

éliminent des kystes dans les matières fécales, qu'ils soient porteurs asymptomatiques ou 
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malades. La transmission entre espèces est possible mais fonction des génotypes 
(THOMPSON et al., 2000). Il a été démontré récemment expérimentalement que des 
trophozoïtes issus de perroquets pouvaient coloniser le tube digestif de chatons ou de 
ruminants domestiques et engendrer la maladie (MCDONNELL et al, 2003). Le parasite 
semble transmissible de l’animal à l’homme et vice-versa, même si certaines populations 
parasitaires sont plutôt spécifiques d’une espèce (THOMPSON et al., 1993b ; 
THOMPSON et al., 2000). 

 
La source majeure de contamination est constituée par les jeunes animaux, plus 

réceptifs au parasite. Les adultes, par l'excrétion intermittente de kystes pendant une longue 
période, peuvent assurer une source pérenne et insidieuse de contamination, d'autant que 
les re-contaminations peuvent se produire indéfiniment (BOURDEAU, 1993 ; 
THOMPSON et al., 1999). 
 

L’eau de boisson et les aliments souillés sont fréquemment à l’origine 
d’infections. Le lamellibranche Corbicula flumicula constitue un excellent détecteur de la 
contamination du milieu aquatique par les kystes de Giardia. En effet, le parasite filtre les 
kystes présents dans l’eau douce, qui sont alors retrouvés dans ses tissus (GRACZYK et 
al., 1999 ; HERZOG, 2002). 

La détection des modifications morphologiques et physicochimiques des 
microorganismes par la technique d’électrorotation, permet de déterminer la viabilité des 
kystes dans les aliments et l’eau potable (DALTON et al., 2001). 

 

3.   Mode de transmission 

 
L'infection se fait par voie buccale par ingestion de kystes. Le rôle de la 

contamination fécale des aliments ou surtout de l'eau a été souligné chez l'homme. Une eau 
de boisson contaminée pouvant expliquer de nombreux cas de giardiose. De plus, chez les 
carnivores la transmission peut se faire soit directement par les selles, soit indirectement 
par un véhicule tel que la fourrure du chien, les bottes d’éleveurs, les mouches et autres 
insectes susceptibles de transporter les kystes (THOMPSON et al., 1999). 

Dix kystes peuvent suffire pour induire l'infection, mais des doses très supérieures 
peuvent tout aussi bien échouer (KREIER, 1978). 

Le pouvoir infectieux des trophozoïtes parait négligeable bien que l'on ait pu 
infecter expérimentalement des chiens à partir de trophozoïtes de culture (HELWETT et 
al., 1982 cité par BOURDEAU, 1993). 

 

4.   Causes favorisantes 

a. extrinsèques 

Les saisons humides peuvent favoriser l’infection par la persistance accrue des 
kystes dans l’environnement. La saison estivale peut elle aussi favoriser l’infection, surtout 
chez l’homme, par l’augmentation de la prise de boisson et donc une exposition renforcée 
au parasite. L'alimentation glucidique est également un facteur favorisant, de même que le 
mode de vie qui joue un rôle très important. Les animaux vivant en collectivité sont 
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beaucoup plus exposés, d'autant plus si l'élevage est intensif (surpopulation, taux 
d'humidité élevé) ou si les conditions d'hygiène ne sont pas strictes (BARR et BOWMAN, 
1994 ; BOURDOISEAU, 2000). 
 

Si un faible nombre de Giardia persiste après un traitement, l’utilisation de 
corticoïdes à doses anti-inflammatoires (1 mg/kg/jour de prednisolone) pendant 10 jours 
peut provoquer la réemergence de kystes de Giardia (ZAJAC et al., 1992). 

b. intrinsèques 

Chez les humains, Giardia est souvent associé aux gastrites atrophiques 
chroniques, entraînant une baisse de l’acidité gastrique (BARR, 1998). 

D'autres facteurs interviennent puisque l'infection expérimentale n'entraîne 
souvent aucun symptôme chez le chien, et que un tiers à un quart seulement des animaux 
naturellement parasités présentent une giardiose clinique. 

On évoque parmi ces facteurs le rôle d'une maldigestion-malabsorption préalable, 
notamment vis-à-vis des glucides et des lipides, ou, chez l'homme, celui des 
hypogammaglobulinémies (BOURDEAU, 1993). En effet, il semble qu'un système 
immunitaire intact soit important pour lutter contre l'infection et développer une immunité 
protectrice (rôle des IgA). Lors d'une étude menée sur des chiens de race Beagle déficients 
en IgA, on a remarqué que la prévalence de l'infection par Giardia était supérieure à la 
prévalence calculée pour des animaux immunocompétents (BARR, 1998). 

 
Les jeunes animaux sont beaucoup plus sensibles. Ils sont en effet plus exposés à 

la contamination fécale et sont neufs au plan immunologique. Le sevrage est une période 
critique au plan expérimental chez la souris (modification des entérocytes) (BOURDEAU, 
1993 ; LEIB et ZAJAC, 1999). 

C) Résistance 

La résistance des kystes varie considérablement de quelques jours à quelques 
semaines (4 jours à 37 °C, 1 mois à 21 °C, 2 mois à 8 °C) (KIRKPATRICK, 1986). Ils sont 
sensibles à la dessiccation ; ils sont tués par une température supérieure à 50°C (KREIER, 
1978). Mais les milieux humides et frais favorisent leur survie (BARR, 1998). Le gel 
semble les détruire assez rapidement bien que cette opinion soit encore controversée 
(résistance partielle à -13 °C pendant 2 semaines). Les kystes résistent au traitement de 
l'eau potable par le chlore ou le permanganate de potassium. Par contre, l’eau de mer réduit 
leur viabilité (BOURDEAU, 1993 ; BROWN et al., 1999). Les désinfectants à base 
d’ammonium quaternaire sont efficaces contre les kystes de Giardia, contrairement à l’eau 
de Javel. Leur utilisation aux concentrations recommandées détruit les kystes en 1 minute à 
température ambiante (BARR, 1998). 

Les trophozoïtes sont quant à eux rapidement détruits dans le milieu extérieur 
(THOMPSON et al., 1993b). 

D) Symptômes 
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Les carnivores expriment des symptômes en moyenne 1 semaine après l’ingestion 
de kystes. La durée de l'incubation est cependant très variable d'un animal à l'autre, certains 
animaux n'exprimant aucun symptôme ; l’infection par Giardia est souvent 
asymptomatique (BARR et BOWMAN, 1994 ; BOURDEAU, 1993 ; LEIB et ZAJAC, 
1999). En outre, l’infection peut durer des mois voire des années et certains animaux sont 
porteurs latents pendant de très longues périodes (HERZOG, 2002). 

 
Lors de l’existence de signes cliniques, aucun symptôme n’est vraiment 

spécifique de la giardiose. Deux formes sont possibles, une forme aiguë, la plus rare, et une 
forme chronique, la plus fréquente (DANG et BEUGNET, 2000 ; BOURDEAU, 1993). 

 

1.   forme aiguë 

 
Elle est caractérisée par l'apparition, parallèlement à une altération de l'état 

général (déshydratation, léthargie, hyporexie), d'une diarrhée aqueuse, rebelle à tout 
traitement, de coliques et de ballonnements. L'évolution reste généralement apyrétique 
(DANG et BEUGNET, 2000). 

 

2.   Forme chronique 

 
La forme chronique est caractérisée par un syndrome de malabsorption-

maldigestion pouvant évoluer pendant des semaines, des mois voire des années, et 
ressembler ainsi à s'y méprendre aux symptômes de l'insuffisance pancréatique exocrine 
(DANG et BEUGNET, 2000 ; BOURDEAU, 1993 ; BEUGNET et PIERSON, 1997): 
 
 

• Décoloration des selles (couleur jaunâtre) 

• Diarrhée pâteuse (parfois liquides) et malodorante 

• Augmentation du volume et de la fréquence des défécations (5-6 fois par jour) 

• Stéatorrhée donnant aux selles un aspect luisant, gras et mastic 

• Amaigrissement malgré l’augmentation de l'appétit et de la soif. 

 
 

A la différence de l'insuffisance pancréatique exocrine, les troubles digestifs 
s'observent le plus souvent par intermittence (alternance de périodes de diarrhées et de 
rémission) et prennent une allure pseudo-contagieuse (BOURDEAU, 1993 ; BEUGNET et 
PIERSON, 1997). De plus, selon la souche impliquée, Giardia peut affecter également les 
personnes en contact avec les animaux infectés (THOMPSON, 2002b). 
 

D’autres signes peuvent être observés (ASTIAZARAN-GARCIA, 2000 ; 
BOURDEAU, 1993 ; LEIB et ZAJAC, 1999) : 

 
 
• Douleur abdominale perceptible à la palpation 
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• Retards de croissance observés chez les jeunes, même en l’absence de signes 
cliniques 

• Vomissements aigus ou chroniques pouvant se produire rarement, suite à une 
érosion sévère de la paroi duodénale 

• Diarrhée hémorragique 

• Coprophagie 

• Pelage terne 

• Léthargiques occasionnellement. 

 

Il n'y a pas de syndrome fébrile associé. Les paramètres biologiques restent dans 
les limites des valeurs normales, même s'il y a tendance à l'éosinophilie et l'anémie. La 
giardiose du chien ne s'accompagne pas des signes hépatiques ou nerveux parfois décrits 
chez l'homme (BOURDEAU, 1993). 

E) Lésions 

Giardia duodenalis peut engendrer une inflammation modérée et réversible de la 
muqueuse duodénale et jéjunale. Les villosités sont raccourcies et amincies. Un infiltrat 
massif de lymphocytes et de polynucléaires neutrophiles est présent dans la lamina 
propria. Au niveau des zones d’inflammation, les entérocytes sont vacuolisés, compressés 
et certains sont sévèrement endommagés (KREIER, 1978). 

F) Pathogénie 

Les mécanismes pathogéniques de la giardiose ne sont pas encore parfaitement 
connus. Il est difficile d'expliquer la survenue de symptômes chez certains individus tandis 
que d'autres restent porteurs asymptomatiques. La maladie a sans doute une origine 
multifactorielle. La plupart des données proviennent d’une extrapolation de ce qui a été 
observé chez les humains. Des auteurs ont décrit des variations de virulence probablement 
liées à des variations de génotypes (BARR, 1998 ; THOMPSON et al., 1993b). 

