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Résumé 
 L’augmentation des interactions entre humains et animaux sauvages en lisière des 

habitats naturels pourrait faciliter la transmission d’agents pathogènes entre les humains et les 

différentes espèces animales d’un écosystème et ainsi favoriser l’émergence de maladies. 

Nous avons effectué une étude transversale portant sur l’infection par Giardia et 

Cryptosporidium chez les humains, les animaux domestiques, les rongeurs et les lémuriens au 

sein de l’écosystème de Ranomafana, Madagascar. Des échantillons de fèces ont étés collectés 

de manière non invasive chez des personnes volontaires, des mammifères domestiques et des 

rongeurs introduits habitant trois villages situés en lisière du Parc National de Ranomafana 

(PNR) ainsi que quatre espèces de lémuriens (Propithecus edwardsii, Prolemur simus, 

Eulemur rubriventer et Microcebus rufus) du PNR. Des analyses coproscopiques par la 

technique d’immunofluorescence directe ont été réalisées afin de détecter la présence de 

Cryptosporidium et Giardia. Leur prévalence a été estimée et certaines variables reliées à 

l’infection par les parasites ont été identifiées. Cryptosporidium et Giardia ont été détectés 

avec une prévalence estimée à 22,9 % et 13,6 % respectivement chez les humains. La 

prévalence de ces deux parasites variait de 0 % à 60 % chez les animaux domestiques et les 

rongeurs au sein des villages. L’espèce hôte, l’âge ainsi que la co-infection par un autre 

protozoaire sont les seules variables associées à l’infection par Cryptosporidium et Giardia 

dans cet écosystème tandis qu’aucune association avec une coinfection par un ordre de 

nématode n’a été détecté. De plus, Cryptosporidium a été détecté chez 10,5 % des lémuriens 

du PNR. Cette étude documente pour la première fois la présence de Cryptosporidium chez 

deux espèces de lémuriens du PNR. Par contre, Giardia n’a pas été détecté dans les 

échantillons issus de lémuriens du PNR. 

Mots - clés : Cryptosporidium, Giardia, lémuriens, protozoaires, parasites, épidémiologie, 

Madagascar. 

 



 

 

 

 

Abstract 

Increasing human activities in the vicinities of natural habitats may facilitate the 

emergence and transmission of diseases between humans and domestic animals and wildlife 

species. We conducted a cross-sectional study investigating the prevalence of Giardia and 

Cryptosporidium, two ubiquitous and potentially zoonotic protozoan parasites in various 

populations of humans and animals from the Ranomafana National Park ecosystem (RNP), 

Madagascar. Fecal samples were obtained non-invasively from human volunteers, domestic 

animals and introduced rodents inhabiting three villages in the vicinity of the national park and 

from four species of free-ranging lemurs (Propithecus edwardsi, Prolemur simus, Eulemur 

rubriventer and Microcebus rufus) from the RNP. Samples were analyzed using the direct 

immunofluorescence technique. Prevalences of Giardia and Cryptosporidium were estimated 

and variables associated with infections by the protozoa were identified. Cryptosporidium and 

Giardia were detected with a prevalence of 22.9 % and 13.6 % in humans respectively. The 

prevalences of these two parasites varied from 0 % to 60 % in domestic animals and 

introduced rodents from the villages. Species, age category and co-infection with the other 

protozoan were significantly associated with the infection by Cryptosporidium and Giardia in 

this ecosystem, whereas coinfections by different helminths order were not significantly 

associated with Cryptosporidium or Giardia. Moreover, Cryptosporidium was detected in 

10.5 % of lemurs sampled from the RNP. This study reports for the first time the occurrence 

of Cryptosporidium in two species of lemurs from the RNP. Giardia was not detected in fecal 

samples from lemurs inhabiting the RNP. 

Keywords : Cryptosporidium, Giardia, lemurs, protozoan, parasite, Madagascar, 

epidemiology. 
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Introduction 

L’augmentation constante de la taille de la population humaine et des activités 

agricoles effectuées en bordure des habitats naturels exercent une pression anthropogénique 

sur l’environnement et augmentent les risques d'interactions entre l’homme et les différentes 

espèces animales sauvages (Dobson et Carper, 1996). Ces interactions entre l'espèce humaine, 

leurs animaux domestiques et les animaux sauvages sont souvent à la source de conflits. Ces 

interactions peuvent aussi favoriser l’émergence ou la transmission de maladies, 

particulièrement entre les humains et les primates en raison de leur proximité génétique 