 

1.   Pathogénie de la malabsorption/maldigestion 

 
Les trophozoïtes tapissent une grande partie de la muqueuse intestinale et 

provoquent (BURET et al., 2002 ; LEIB et ZAJAC, 1999 ; THOMPSON et al., 1993b) : 
 
• Une diminution importante de la surface d'échange par atrophie des villosités 

• Une baisse de l'activité enzymatique de l'intestin (lipase et disaccharidase) 
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• Une augmentation de la vitesse de remplacement des entérocytes par des 
cellules moins différenciées (déficience du transport de glucose et d'acides 
aminés) 

• Une hypersécrétion de mucus qui gène les échanges au niveau des entérocytes  

• Une infiltration lymphocytaire. 

 
Ces phénomènes expliquent la malabsorption de vitamine B12, de fer et de folates 

(conduisant à l’anémie), de triglycérides, de lactose, et moins fréquemment de sucrose 
(BARR et BOWMAN, 1994 ; BARR,  1998). 

 
L’atrophie des villosités et des microvillosités a été corrélée avec la déficience 

enzymatique de la bordure en brosse, qui retrouve un niveau d’activité normal lors de la 
disparition de l’infection. De plus, il semble que des toxines produites par les trophozoïtes 
agissent sur les entérocytes en modifiant leur cytosquelette et en augmentant leur 
perméabilité (BURET et al., 2002 ; THOMPSON et al., 1993b). 

 

2.   Pathogénie de la diarrhée 

 
La diarrhée observée est surtout due à des troubles de l’absorption plutôt qu’à une 

augmentation de la sécrétion (BOURDEAU, 1993). Elle s'explique par la desquamation 
des cellules épithéliales ainsi que par la perturbation des phénomènes osmotiques 
provoqués par la malabsorption. De plus, la réduction de la surface d'échange de la bordure 
en brosse altère la réabsorption des liquides et des électrolytes (KREIER, 1978 ; 
THOMPSON et al., 1993b). 

G) Immunité 

Les manifestations cliniques observées sont le résultat d'une double action, celle 
du parasite et celle du système immunitaire. 

 
Il existe en outre des différences importantes entre souches à propos de leur 

pouvoir pathogène, et entre les sujets quant à leur capacité de résister naturellement 
(immunité naturelle sous contrôle génétique) (BOURDOISEAU, 1993 ; LEIB et ZAJAC, 
1999 ; THOMPSON et al., 1993b). Les variations importantes de pathogénicité de Giardia 
chez différents hôtes peuvent s’expliquer également par le statut nutritionnel de l’hôte, la 
présence d’autres parasites et l’existence d’autres affections gastro-intestinales (LEIB et 
ZAJAC, 1999). 

Les jeunes animaux sont généralement beaucoup plus sensibles que les adultes 
chez qui une auto-guérison peut se produire. Un système immunitaire performant est 
indispensable pour faire face à l’infection et développer une immunité protectrice 
(FAUBERT, 1996 ; BOURDEAU, 1993). La réponse immunitaire est complexe et fait 
intervenir des processus à la fois humoraux et cellulaires. De nombreuses études réalisées 
ont utilisé la souris comme modèle expérimental. 
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1.   Immunité à médiation humorale 

 
Les antigènes de surfaces au niveau du disque et des flagelles initialisent la 

réponse immunitaire à médiation humorale de l’hôte : 
 

• Les IgM induisent la lyse des trophozoïtes par l’activation de la voie classique 
du complément (FAUBERT, 1996 ; RIPERT, 1996 ; WILLIAMSON et al., 
2000) 

• Les IgA et IgG anti-Giardia semblent empêcher l’adhérence du parasite à la 
muqueuse intestinale (HEYWORTH, 1986 ; WILLIAMSON et al., 2000), en 
masquant certains antigènes (RIPERT, 1996). Les IgA sont également des 
activateurs de la phagocytose des trophozoïtes par les macrophages 
(WILLIAMSON et al., 2000). 

 

Les anticorps atteignent l’intestin au cours de l’infection, soit par l’exsudation 
provoquée par l’atteinte de la paroi intestinale, soit par des transporteurs 
d’immunoglobuline. En effet, la sécrétion intestinale d’IgA, IgG et IgM a été démontrée 
dans des appareils digestifs normaux et malades. Des anticorps seraient aussi acheminés 
dans le tube digestif via la bile (OLSON et al., 2000). 

 
L’absence d’une réponse par des IgA à l’une des protéines heat shock de Giardia 

est associé à une infection persistante, en dépit d’une réponse IgG à ces protéines et de 
réponse IgA à d’autres protéines de Giardia (BARR, 1998). Il a été montré que la 
prévalence de la giardiose dans une colonie de beagles déficients en IgA était plus élevée 
que chez des animaux normaux (BARR, 1998). En médecine humaine, un tel déficit 
retrouvé chez des malades donne des formes de giardiose intraitables qui persistent toute la 
vie (RIPERT, 1996). 

 
Il a été récemment démontré chez le veau que le colostrum fournit une protection 

initiale contre la giardiose par sa contenance en IgG. L’absence d’une réponse immunitaire 
humorale forte et spécifique favorise une chronicité de la maladie (O'HANDLEY et al., 
2003). 

 
La variation antigénique de certaines de ces protéines de surface ne semble pas 

suffisamment efficace pour permettre à Giardia d’échapper à la réponse immunitaire de 
l’hôte (FAUBERT, 1996). 

 

2.   Immunité à médiation cellulaire 

 
Les lymphocytes T sont également un pilier important de la réponse immunitaire 

vis à vis de Giardia duodenalis (SINGER et NASH, 2000). Mais les réactions 
immunologiques telles que l’infiltration lymphocytaire viennent compliquer le processus 
pathologique, occasionnant l’atrophie des villosistés et la baisse d’activité disaccharidase. 
En effet, des souris immunodéficientes en lymphocytes T, bien que plus fortement 
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parasitées, présentent des tableaux lésionnels moins graves (BURET et al., 2002). 
Les polynucléaires neutrophiles interviennent en interférant avec l’adhérence des 

trophozoïtes, et en les tuant par la libération de peptides contenus dans leurs granulations 
(FAUBERT, 1996). 

 

H) Diagnostic 

 

1.   Diagnostic clinique et épidémiologique 

 
Le diagnostic de la giardiose ne peut reposer sur la seule clinique. Une suspicion 

doit être évoquée, en s’appuyant sur (BEUGNET et PIERSON, 1997 ; BOURDOISEAU, 
1993) : 

 
• La symptomatologie: entérite diarrhéique non hyperthermisante ou syndrome 

malabsorption-malassimilation caractérisé par des signes tels que stéatorrhée et 
diarrhée chronique intermittente de l’intestin grêle, évoluant depuis plusieurs jours 
à plusieurs semaines ou récidivant malgré l'utilisation d'antibiotiques 

• Des éléments épidémiologiques : sujet jeune, allure d'une maladie contagieuse, 
animal provenant d'un élevage où des cas similaires ont été relevés. 

 

 
 
 

2.   Diagnostic différentiel 

 
Le diagnostic différentiel doit être fait avec la coccidiose, avec les entérites bac-

tériennes, généralement pyrétiques, et, chez le jeune chien, avec une insuffisance 
pancréatique exocrine donnant un tableau clinique tout à fait similaire. 

Mais dans la grande majorité des cas la giardiose ne sera que suspectée: aussi 
est-il indispensable de recourir à un examen de laboratoire. Le diagnostic de certitude 
repose sur la mise en évidence du protozoaire dans les selles ou dans des échantillons 
prélevés dans le tractus intestinal (BEUGNET et al., 2000a ;BOURDOISEAU, 1993). 

 

 

3.   Diagnostic de laboratoire 

a. Observation directe 

Lors de suspicion de giardiose, un vétérinaire peut faire, en premier lieu, un 
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examen microscopique direct avec recherche de trophozoïtes ou de kystes. Les 
trophozoïtes passent plus souvent dans les selles très liquides, alors que les kystes passent 
surtout dans les selles formées ou semi-formées (CONBOY, 1997 ; ZAJAC, 1992). 

Une goutte de l’échantillon de selles est mixée avec une même quantité de 
solution saline dans un tube à hémolyse, puis étalée sur une lame et immédiatement exa-
minée au grossissement x40 (BEUGNET et al., 2000a). Pour une détection optimale des 
trophozoïtes, l’observation devrait être réalisée dans les 20 minutes après le prélèvement 
des selles (CONBOY, 1997). Les trophozoïtes sont aisément reconnus grâce à leur rapide 
mobilité et leur disque ventral (BARR et BOWMAN, 1994). L’addition de lugol tue les 
trophozoïtes mais augmente les chances de reconnaître leur structure interne (ZAJAC, 
1992). 

 
D’autres trophozoïtes de protozoaires flagellés peuvent êtres retrouvés dans des 

selles diarrhéiques. Ils doivent être différenciés de Giardia. La présence d’un flagelle avec 
une membrane ondulante (durant le mouvement cela donne l’apparence d’une vague 
sinusoïdale le long du corps du trophozoïte), une rapidité du mouvement (difficulté à 
l’avoir dans le champs du microscope), ou la présence de disque adhésif ventral concave 
permettra de reconnaître le trophozoïte de Giardia (CONBOY, 1997 ; BARR et 
BOWMAN, 1994). Exemple : Pentatrichomonas : un seul noyau, une membrane 
ondulante, absence de disque concave (BOURDEAU, 1993). 

 
Ce procédé peut être utilisé dans le dépistage de routine mais ne constitue pas une 

méthode de recherche fiable (BOURDEAU, 1993). Un résultat négatif doit amener à la 
réalisation d’une technique d’enrichissement (ZAJAC, 1992 ; BARR et BOWMAN, 1994). 

 
 
 
 
 
 

b. Coproscopie après enrichissement 

Elle a pour objectif d’éliminer la majorité des débris issus de la digestion et de 
concentrer les éléments parasitaires dans un faible volume pour ainsi favoriser fortement 
leur observation. L’élimination des kystes est généralement massive, et ils sont facilement 
mis en évidence après enrichissement. 

 

1) Technique de flottation 

La technique de flottation, qui utilise un liquide de forte densité, est la plus usitée. 
Des liquides de flottation faciles à réaliser, tels que le sulfate de magnésium à saturation de 
densité 1,28 ou le sulfate de zinc à saturation de densité 1,33, conviennent (BEUGNET et 
al., 2000a). 
 

Il existe des kits du commerce qui fournissent le matériel et le liquide de 
flottation. Ils utilisent la technique classique, mais ont bien souvent des liquides peu denses 
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et donc une moindre sensibilité que les techniques employant du sulfate/acétate de zinc ou 
du sulfate de magnésium (BEUGNET, 2000). La méthode de flottation la plus employée 
est la technique de coproscopie par flottation en sulfate de zinc à saturation (BOURDEAU, 
1993). 

 
La méthode est simple et utilisable pour le dépistage de tous les parasites 

digestifs. Elle consiste à mélanger 1 g de matières fécales à 10 ml de solution dense dans 
un tube à hémolyse classique et à poser une lamelle sur le tube, en contact avec le liquide. 
Il faut préférer les tubes siliconés ou en polypropylène plutôt qu’en verre ou polystyrène 
aux parois desquels adhèrent les parasites (BOURDEAU, 1993). Au bout de dix minutes, 
les éventuels kystes de protozoaires ou œufs d'helminthes se sont collés sur la face 
inférieure de la lamelle. Il n'y a plus qu'à récupérer cette lamelle et à la poser sur une lame 
en vue d'une observation microscopique (BEUGNET et al., 2000a). 
 

Il est possible d'utiliser une centrifugeuse. Il faut alors poser la lamelle sur le tube, 
centrifuger, puis récupérer la lamelle (BEUGNET et al., 2000a). La lecture devrait être 
réalisée dans les 10 minutes suivant l’enrichissement car les kystes rétrécissent et perdent 
leur apparence morphologique interne caractéristique, nécessaire pour les différencier des 
autres parasites (BARR et BOWMAN, 1994). Il a été montré que la centrifugation 
améliore significativement les chances d’observation des kystes de Giardia. Par ailleurs, 
en l’absence de centrifugation il n’y a pas de différence significative entre une attente de 5 
minutes ou 10 minutes avant la lecture de la lamelle (ZAJAC et al., 2002). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

2) Techniques de sédimentation 

 
Pour les selles riches en graisse, il est possible d’utiliser la méthode de 

sédimentation dite de Telemann-Rivas. Son principe est de diluer le prélèvement dans un 
solvant de densité réduite afin de concentrer les éléments parasitaires (kystes de Giardia), 
de densité supérieure, dans le culot du tube à essai (BOURDEAU, 1993 ; ZAJAC, 1992). 

 
L’échantillon de selles est d'abord mélangé à du sérum physiologique formolé à  

10 %, puis il est mélangé, tamisé et placé dans des tubes à centrifuger (10 ou 15 ml). La 
moitié des tubes est remplie avec ce mélange tandis que l'autre est complétée avec de 
l'éther (ou de l'acétate d'éthyle). Les tubes sont agités, puis mis à centrifuger. L’éther 
dégraisse le prélèvement. Le culot est récupéré à l'aide de l'embout d'une pipette Pasteur, 
puis observé au microscope entre lame et lamelle. Cette technique laisse plus de débris que 
la technique par flottation. Elle apparaît cependant plus efficace que la technique de 
flottation et tout aussi efficace que la technique de flottation-centrifugation pour la 
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détection des kystes de Giardia (OLIVEIRA-SEQUEIRA et al., 2002). 
 
 

 
 

 
 

Figure 5 : Coproscopie par sédimentation (32) 
 
 
 
 
 

3) Reconnaissance des kystes 

Les kystes de Giardia sont plus ou moins arrondis, ils mesurent environ 8 x 12 
µm, et sont donc peu visibles à l'objectif x10 utilisé pour les œufs d'helminthes. Ils doivent 
être recherchés avec l’objectif x40 avec un éclairage bien réglé (BOURDEAU, 1993). 

 
Ils sont assez 

clairs, ont une coque 
lisse et mince, et 
renferment divers 
éléments parfois peu 
discernables qui 
correspondent à 2 à 4 
noyaux et des fragments 
de flagelles. 
Occasionnellement des 

trophozoïtes peuvent être trouvés (parfois entraînés dans 
les selles liquides) (BEUGNET et al., 2000a). 
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              Photo 1 : Kystes de Giardia duodenalis sans coloration (32)
  

 
 
Photo 2 : idem photo 1 (32) 
 

 
 
Photo 3 : Kystes colorés au lugol (32) 

Afin de mieux les repérer, il est 

possible d'utiliser des colorants se fixant 
dans la paroi tels que la solution iodo-
iodurée ou lugol (constitution : iode 
sublimé l0 g, iodure de potassium 50 g, 
eau qsp 100 ml) (BEUGNET et al., 
2000a ; BOURDEAU, 1993). Leur 
structure interne est alors plus nette et on 
peut les discerner dès l'observation de la 
lame au faible grossissement (objectif 
x10). Il suffit d'ajouter une goutte au bord 
de la lamelle et d'observer le prélèvement 
à l'endroit où le colorant se répand. Ce 
dernier confère une teinte orangée très 
nette aux kystes de Giardia. La 
coloration au lugol permet de mieux dis-
tinguer les trophozoïtes éventuellement 
présents mais elle les immobilise (BARR 
et BOWMAN, 1994, BOURDEAU, 
1993). Le lugol ne colore ni les ookystes 
coccidiens ni les sporocystes de 
Sarcocystis, et permet donc de faciliter la 
diagnose des kystes de Giardia 
(BEUGNET et al., 2000a ; 
BOURDOISEAU, 1993)

Ils peuvent cependant être facilement confondus avec des levures, lesquelles sont 
également colorées par le lugol. Mais ces dernières mesurent la moitié de la taille des 
kystes de Giardia et ne contiennent pas de structures internes (BARR et BOWMAN, 1994 
; CONBOY, 1997). Notons que cette solution permet également de colorer les larves 
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d'helminthes présentes dans les selles (BEUGNET et al., 2000a).
 
Un autre colorant utilisable, également à base d'iode et employé en médecine 

humaine, est le M.I.F. (Methriolate, Iode, Formol). Sa préparation nécessite de verser la 
solution de Mertriolate-Formol dans la solution de lugol et non l'inverse (BEUGNET, 
2000). 

 

4) Interprétation des techniques de flottation et sédimentation 

Si chez la souris le nombre de kystes est relativement représentatif du degré de 
l'infection il n'en est pas de même chez les carnivores. Les signes cliniques peuvent 
précéder la fin de la période prépatente. L'élimination des kystes est intermittente et 
d'intensité très variable, un animal pouvant excréter 500 000 à 1 million de kystes par 
gramme de matières fécales un jour et aucun kyste deux jours plus tard. Les pics 
d'excrétion sont souvent espacés de 2 à 10 jours. Quelques kystes dans les matières fécales 
peuvent correspondre à une population de 105 à 109 trophozoïtes dans le tube digestif 
(DOUGLAS et al, 1988. cité par BOURDEAU, 1993). Il n'y a donc pas nécessairement de 
relation entre l'intensité d'excrétion de kystes dans les selles et la clinique (BARR, 1998). 

 
De plus, de nombreux anti-diarrhéiques peuvent interférer avec l'excrétion. Les 

résultats de l'analyse sont également étroitement liés à la technique et la qualification de 
travail du personnel du laboratoire (BOURDEAU, 1993). 

 
Dans ces conditions, l’absence de kystes ou de trophozoïtes ne signifie pas que le 

diagnostic est négatif. Une seule coproscopie ne suffit donc pas pour exclure la giardiose. 
Il a été préconisé de réaliser au moins trois examens espacés de 48 heures ou de faire de 
multiples prélèvements dans la journée pour améliorer les résultats (THOMPSON et al., 
1993b). 70 % des chiens infectés peuvent être détectés avec un examen coproscopique 
unique, 93 % peuvent l'être avec deux (BARR et BOWMAN, 1994 ; ZAJAC et al., 1992) 
et 3 coproscopies permettent d’obtenir une sensibilité d’environ 96% (BEUGNET et al., 
2000a ; BOURDOISEAU, 1993 ; THOMPSON et al., 1993b ; JACOBS et al., 2001). 

 
Bien que plus sensible que l’observation directe, la coproscopie après 

enrichissement demande plus de temps et une disponibilité importante de la part du client 
si trois échantillons de selles sont nécessaires. C’est pourquoi cette technique est rarement 
utilisée lors d’études épidémiologiques (JACOBS et al., 2001). 

 
Les prélèvements de selles doivent être conservés à + 4 °C pour assurer une 

conservation des kystes d’au moins deux jours. Ils peuvent également être conservé dans 
une solution formolée à 10 % (BARR, 1998). 

c. Examen du liquide d'aspiration duodénale 

 
Les trophozoïtes de Giardia peuvent être recherchés dans le liquide d'aspiration 

duodénale lorsqu'une endoscopie est réalisée. La technique d'aspiration duodénale consiste 
à réaliser un prélèvement sous endoscopie digestive. Une faible quantité de sérum salé 
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(environ 15 ml) est injectée dans le tube digestif puis immédiatement réaspirée. On peut 
également récupérer directement le jus duodénal ou jéjunal (ROUDEBUSH, 1985). Le 
même type de prélèvement peut être réalisé à la faveur d'une laparotomie. Enfin 
l'exploration endoscopique permet aussi de rechercher les trophozoïtes dans une biopsie de 
la paroi digestive. 

Le prélèvement est ensuite centrifugé à 150 g pendant 10 minutes puis les 
parasites sont recherchés dans le culot de sédimentation. (BEUGNET et al., 2000a ; 
BOURDEAU, 1993). 
 

Cette technique est plus sensible que la technique de flottation lorsque les chiens 
ont des signes cliniques de la giardiose (BARR et BOWMAN, 1994). Elle est équivalente 
lorsque les prélèvements proviennent de chiens asymptomatiques (ZAJAC et al., 1992). 
Cette disparité peut s’expliquer par le fait que Giardia duodenalis ne colonise par 
nécessairement la partie duodénale de l’intestin grêle chez les chiens asymptomatiques 
(BARR et BOWMAN, 1994).  

Cette méthode présente les inconvénients d'être plus invasive, coûteuse et longue 
que la technique de flottation. Son utilisation ne sera donc faite uniquement à la faveur 
d’une endoscopie réalisée pour des raisons autres que l’existence de signes cliniques de 
giardiose (BARR et BOWMAN, 1994 ; LEIB et ZAJAC, 1999 ; LEIB et al., 1999). 

 

d. Entero-test® 

Historiquement utilisée en médecine humaine, cette méthode a été essayée chez 
le chien. Il s'agit d’une mèche de nylon (1 m 40 de longueur, ou 90 cm pour le modèle 
pédiatrique adapté aux animaux de petit format) emballée dans une capsule de gélatine. 
Tandis que l'extrémité est fixée à la mâchoire de l'animal par une bande, la capsule est 
déglutie avec un peu d'eau. Elle est entraînée par le péristaltisme et la mèche se déroule 
dans le tube digestif. Après quatre heures environ la mèche est récupérée délicatement et 
la portion duodénale repérée grâce à un papier indicateur de pH (zone à pH alcalin après la 
zone à pH acide de l'estomac). On recherche les trophozoïtes dans le liquide de la portion 
duodénale, par examen au microscope à contraste de phase ou optique après coloration au 
lugol (BOURDEAU, 1993). 

 
Cette méthode n’a pas fourni les résultats escomptés dans une étude ou aucun des 

18 chiens infectés par Giardia duodenalis n’a été trouvé positif. En raison de son manque 
de sensibilité, sa difficulté d’utilisation et les risques de rupture de la mèche de nylon, ce 
test n’est pas recommandé (BARR et al., 1992 ; BARR et BOWMAN, 1994). 

e. Techniques immunologiques 

1) Immunofluorescence directe 

Cette technique utilise un anticorps monoclonal fluorescent pour détecter les 
kystes de Giardia dans les selles. Chez les humains elle est très sensible (100%) et très 
spécifique (99,8%) (ZIMMERMAN, 1995 ; BARR, 1998). Chez les bovins et les ovins, 
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elle s’est avérée plus sensible que la méthode de flottation, spécialement quand le nombre 
de kystes est faible. On peut espérer des résultats similaires sur les selles des petits 
animaux. Un microscope à fluorescence est nécessaire, ce qui limite ce test aux 
laboratoires de diagnostic. Les selles doivent être prélevées fraîches et conservées dès que 
possible dans du formol 10% ou de l’acétate de sodium - acide acétique - formol (SAF) 
(BARR et BOWMAN, 1994 ; BEUGNET et al., 2000a). 

Sur les selles, l’immunofluorescence ne semble pas être une technique amenée à 
remplacer les méthodes de concentration habituellement utilisées dans les laboratoires de 
parasitologie. Elle peut cependant représenter un moyen diagnostic supplémentaire 
intéressant lorsque les méthodes conventionnelles restent négatives (BAIXENCH et al., 
1993). 

2) ELISA : copro-antigène 

 
De nombreux tests ELISA (Enzyme Linked Immunosorbent Assay) ont été 

développés et commercialisés en médecine humaine pour diagnostiquer le giardiose. En 
utilisant des anticorps monoclonaux, ils mettent en évidence un antigène spécifique de 
Giardia de 65 kDa (GSA 65). Cet antigène est une glycoprotéine produite précocement par 
les trophozoïtes lors de l’enkystement, et retrouvé dans les matières fécales des individus 
infectés (BEUGNET et al., 2000a ; BOONE et al., 1999 ; SCHIEVEN, 1990). La GSA 65 
est produite en grande quantité par toutes les espèces identifiées de Giardia. Son excrétion 
se fait alors de manière continue dans les selles, contrairement aux kystes qui y sont 
retrouvés par intermittence (THOMPSON et al., 1999). La GSA 65 possède les qualités 
nécessaires à un antigène fécal détectable(ROSOFF, 1989): 

 
 
• Spécifique de Giardia duodenalis 

• Stable dans le tractus gastro-intestinal de l’hôte 

• Présent en quantités immunologiquement détectables 

• Stable dans les fixateurs de laboratoires standards (SAF, formol 10%) 

• Antigène de Giardia duodenalis probablement majoritaire dans les selles. 

 
Une étude parue en 1999 (BOONE et al.) a montré que la protéine détectée par le 

test ELISA ProspectT® Giardia ne faisait pas 65 kDa mais 26 kDa nommée CPW1 
(protéine de paroi du kyste 1). Cette protéine de paroi du kyste, synthétisée et libérée par 
les trophozoïtes au cours de leur enkystement, serait capable de se lier avec une autre 
protéine CPW2, non reconnue par le test. Cet hétérodimère de 65kDa serait à l’origine de 
la confusion avec la GSA 65. Cela ne change en rien les qualités attribuées à la GSA 65 
qui peuvent l’être à la CPW1. Dans les articles parus après cette étude, on continue à parler 
de GSA 65 de même que dans la notice du test ELISA ProspectT® Giardia. 

 
Les selles doivent être fraîches ou réfrigérées depuis vingt quatre à quarante-huit 

heures (BEUGNET et al., 2000a). La conservation dans du formol ou la congélation à        
-20°C sont également possibles (BARR et BOWMAN, 1994). 
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(a)  Utilisation chez l’humain (ROSOFF et al., 1989) 

 
Sur des échantillons de selles humaines, le test ProspectT® Giardia est reconnu 

pour avoir une spécificité de 100%, une sensibilité de 96% ainsi qu’une détection de cas de 
giardiose environ 30% supérieure à la technique de flottation au sulfate de zinc (BARR et 
BOWMAN, 1994 ; ROCHA, 1999). Une étude a même conclu à une spécificité de 99,2% 
et une sensibilité de 100% (SCHIEVEN et HUSSAIN, 1990). A l’opposé, une étude a 
conclu à la nécessité de tester deux prélèvements différents chez le même patient afin 
d’obtenir une sensibilité supérieure à 90% (HANSON et CARTWRIGHT, 2001). 
 

Après dilution du milieu de fixation contenant les selles dans le tampon de 
dilution du kit ELISA, le pH de l’ensemble doit être supérieur à 7. A ce pH, les interactions 
antigène/anticorps nécessaires à l’apparition d’un résultat positif peuvent se produire. Les 
fixateurs SAF et Formol 10% permettent l’obtention d’un tel pH et sont donc compatibles 
avec l’analyse immunologique. De plus il a été montré que l’utilisation de ces fixateurs 
n’altérait pas la sensibilité du test. 
 

Il a été observé une relation inverse entre le nombre de kystes et de trophozoïtes 
excrétés, et la densité colorimétrique observée lors du test ELISA. 

 
Les kystes de Giardia dans des selles non traitées dégénèrent rapidement 

lorsqu’elles sont stockées à 4°C pendant quelques jours, entraînant également une baisse 
de GSA 65 retrouvée dans les selles. Par contre, lors de la conservation des selles à 4°C 
mais préalablement traitées par un fixateur, le taux de GSA 65 retrouvé dans les selles 
augmente. 

 
Par ailleurs, il semble que la quantité de GSA 65 soit excrétée de manière plus 

importante dans les selles de patients symptomatiques que chez les patients 
asymptomatiques. 

 
La GSA 65 est une protéine stable pendant une longue période dans les selles 

traitées par un fixateur. Des selles positives à Giardia, fixées dans du formol 10% et 
conservés à température ambiante, sont encore positives 6 mois plus tard. De même des 
selles non traitées mais conservées à –20°C restent positives pendant au moins une année. 
 

 
 
 
Les anticorps anti-GSA 65 n’ont jamais montré de réaction croisée avec les autres 

parasites intestinaux (THOMPSON et al., 1999). 
 
Ce test ELISA ne se substitue pas à la coproscopie dont la réalisation permet de 

détecter n’importe quel autre parasite intestinal. Mais la réalisation du test ELISA permet 
un diagnostic très fiable de l’infection à Giardia, une cause fréquente de diarrhée. Il peut 
détecter au moins 30% plus de cas que par coproscopie (ROSOFF et al., 1989). 

 
 

(b)  Utilisation chez le chien 
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Dans une étude préliminaire du test ProspectT® Giardia en 1992, LEIB et al. ont 

observé des résultats similaires à la technique de flottation dans 84% des selles de chiens 
examinées. Cependant, dans 15% des cas, l’ELISA était positif alors que la flottation était 
négative. Lors d’une seconde observation par flottation sur ces 15%, Giardia a finalement 
été observé dans la moitié des cas. Le 1% des cas restants était positif par flottation mais 
négatif par ELISA. 

Par contre, une autre étude réalisée également en 1992 avec le même test avait 
trouvé 14% de négatif avec ELISA alors qu’ils étaient positifs avec la flottation. Dans cette 
même étude, 10% étaient à l’inverse positifs par ELISA et négatifs par flottation. Les 
résultats indiquaient également une faible sensibilité du test ELISA chez les chiens 
asymptomatiques (BARR et al., 1992). 

Ces deux études précisent ainsi que des faux négatifs peuvent se produire avec 
l’ELISA et qu’un résultat négatif ne peut donc pas exclure une giardiose. Des résultats 
positifs à l’ELISA qui seraient faussement négatif par flottation sont également possibles. 

 
Un autre test ELISA, le test CELISA® mettant également en évidence GSA 65, a 

montré des résultats décevants chez le chien avec une sensibilité de 55-64% alors qu’elle 
était de 100% dans cette même étude sur des échantillons humains. Par contre aucune 
réaction croisée avec d’autre parasites n’a été observée et la spécificité était de 95% 
(HOPKINS et al., 1993). 

 
D’autres études sont donc nécessaires pour affiner la sensibilité et la spécificité du 

test ELISA fécal chez le chien (LEIB et ZAJAC, 1999). 
Une étude récente a montré que la réalisation du test ELISA ProspectT® Giardia 

donne une sensibilité supérieure à 90%, semblable à celles obtenues par la réalisation de 
deux ou trois enrichissements par la technique de flottation. Cette dernière technique 
n’ayant une sensibilité que de 77% si elle n’est réalisée qu’une seule fois. Les résultats 
positifs par ELISA et négatifs par coproscopie ne sont donc pas de faux positifs. La 
spécificité du test est ainsi probablement très bonne chez le chien (DECOCK et al., 2003). 

 
 
 
 
 
 
 

f. Techniques de biologie moléculaire : copro-ADN 

 L’application de la réaction de polymérisation en chaîne (PCR) a permis 
d’amplifier et de détecter l’ADN de Giardia dans les selles d’humains. Les premières 
études ont utilisé le gène de la giardine comme cible pour la PCR. Une faible sensibilité 
avait alors été obtenue avec cette technique, probablement en raison de la présence d’une 
seule copie du gène. L’amplification de la région ITS (inter-transcriptor spacing) des gènes 
de l’ARN ribosomal de Giardia a été choisie par une étude récente et a donné d’excellents 
résultats. 

La méthode s’est révélée être plus spécifique et plus sensible que les méthodes 
microscopiques et immunologiques. Son utilisation s’avère être rapide et fiable pour la 

http://www.rapport-gratuit.com/
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détection de Giardia dans les selles d’humains et pourrait être utilisée en routine (GHOSH 
et al., 2000). Une étude similaire réalisée chez le chat a obtenu des résultats avec une 
prévalence de 80% par la PCR alors qu’elle n’était que de 5% par microscopie après 
flottation (MCGLADE et al., 2003). L’utilisation de selles conservées dans du formol 
semble diminuer la sensibilité de la technique (SMITS et HARTSKEERL, 1995). Cette 
technique n’est cependant pas développée pour le diagnostic de routine et reste utilisée 
pour la recherche. 

g. Autres méthodes 

Chez l'homme, des méthodes immunologiques (utilisant notamment la technique 
ELISA) permettant de détecter les anticorps chez les patients ont été mises au point. Leur 
fiabilité fait encore l'objet de controverses. La recherche des IgG ne paraît pas très 
intéressante car elle ne permet pas de différencier les infections actives des traces 
sérologiques. Celle des IgM fournit de meilleures informations (disparition 2 à 3 semaines 
après le traitement) (BOURDEAU, 1993). 

D’autres méthodes telles que des techniques d’immunoélectrophorèse (lapins 
immunisés vis à vis des kystes), de fixation du complément (positif au 1/10) ou bien encore 
des méthodes immunochromatographiques ont été mises au point en médecine humaine 
pour détecter des antigènes de Giardia (BOURDEAU, 1993 ; GARCIA et SHIMIZU, 
2000). 

 

4.   Conclusion 

 
L’utilisation de techniques spécifiques permettent de révéler la présence de kystes 

ou de trophozoïtes dans le tube digestif. La clinique et les examens paracliniques ne 
permettent pas à eux seul de poser un diagnostic de certitude. La giardiose reste sous-
diagnostiquée pour différentes raisons : 
 

• Giardiose non-inclue dans le diagnostic différentiel 

• Non-reconnaissance de l’organisme au microscope 

• Méthode d’analyse des selles inappropriée 

• Excrétion intermittente du parasite dans les selles. 

I) Traitement 

Le traitement doit être mis en œuvre dans tous les cas de giardiose, qu'il y ait ou 
non des symptômes associés. En effet: 

 
• Il n'existe pas de rapport entre le niveau d'élimination des kystes et le risque de 

maladie 

• Les animaux sont sources pour leurs congénères 
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• Certaines souches de Giardia duodenalis observées chez les carnivores sont 
zoonotiques (THOMPSON, 2002b). 

 
Aucun médicament utilisé pour traiter la giardiose chez le chien n’a d’AMM pour 

cette indication (BARR, 1998). En référence au décret n° 2003-138 (« cascade hors 
AMM »), un certain nombre de médicaments sont utilisables à cet effet. 

 

1.   Quinacrine 

 
Elle est active à la dose de 6,6 mg/kg deux fois par jour pendant 5 jours chez le 

chien. Au quart de cette dose l'efficacité clinique persiste mais l'excrétion des kystes n'est 
pas stoppée (BOURDEAU, 1993). A forte dose (9 mg/kg), elle est efficace à 100% mais 
est dans 50% des cas à l'origine de vomissements, anorexie, abattement, fièvre (ces effets 
secondaires disparaissent en 2-3 jours avec l'arrêt du traitement). Elle est contre-indiquée 
chez la femelle gestante (BARR, 1998). 

Une étude réalisée en 1992 a montré que des chiens traités avec du métronidazole 
ou de la quinacrine ont tous été observés positifs à Giardia au moins une fois après le 
traitement. Cela peut être dû soit au fait que le traitement ne supprime pas totalement le 
parasite, laissant un niveau résiduel susceptible de se redévelopper, soit à l’absence de la 
mise en place d’une immunité après une première infection (ZAJAC et al., 1992). 

 

2.   5-nitro-imidazolés 

a. Ipronidazole 

Il a été utilisé avec succès chez le chien en chenil. Il est administré dans l'eau de 
boisson (125 mg/L) pendant 7 jours. On renouvelle le produit tous les jours. Peu d’études 
ont été réalisées sur cette molécule. Elle n’est pas commercialisée en France 
(BOURDEAU, 1993). 

b. Furazolidone 

A la posologie de 4mg/kg deux fois par jour pendant 5 à 7 jours. Il n’a pas été 
étudié chez le chien. Il semble moins efficace que le métronidazole. Il est contre-indiqué 
chez la femelle (BOURDEAU, 1993 ; BARR, 1998) 

c. Métronidazole 

Ce composé est utilisé depuis de nombreuses années en médecine humaine dans le 
traitement des infections par les protozoaires flagellés (trichomonose et giardiose). La 
forme orale du métronidazole (Flagyl® en médecine humaine et Stomorgyl® [en 
association avec de la spiramycine] en médecine vétérinaire) a été beaucoup utilisée ces 
trente dernières années pour traiter la giardiose du chien et du chat. Le métronidazole est 
administré à la posologie de 20 mg/kg per os deux fois par jour pendant dix jours 
(BEUGNET et al., 2000a). Il entraîne une amélioration des symptômes et l'arrêt de 
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l'excrétion des kystes (BOURDEAU, 1993). Certains essais ont cependant conclu à une 
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Dans l’étude de DECOCK (2002) contrôlée par coproscopie et ELISA, il a été constaté une 
efficacité maximale de 50% au 8ème jour après la dernière administration. 

 

4.   Association fébantel praziquantel et pyrantel 

 
Il existe une différence entre les comprimés américains et européens concernant la 

proportion de chaque constituant. L’utilisation 5 jours de suite des comprimés américains 
contenant 68 mg de praziquantel, 68 mg de pyrantel et 340 mg de febantel utilisés à la 
posologie commerciale, s’est révélée efficace chez 73% des chiens (11 sur 15) 
naturellement infectés. Les chiens étaient de plus lavés après la dernière administration et 
déplacés dans des cages propres. Au 24ème jour après le traitement les chiens étaient 
toujours négatifs à la coproscopie et l’ELISA. Le même protocole sans lavages ni 
changement d’environnement ne stérilisait pas les chiens. Aucun effet secondaire n’a été 
constaté (PAYNE et al., 2002). L’utilisation de comprimés de fabrication européenne 
contenant 50 mg de praziquantel, 50 mg de pyrantel et 150 mg de febantel, sans lavages 
associés, s’est révélée efficace dans 100% des cas lors de leur utilisation pendant 2 ou 3 
jours de suite à la posologie de l’AMM, chez des chiens naturellement infectés 
(GIANGASPERO et al., 2002). L’étude de DECOCK, contrôlée par coproscopie et ELISA 
et réalisée dans les mêmes conditions que GIANGASPERO a obtenu une efficacité 
maximale de 50% le lendemain de l’arrêt du traitement. 

 
 

5.   Conclusion 

 
Aucun médicament n’a prouvé une efficacité totale contre Giardia. On ne sait pas 

si le parasite persiste dans le tube digestif ou si il y a une recontamination. Il est possible 
que ces molécules n’éliminent pas les parasites mais diminuent seulement la production de 
kystes pendant un temps. L’association de la technique ELISA à la coproscopie semble 
démontrer une moins grande efficacité des différents traitements.  

On ne sait pas si les animaux traités peuvent toujours être source d’infection par la 
suite. Très certainement, l’auto-infection existe en raison de kystes viables présents dans 
les matières fécales et qui se retrouvent sur les poils du chien ou qui persistent dans un 
environnement favorable. Puisque la période prépatente de Giardia est très courte, il est 
possible pour un chien d’être recontaminé et devenir excréteur à nouveau 5 jours après le 
dernier traitement (BARR, 1998). Le lavage et le changement d’environnement semblent 
fondamentaux pour prévenir la réapparition de l’excrétion (PAYNE et al., 2002). 

 
 

J) Prophylaxie 

 

1.   sanitaire 
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La prophylaxie de la giardiose des carnivores est délicate dans la mesure où toutes 
les conditions de contamination ne sont pas connues. Compte tenu de la contamination 
fécale, il conviendra d'insister sur les mesures sanitaires (BOURDOISEAU, 2000): 

 
• Concevoir des locaux en tenant compte des contaminations et des techniques 

de nettoyage ; isoler les locaux à risque 

• Préférer des sols dont la nature empêche la persistance d’eau, de matières 
fécales et de formes de dissémination de parasites 

• Respecter le principe de marche en avant 

• Respecter une quarantaine avant l’introduction d’un animal de l’extérieur 

• Définir un protocole strict de nettoyage : garder les cages sèches et propres par 
un ramassage et une élimination fré
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supplémentaires sont cependant encore nécessaires (OLSON et al., 2000 ; BEUGNET et 
al., 2000a). 

Ce vaccin est donc utile dans les populations à risque (chenils expérimentaux, 
animaux de l'armée, élevages...), dans les zones d'endémie et pour les chiens exposés à des 
recontaminations fréquentes (OLSON et al., 2002). Ce vaccin n’est cependant pas 
commercialisé en France. 

 

K) Autres espèces animales 

Le genre Giardia est retrouvé chez un grand nombre d’espèces animales. Giardia 
agilis affecte les batraciens, Giardia muris affecte les rongeurs, Giardia psittaci et Giardia 
ardae affectent les oiseaux, Giardia duodenalis affecte de nombreux mammifères et 
oiseaux. 

Chez toutes les espèces, les symptômes sont semblables à ceux observés chez le 
chien. Giardia peux ainsi être responsable de pertes économiques importantes chez les 
animaux de rente. 

 

L) Santé publique vétérinaire 

1.   potentiel zoonotique 

 
Il est prouvé que des animaux cliniquement sains peuvent excréter des kystes. Il a 

alors été suggéré que des animaux infectés asymptomatiques pourraient servir de porteurs 
potentiels d’une infection chez des humains et autres animaux, par l’intermédiaire des 
selles, de l’eau ou de la nourriture contaminés (DENG et CLIVER, 1999 ; SLIFKO et al., 
2000). 

 
Une étude portant sur l’analyse des génotypes de Giardia retrouvés chez des 

chiens et des humains d’une communauté Aborigène vivants sur le même site, a montré 
que la transmission entre chiens et humains ne se produisait pas couramment ; presque tous 
les chiens étaient porteurs du génotype spécifique de leur espèce (HOPKINS et al., 1997). 
Au contraire, les chiens vivants en zone urbaine sont susceptibles d’être infectés par les 
génotypes zoonotiques appartenant aux assemblages A et B (THOMPSON, 2000). 

Cela s’explique par le fait que la compétition est plus forte entre les souches de 
Giardia lorsque le taux d’infection est plus important. Dans cette communauté Aborigène 
la prévalence de la maladie étant plus forte qu’en zone urbaine, les souches les plus 
adaptées à l’hôte prennent l’avantage (THOMPSON, 2000). 

 
Les assemblages A et B sont largement répandus dans la nature. Ils peuvent être 

retrouvés chez les humains, le bétail, les animaux de compagnie, certains animaux 
sauvages, ainsi que dans l’environnement (VAN KEULEN, 2002). 

Le plus grand risque zoonotique devrait provenir des souches de Giardia 
appartenant à l’assemblage A, et plus particulièrement ceux appartenant au groupe A-1, et 
dans une moindre mesure aux souches appartenant à l’assemblage B. Les génotypes 
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apparaissant adaptés à leur hôte, restreints au bétail, chien, chat et rongeurs, n’ont jamais 
été retrouvés chez les humains et ne semblent pas représenter un risque de santé publique 
(THOMPSON, 2000). Mais lorsque l’on considère le potentiel zoonotique, le fait de 
trouver des génotypes similaires chez différentes espèces d’hôtes ne permet pas de 
conclure à la certitude d’une transmission zoonotique (THOMPSON, 2000). 

 
Les animaux de compagnie peuvent donc être considérés comme source de 

contamination. Les enfants en bas âge et les individus atteints du HIV sont 
particulièrement à risque. Il convient donc de conseiller aux propriétaires d’animaux de 
prendre certaines mesures pour éviter de se contaminer (SPAIN et al., 2001) :  

 
• Se laver les mains après chaque contact avec l’animal ou ses selles  

• Laver régulièrement les animaux pour débarrasser leur pelage d’éventuels 
éléments parasitaires (ROBERTSON et al., 2000).  

Il est cependant probable que les humains soient le principal réservoir de la 
giardiose humaine. Il est également probable que la transmission d’homme à homme soit 
beaucoup plus importante que la transmission zoonotique (ROBERTSON et al., 2000). 

Cependant, tous les animaux, domestiques ou sauvages, doivent être considérés 
comme des réservoirs potentiels de la maladie chez l’homme, sans que cela ait été prouvé 
pour autant (THOMPSON, 2000). 

 

2.   La giardiose chez l’homme (GENTILINI, 1993) 

 
L’homme se contamine en ingérant des kystes avec l’eau de boisson, les aliments 

crus ou à la faveur des « mains sales ». La transmission semble souvent directe d’homme à 
homme et les mouches peuvent véhiculer passivement des kystes à distance. La giardiose 
se voit à tout âge mais surtout chez l’enfant. Elle est cosmopolite et c’est la maladie 
transmise par l'eau la plus fréquemment diagnostiquée. 

 
Chez l'homme, la giardiose à Giardia duodenalis, engendre des manifestations 

cliniques extrêmement variables. C’est la caractéristique du tableau clinique des infections 
à Giardia, car la symptomatologie observée découle d'un ensemble de facteurs qui 
interagissent (statut immunitaire, statut nutritionnel, infections concomitantes, virulence et 
pathogénicité de la souche de Giardia responsable).  

Il existe de nombreuses formes asymptomatiques au cours desquelles la 
découverte du parasite est fortuite. La plupart des infections à Giardia restent latentes. Les 
formes à manifestation digestives de type colite sont les plus fréquentes, se traduisant par 
une diarrhée subaiguë ou chronique avec des selles fréquentes, liquides ou pâteuses, 
jaunâtres. Parfois, le début de la maladie est brutal évoquant une gastro-entérite aiguë : 
anorexie, nausées, malaise abdominal, diarrhée aqueuse, température normale. 

Il peut-être observé une perte de poids, des réactions d’hypersensibilité. A côté de 
cette forme diarrhéique pouvant persister des mois ou des années, rebelle à tous les 
traitements symptomatiques, d'autres formes, moins évocatrices, sont observables: troubles 
hépato-biliaires avec des douleurs pseudo-vésiculaires, céphalées, épigastralgies pseudo-
ulcéreuses, stéatorrhée, troubles neuro-végétatifs, syndromes fébriles. Giardia a également 
été impliqué dans des réactions d’allergie alimentaire, des synovites et des arthrites 
(OLSON et al., 2000). 
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Chez l'enfant les signes gastro-intestinaux sont constants, plus marqués que chez 
l'adulte et les troubles nerveux sont fréquents (instabilité, sommeil agité avec terreur 
nocturne, baisse de l'attention). Les enfants de moins de 10 ans semblent être la cible la 
plus touchée, en particulier dans les pays en voie de développement. 

 
Il existerait un lien entre la symptomatologie et le génotype de Giardia retrouvé. 

L’assemblage A serait impliqué dans des diarrhées intermittentes, alors que l’assemblage B 
serait impliqué dans des diarrhées de type persistantes (HOMAN, 2001). L’assemblage B 
serait plus souvent retrouvé chez les enfants asymptomatiques que l’assemblage A (READ 
et al., 2002). 
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PARTIE EXPERIMENTALE 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Les objectifs de cette expérimentation étaient de : 
 

• Comparer la coproscopie par sédimentation et le test ELISA ProspectT® 
Giardia pour le diagnostic de la giardiose chez le chien. 

• Etudier la conservation de la positivité des selles dans le temps à température 
ambiante, pour la coproscopie et pour l’ELISA. 
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I.  Matériel et méthodes 

A) Les chiens 

Les selles provenaient de chiens de particuliers ou d’élevages adressées par un 
vétérinaire. Des élevages ont également été contactés pour participer à l’étude. 

Les selles ont été envoyées au laboratoire de parasitologie de l’ENVA et 
analysées dans les 48h après leur prélèvement par une méthode de sédimentation (formol-
ether). Elles ont été prélevées dans des pots sans conservateur. 
 
Nous avons ainsi obtenu: 

 
• 38 chiens positifs (au moins un kyste observé). 

• 34 chiens négatifs appartenant à des élevages positifs ou suspects  

(aucun kyste observé). 

Les échantillons négatifs sélectionnés ont été congelés à –20°C le jour de leur lecture. 

 

Chaque prélèvement positif et observé dans les 48h a été séparé en 4 tubes : 
 
• Le tube J1 correspondant au jour de lecture et congelé le jour même à -20°C. 

• Le tube J4 correspondant au quatrième jour après la lecture, conservé à +20°C. 

• Le tube J8 correspondant au huitième jour après la lecture, conservé à +20°C. 

• Le tube sédimentation, conservé à +20°C. 

 
Les tubes J4 et J8 ont été à leur tour congelés à –20°C, respectivement au 

quatrième jour et au huitième jour après la lecture. 
Le tube sédimentation a été utilisé pour une nouvelle coproscopie par 

sédimentation à J4 ou J8 selon les prélèvements. 
Tous les prélèvements J1, J4 et J8 congelés à –20°C ont ensuite été testés par le 

test ELISA ProspectT® Giardia (Alexon-Trend). 

B) Etude des selles 

 

1.   Coproscopie par sédimentation (Telemann-Rivas) 

 
La recherche de selles de chiens positives à la giardiose a été réalisée à l’aide de 

cette technique. La coproscopie par sédimentation est recommandée pour la recherche des 
kystes de Giardia et permet de dégraisser les selles. 
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Détail du protocole : 
 
1. Mettre un peu de selles dans l'éprouvette (environ 0,5 grammes) 

2. Ajouter 10 ml de formol à 10% 

3. Mélanger 

4. Mettre un tamis sur un bécher et ajouter deux épaisseurs de gaze sur le tamis 

5. Verser dans le tamis 

6. Verser 7 ml du liquide filtré dans une petite éprouvette 

7. Ajouter dans 3 ml d'éther (compléter à 10 ml) 

8. Bien agiter en secouant énergiquement l’éprouvette fermée 

9. Verser dans un tube 

10. Centrifuger 5 minutes à 500 g 

11. Mettre une goutte du culot entre lame et lamelle et lire à l’objectif x 40 pour rechercher 
les kystes de Giardia. 

 

Les lames ont été lues par un technicien expérimenté et moi-même. 

La coproscopie est positive à partir du moment ou un kyste est observé sur la lame. 

 

 

2. Test ELISA ProspectT® Giardia Microplate Assay 

 
Les échantillons de selles dilués sont déposés dans les puits d’une microplaque, 

dans lesquels sont fixés les anticorps anti-GSA 65. Si la GSA 65 est présente, elle se fixe 
aux anticorps. Après plusieurs lavages, un anticorps monoclonal anti-GSA sur lequel est 
conjugué une enzyme peroxydase est ajouté dans chaque puit. Les puits sont mis à incuber. 
Ils sont ensuite lavés afin d’éliminer l’excès de conjugué. Le substrat de l’enzyme est 
finalement ajouté. La réaction colorée jaune se produit alors et peut être lue visuellement 
ou au spectrophotomètre. 
 
 
Détail du protocole : 
 
 
 
Préparation de chaque échantillon : 

Dans un tube à dilution, mélanger une quantité de selles équivalente au contenu 
d’une anse de platine dans 1 mL de solution de dilution (Specimen dilution Buffer). Agiter 
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1. Ajouter 4 gouttes de contrôle négatif dans le puit 1 

 

2. Ajouter 4 gouttes de contrôle positif dans le puit 2 

 

3. Ajouter 200 µL de chaque échantillon dilué dans un puit 

  

4. Incubation à température ambiante pendant 60 min. 

 

5. Réaliser 3 lavages 

 

 

 

 

 
Réalisation du lavage des puits : 
 
 

Vider tous les puits en retournant la plaque. Laver en remplissant complètement 
chaque puit avec 400 µL/puit environ du tampon de lavage (Wash Buffer). Vider à 
nouveau tous les puits en retournant la plaque après chaque lavage. Après le dernier 
lavage, vider le contenu et frapper sur du papier absorbant propre. Retirer le plus possible 
le tampon de lavage mais sans jamais laisser le puit devenir sec 

Il faut prendre soin de ne pas contaminer les puits entre eux soit lors du 
retournement de la plaque, soit lors du remplissage avec le tampon. Pour empêcher les 
contaminations efficacement il est possible d’aspirer les puits plutôt que de les retourner. 

 
 

 

 

6. Ajouter 4 gouttes d’enzyme conjuguée (Enzyme 
Conjugate) dans chaque puit 

 

7. Incuber 30 minutes à température ambiante 
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8. Réaliser 5 lavages 

 

 

9. Ajouter 4 gouttes de substrat coloré                      
(Color Substrate) dans chaque puit 

 

 

 

10. Incuber 10 minutes à 
température ambiante 

 

11. Ajouter 1 goutte de solution 
d’arrêt (Stop Solution) dans 
chaque puit 

 
 

 
12. Afin d’arrêter réellement la réaction, il faut placer la plaque sur un agitateur de plaque 
ELISA ou la taper doucement jusqu’à ce que la couleur jaune soit uniforme. 

 

 

 

 

 

Lecture de la plaque :  

Elle doit être lue dans les 10 minutes 
après l’ajout de la solution d’arrêt. On 
peut lire à l’œil nu ou au 
spectrophotomètre à 450 nm. 

 

 

 

 

Figures 6 : Protocole ELISA
 

 

 

 

 

 

 

Interprétation des résultats visuels : 

Elle se fait à l’œil nu en comparant la couleur des puits à un panel de couleurs fourni par 
de fabricant, allant de 0 à 4+. Le témoin négatif doit correspondre au 0 et le témoin positif 
doit correspondre au moins au 2+. 
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Interprétation des résultats spectophotométriques : 

La densité optique (DO) du contrôle négatif doit être inférieure à 0.100. 

La DO du contrôle positif doit être supérieure à 0.300. 

Il faut ensuite soustraire la DO du contrôle négatif à toute la plaque. On annule ainsi le 
bruit de fond. 

Après cette soustraction, le résultat d’un échantillon est positif si sa DO est supérieure à 
0.05. Le résultat est négatif si sa DO est inférieure à 0.05. 

 

C) Analyse statistique des résultats 

 
Afin de comparer et interpréter les résultats obtenus, nous avons utilisé le test du 

Chi2. Celui-ci permet de comparer les résultats obtenus à ceux attendus dans l’hypothèse 
ou il n’y aurait pas de différence entre ces résultats (hypothèse nulle). Les résultats ont été 
considérés comme significativement différents quand le risque α était inférieur ou égal à 
5%. Les Chi2 ont été calculés avec le tableur Excel de Microsoft Office 2000 et nous avons 
utilisé la table du Chi2 (TOMA et al., 1997). 

 
 

II  Résultats 
Lors de cette étude, il a été obtenu 38 coproscopies par sédimentation  qui étaient 

positives à Giardia. 
• Les échantillons positifs ont de nouveau été testés par coproscopie 4 ou 8 jours 

après la première lecture 
• Les selles positives ont été divisées en 2 ou 3 échantillons congelés à 

différentes échéances puis testées par ELISA. Il a ainsi été réalisé 107 ELISA 
sur les selles positives. 

 
Les 34 selles négatives à la coproscopie par sédimentation, issues d’élevages 

suspects ou contaminés par la giardiose ont également été testées par ELISA. 

A)    Résultats des échantillons positifs 

Les résultats sont présentés dans le tableau 1 en positif ou négatif pour le test 
ELISA. Les résultats en DO sont présentés en annexe 1, 2 et 3. 

 
Tableau 1 : Résultats des coproscopies et ELISA réalisés sur les coproscopies positives 
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Coproscopie par sédimentation 

 
ELISA ProspectT® Giardia 

 
Echantillons 

J1 J4 J8 ou + J1 J4 J8 ou + 
1 + NE - + + + 
2 + NE - + + + 
3 + NE + + NE + 
4 + NE J21 : - + + J21 : + 
5 + + NE + + + 
6 + + NE + + + 
7 + + NE + + + 
8 + + NE + + + 
9 + + NE + + + 
10 + + NE + + + 
11 + + NE + + + 
12 + + NE + + + 
13 + NE - + + + 
14 + NE - + + + 
15 + NE - + + + 
16 + NE - + + + 
17 + NE - + + + 
18 + NE - + - + 
19 + NE - + + + 
20 + NE - + + + 
21 + NE - + + + 
22 + NE - + + + 
23 + NE - + + + 
24 + NE - + + + 
25 + NE - + + + 
26 + NE - + + + 
27 + NE - + + + 
28 + NE - + + + 
29 + NE - + + + 
30 + + NE + + NE 
31 + + NE + + NE 
32 + + NE + + NE 
33 + + NE + + NE 
34 + + NE + + NE 
35 + D NE - - NE 
36 + D NE - - NE 
37 + NE - + + + 
38 + NE D + + + 

NE= non effectué 
D= kystes dégénérés 

B)    Résultats des échantillons négatifs 
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Les résultats sont présentés dans le tableau 2 en positif ou négatif pour le test 
ELISA. Les résultats en DO sont présentés en annexe 3 et 4. 
 
Tableau 2 : Résultats des ELISA réalisés sur les coproscopies négatives 
 

 
Echantillons 

 
Coproscopie par 
sédimentation 

 

 
ELISA ProspectT® Giardia 

1 - - 
2 - - 
3 - - 
4 - + 
5 - - 
6 - + 
7 - - 
8 - - 
9 - + 
10 - - 
11 - - 
12 - + 
13 - - 
14 - - 
15 - - 
16 - - 
17 - + 
18 - + 
19 - + 
20 - + 
21 - + 
22 - + 
23 - - 
24 - - 
25 - + 
26 - + 
27 - - 
28 - + 
29 - + 
30 - - 
31 - + 
32 - + 
33 - + 
34 - + 

 

C)    Analyse des résultats 
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1.   Synthèse 

 
Un échantillon est considéré comme positif si la coproscopie ou l’ELISA sont positifs. 
 
Un échantillon est considéré comme négatif si la coproscopie et l’ELISA sont négatifs. 

 
 
Tableau 3 : Synthèse des résultats obtenus 
 

 
Coproscopie par sédimentation 

 
 

 
ELISA ProspectT® Giardia 

J1 J4 J8 ou + J1 J4 J8 ou + 

 
 
 
Echantillons 

+ - + - + - + - + - + - 
 
Positifs par 
coproscopie 
à J1 
 

 
 

38 

 
 
0 

 
 

15 

 
 
0 

 
 
2 

 
 

21 

 
 

36 

 
 
2 

 
 

34 

 
 
3 

 
 

31 

 
 
0 

 
Négatifs par 
coproscopie 
à J1 
 

 
 
0 

 
 

34 

 
 

NE 
 

 
 

NE 

 
 

NE 

 
 

NE 

 
 

18 

 
 

16 

 
 

NE 

 
 

NE 

 
 

NE 

 
 

NE 

 
NE= non effectué 

 
 

Sur l’ensemble des 72 échantillons : 
 

• La coproscopie et l’ELISA sont en accord sur 36 échantillons positifs et sur 16 
échantillons négatifs 

• La coproscopie a détecté 2 échantillons positifs non détectés par l’ELISA 
• L’ELISA a détecté 18 échantillons positifs non détectés par la coproscopie 
• La coproscopie a détecté 38 prélèvements positifs contre 54 pour l’ELISA 
• Il y a 56 échantillons positifs et 16 négatifs détectés par les 2 méthodes 

confondues. 
 
 

On observe donc en premier lieu l’importance du nombre de faux négatifs obtenus 
par la coproscopie. Si l’ELISA retrouve presque tous les résultats obtenus par la 
coproscopie, le contraire n’est pas vrai. En effet, 94% (36 sur 38) des échantillons trouvés 
positifs par coproscopie sont retrouvés positifs par ELISA. Alors que 33% (18 sur 54) des 
échantillons trouvés positifs par ELISA ne sont pas retrouvés positifs par coproscopie. 

 
L’étude de la positivité dans le temps montre que la coproscopie ne la conserve 

pas longtemps. Toutes les coproscopies réalisées à J4, c’est à dire environ 6 jours après 
leur récolte, ont permis de retrouver les kystes (avec parfois des kystres dégénérés). Par 
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contre, seules 2 coproscopies sur les 23 réalisées à J8 ont donné un résultat positif, soit 
environ 10 jours après leur récolte. 

Le test ELISA ProspectT® Giardia conserve lui aussi cette positivité à J4. Mais à 
la différence de la coproscopie, il la conserve également à J8. Un échantillon, le n°4, a été 
laissé à température ambiante 21 jours à l’issu desquels une coproscopie par sédimentation 
a été réalisée, donnant un résultat négatif. Cet échantillon a alors été congelé à -20°C. Il a 
ensuite été testé par ELISA avec les autres, donnant un résultat positif. Recongelé puis 
testé de nouveau par ELISA lors d’une manipulation suivante, ce résultat positif a été 
reconfirmé. En outre, les DO des selles à J0, J4 et J8 sont très voisines (cf. annexe 1, 2 et 3) 
ce qui confirme la grande stabilité de l’antigène GSA dans les fèces. 

La coproscopie perd sa positivité dans le temps alors que l’ELISA la conserve. 
 
 

2.   Etude statistique des résultats 

a. Sensibilités  

Pour la coproscopie, la sensibilité est de 68% (38 sur 56). 
 
Pour l’ELISA, la sensibilité est de 96% (54 sur 56). 

b. Valeurs prédictives 

1. Coproscopie 

Tableau 4 : Réponse de la coproscopie face à la situation réelle 
 

  
Situation Réelle 

 

 

 
+ 

 
- 

 
+ 

 
38 

 
0 

 
Réponse de la 
coproscopie 

 
- 

 
18 

 
16 

 
La valeur prédictive positive de la coproscopie est de 100%. 
La valeur prédictive négative de la coproscopie est de 47%. 
 
 

2. ELISA 
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Tableau 5 : Réponse de l’ELISA face à la situation réelle 
 

  
Situation Réelle 

 

 

 
+ 

 
- 

 
+ 

 
54 

 
0 

 
 

Réponse de l’ELISA 
 
- 

 
2 

 
16 

 
La valeur prédictive positive de l’ELISA est de 100%. 
La valeur prédictive négative de l’ELISA est de 88%. 
 

c. Tests du Chi2 

3. Comparaison entre les deux méthodes 

 
Tableau 6 : Calculs statistiques de Chi2 pour la comparaison entre la méthode ELISA et la 
coproscopie par sédimentation 
 
 

 ELISA  

 

 

 
+ 

 
- 

 

 
+ 

 
36 

 
2 

38  
Coproscopie par  

 
sédimentation  

- 
 

18 
 

16 
34 

  54 18 72 
 

La valeur du Chi2 est de 16,7. Les résultats obtenus par ELISA sont très 
significativement différents de ceux obtenus par coproscopie par sédimentation au risque 
1‰ (16,7>10,827 à 1ddl). La technique ELISA est donc supérieure à la coproscopie par 
sédimentation. 

4. Comparaison entre coproscopies 
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Tableau 7 : Calculs statistiques de Chi2 pour la comparaison des coproscopies réalisées sur 
les échantillons positifs 
 

 Coproscopies  

  
J1 

 
J4 

 
J8 

 

 
+ 

 
38 

 
15 

 
2 

 
55 

-  
0 

 
0 

 
21 

 
21 

 38 15 23 76 
 

La valeur du Chi2 est de 66,29. Les variations des résultats obtenus par 
coproscopie sont significatifs à 1‰ (66,29>13,815 à 2 ddl). La sédimentation n’est donc 
pas une bonne méthode pour l’étude d’échantillons prélevés il y a plus de 6 jours. 
 

5. Comparaison entre ELISA 

 
Tableau 8 : Calculs statistiques de Chi2 pour la comparaison des ELISA réalisées sur les 
échantillons positifs 
 

 ELISA  

  
J1 

 
J4 

 
J8 

 

 
+ 

 
36 

 
34 

 
31 

 
101 

-  
2 

 
3 

 
0 

 
5 

 38 37 31 106 
 

La valeur du Chi2 est de 2,64. La variation des résultats obtenus par ELISA n’est 
pas significative à 5% (2,64<5,991 à 2 ddl). Cela signifie que la différence observée entre 
les résultats obtenus par ELISA aux différents jours est due au hasard. La technique ELISA 
est donc une bonne méthode pour l’étude d’échantillons prélevés il y a plus de 6 jours. 
 

III.  Discussion 
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Ces résultats rejoignent ceux obtenus par DECOCK et al. en 2002. En effet leur 
étude montrait que la sensibilité de la coproscopie par flottation est de 77%, alors que celle 
du test ELISA ProspectT® Giardia est de 96%. La différence concernant la coproscopie 
vient peut-être de la différence de technique coproscopique utilisée. Dans le cas présent la 
coproscopie par flottation apparaît plus sensible que la coproscopie par sédimentation pour 
le diagnostic de giardiose chez le chien. 

 
Notre étude apporte donc la confirmation que le test ELISA a une très bonne 

sensibilité chez le chien. 
A J4, les résultats obtenus par chacune des techniques restent fidèles à ceux 

obtenus à J1. Seules les coproscopies réalisées à J4 sur les échantillons 35 et 36 ont montré 
des kystes dégénérés. De plus, ces mêmes échantillons sont les deux seuls à n’avoir pas été 
positifs à J1, J4 ou J8 par ELISA. Ces particularités retrouvées uniquement pour ces deux 
échantillons sont difficilement interprétables. Ces échantillons faisant partie du même lot 
que les échantillons 30 à 34, leur protocole de prélèvement étant le même, il n’est pas 
possible d’attribuer cette différence d’observation à des variations liées à l’envoi ou la 
conservation. 

 
La positivité de l’échantillon laissé à température ambiante 21 jours laisse à 

penser que la GSA 65 se conserve bien plus longtemps que 10 jours à température 
ambiante. Ce résultat isolé reste cependant à confirmer par l’étude d’un plus grand nombre 
d’échantillons. 

 
Nous avons été confronté à une contamination du témoin négatif lors d’une des 

premières manipulations (28/11/03, cf. annexes). Cela est certainement dû à une erreur de 
manipulation lors de lavages. Le reste des puits ne semble pas avoir été concerné par ces 
contaminations puisque il existe une homogénéité au sein de chaque échantillon entre les 
J1, J4 et J8. Quand bien même il y aurait également eu contamination de certains puits, 
cela n’aurait aucun effet sur l’interprétation des résultats puisque les DO sont bien trop 
élevées pour être le fait de contaminations. 

 
L’échantillon J4 du n°18 est négatif probablement en raison d’une erreur dans la 

préparation de l’échantillon (pas suffisamment de selles mélangées à la solution de 
dilution), et non pas en raison d’un manque de sensibilité du test. En effet, les J1 et J8 du 
n°18 sont eux positifs. A cela s’est ajouté le problème de contamination du témoin négatif, 
qui lors de sa soustraction a rendu J4 du n°18 négatif, alors qu’il aurait probablement été 
positif avec un témoin négatif normal. 

 
Les résultats positifs à l’ELISA mais négatifs à la coproscopie sont considérés 

comme de vrais positifs. Les études de LEIB et al. en 1992, tout comme celle de DECOCK 
et al. en 2002 confirment cette hypothèse. En effet la réalisation d’une ou deux nouvelles 
coproscopies sur les selles de ces chiens finit par révéler leur positivité dans la majorité des 
cas. De plus, il n’y a pas de réactions croisées de ce test avec d’autres parasites que 
Giardia ni chez l’homme ni chez le chien (HOPKINS et al., 1993). Lors de notre étude, 
des échantillons positifs à Trichuris vulpis, Toxocara canis et Uncinaria stenocephala mais 
négatifs à Giardia duodenalis (échantillons négatifs n° 3, 7 et 8) sont restés négatifs lors du 
test ELISA. La réalisation de la technique de polymérisation en chaîne (PCR) sur les selles 
positives à l’ELISA mais négatives par coproscopie permettrait de confirmer 
définitivement la réalité de ces positifs, tout en déterminant la nature des souches de 
Giardia duodenalis impliquées dans ces infections. 
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Les résultats positifs par ELISA étant donc considérés comme étant réellement 
positifs, les valeurs prédictives positives sont de 100% pour les deux méthodes. Par contre, 
un résultat négatif par coproscopie a moins de chance d’être réellement négatif que par 
ELISA, du fait de l’excrétion intermittente des kystes. Ainsi la valeur prédictive négative 
de l’ELISA est de 40% supérieure à celle de la coproscopie (88% contre 47%). 

 
Au cours de l’étude le prix de kit ELISA ProspectT® Giardia Microplate Assay 

96 puits a baissé. En l’espace de 3 mois son prix est passé de 950 € à 550 € hors taxe (HT) 
environ. Soit actuellement un coût de 17,19 € HT (au lieu de 29,69 €) pour l’étude d’un 
échantillon (2 puits pour les témoins + et -), et 6,88 € HT par échantillon lorsque 10 sont 
réalisés en même temps. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Conclusion 
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Notre étude a permis d’étudier et de comparer deux techniques de diagnostic de la 
giardiose canine. Deux résultats importants ont été observés. 

Premièrement, nous avons observé que si les selles ne sont pas analysées 
rapidement après la récolte, le risque de faux négatifs à la coproscopie par sédimentation 
est important. Il est donc nécessaire de prévoir un système de conservation des selles, 
compatibles avec la coproscopie et éventuellement l’ELISA, pour leur acheminement au 
laboratoire. 

Deuxièmement, notre étude a confirmé le réel intérêt du test ELISA dans le 
diagnostic de la giardiose chez le chien. De plus, il reste fiable au moins 10 jours après la 
récolte des selles. Le temps nécessaire à sa réalisation est compensé par sa très bonne 
sensibilité face à une seule coproscopie par sédimentation. D’autant plus que la possibilité 
de tester plusieurs échantillons à la fois, sans réellement allonger la durée de la 
manipulation, permet finalement un gain de temps. Enfin, la récente baisse de son coût 
rend ce test abordable et possible à proposer en pratique courante. 

Son inconvénient majeur par rapport à la coproscopie réside dans l’absence 
d’identification d’autres parasites et donc son diagnostic exclusif de la giardiose. 

La méthode ELISA nous paraît donc intéressante. Nous recommandons son 
utilisation pour le diagnostic de la giardiose chez le chien, principalement lorsque plusieurs 
échantillons sont à analyser en même temps mais également sur des selles prélevées il y a 
plus de 6 jours ou lorsque la coproscopie est négative. 

La PCR va probablement se développer puis devenir un outil intéressant et 
abordable dans le diagnostic de la giardiose. En outre, cette technique permet de 
déterminer le type de la souche de Giardia duodenalis impliquée dans l’infection. Elle 
pourrait ainsi permettre une éventuelle comparaison entre une souche donnée et une 
expression clinique comme cela a été montré chez l’homme. 
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ANNEXES 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

ANNEXE 1 : Résultats spectrophotométriques des échantillons positifs 19 et 37 
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ANNEXE 2 : Résultats spectrophotométriques des échantillons positifs 1 à 18 et 20 
 
 
 

 1 
A - 
B + 
C 37 J1 
D 37 J4 
E 37 J8 
F 19 J1 
G 19 J4 
H 19 J8 
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 1 2 3 4 5 6 7 8 

A - + 1 J1 1 J4  1 J8 2 J1 2 J4 2 J8 
B 3 J1 3 J8 4 J1 4 J4 4 J21 5 J1 5 J4 5 J8 
C 6 J1 6 J4 6 J8 7 J1 7 J4 7 J8 8 J1 8 J4 
D 8 J8 9 J1 9 J4 9 J8 10 J1 10 J4 10 J8 11 J1 
E 11 J4 11 J8 12 J1 12 J4 12 J8 13 J1 13 J4 13 J8 
F 14 J1 14 J4 14 J8 15 J1 15 J4 15 J8 16 J1 16 J4 
G 16 J8 17 J1 17 J4 17 J8 18 J4 18 J1 18 J8 20 J8 
H 20 J1 20 J4  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANNEXE 3 : Résultats spectrophotométriques des échantillons positifs 21 à 36 et 38, 
et des échantillons négatifs 33 et 34 
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ANNEXE 4 : Résultats spectrophotométriques des échantillons négatifs 1 à 32 
 

 
 

 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 
A 21 J1 23 J8 26 J4 29 J1 32 J4 36 J4 + 
B 21 J4 24 J1 26 J8 29 J4 33 J1 38 J1 
C 21 J8 24 J4 27 J1 29 J8 33 J4 38 J4 
D 22 J1 24 J8 27 J4 30 J1 34 J1 38 J8 
E 22 J4 25 J1 27 J8 30 J4 34 J4 4 J21 
F 22 J8 25 J4 28 J1 31 J1 35 J1 33 
G 23 J1 25 J8 28 J4 31 J4 35 J4 34 

 

H 23 J4 

 

26 J1 

 

28 J8

 

32 J1

 

36 J1  

 

- 
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 1 2 3 4 5 6 7 8 

A - 1 9 17 25 
B 2 10 18 26 
C 3 11 19 27 
D 4 12 20 28 
E 5 13 21 29 
F 6 14 22 30 
G 

 

7 15 23 31 
H + 8 

 

16 

 

24 

 

32 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
ANNEXE 5 : Notice du test ProspectT® Giardia Microplate Assay 
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