(Pedersen et Davies, 2009). Parmi les agents pathogènes zoonotiques transmis entre humains, 

animaux domestiques et primates sauvages, on retrouve Cryptosporidium et Giardia. Ces deux 

genres de protozoaires sont fortement prévalents dans les pays en voie de développement et 

sont associés à de très nombreux cas de diarrhées chez les humains et les animaux 

domestiques (Thompson et al., 2008). Des cas de diarrhées ont aussi été rapportés chez les 

animaux sauvages (Appelbee et al., 2005). L’occurrence de ces parasites à Madagascar est mal 

connue. Étant donné les risques potentiels associés à ces parasitoses chez les lémuriens, il est 

pertinent d’étudier certains caractères épidémiologiques tels la prévalence et les facteurs de 

risque liés à l’infection chez les différentes populations interagissant en lisière des habitats 

naturels. L'information acquise permettra de mieux évaluer les risques que posent ces agents 

pathogènes potentiellement zoonotiques chez les humains et animaux de l’écosystème de 

Ranomafana à Madagascar, particulièrement chez les lémuriens en danger d’extinction. 



 

 

 

 

Chapitre 1 : Recension de littérature 

1.1 Notes sur l’histoire naturelle de Madagascar 

1.1.1 Géographie 

Madagascar est une île de l’océan Indien située à près de 400 km des côtes orientales 

de l’Afrique et à plus de 5 000 km au nord de l’Antarctique. D’une superficie d’environ 

587 000 km2, elle est la 4e plus grande île au monde. Madagascar s’est séparé des masses 

terrestres africaines puis de l’Inde il y a respectivement 160 millions et 80 millions d’années 

(Barron, 1987; Krause et al., 1997). De part sa position géographique, Madagascar jouit d’un 

climat tropical influencé alternativement par les régimes d'alizés secs pendant l’hiver austral 

(mai – septembre) et par la mousson pendant l’été (octobre – mars). La taille de l’île, sa 

position géographique et son climat diversifié ont ainsi permis l'évolution de formes de vie 

uniques au monde (Martin, 1972). 

1.1.2 Biodiversité de Madagascar 

Madagascar est une île réputée pour sa diversité biologique. On estime qu’il y existe 

plus de 12 000 espèces des végétaux dont 96 % sont endémiques (Schatz, 2002). Cette 

richesse et le caractère unique des plantes se retrouvent aussi dans le monde animal avec un 

niveau d’endémisme très élevé pour chaque groupe d’animaux présents naturellement sur l’ile. 

Ainsi, 99 % des espèces d’amphibiens décrites à Madagascar aujourd’hui sont endémiques. 

1.1.3 Les lémuriens de Madagascar 

Parmi les mammifères de Madagascar, les lémuriens sont probablement les plus 

connus. Ceux-ci appartiennent à l’ordre des primates et au sous-ordre des prosimiens. On 

compte actuellement 99 espèces reparties en cinq familles (Mittermeier et al., 2008). Tous les 

lémuriens partagent des caractères anatomiques et physiologiques qui sont considérés comme 

primitifs telles : la présence d’un “Tapetum lucidum”, la présence d’un rhinarium, un utérus 

bicornué, une placentation épitheliochoriale et un métabolisme basal réduit. D’autres 

caractéristiques morphologiques et physiologiques sont propres aux espèces et sont très 
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variables; tel le poids qui varie de 30 g chez les Microcèbes de Madame Berthe (Microcebus 

berthae) à 7 kg chez les Indri (Indri indri) (Yoder et al., 2000; Powzyk et Mowry, 2003). Les 

lémuriens ne se retrouvent à l’état sauvage qu’à Madagascar et aux îles Comores où deux 

espèces ont été introduites (Pastorini et al., 2003). Cette richesse biologique a fait que l’île a 

été classée parmi les points chauds de la biodiversité qui regroupent les localités de la planète 

où la richesse biologique est très élevée, mais aussi fortement menacée et constituent ainsi une 

des priorités de conservation au niveau international (Myers et al., 2000; Vieites et al., 2009). 

1.1.4 Menaces sur la biodiversité de Madagascar 

  La biodiversité de Madagascar est soumise à des pressions anthropogéniques très 

élevées qui menacent fortement la richesse biologique de l’île. La déforestation et la coupe 

non sélective ainsi que les phénomènes de fragmentation d'habitat qui en découlent mettent en 

danger l’intégrité des forêts (Lehman et al., 2006b, a; Lehman et al., 2006c). On estime ainsi 

que près de 43 % de la surface forestière humide de Madagascar a été perdue par les 

phénomènes de déforestations entre 1950 et 2000 (Harper et al., 2007). À ceci s’ajoutent la 

chasse et la collecte illégale d’animaux endémiques afin d’alimenter le marché grandissant des 

animaux exotiques de compagnie et de l’utilisation des parties animales pour la médecine 

traditionnelle asiatique (Andreone et Luiselli, 2003).  

 Les différentes populations de lémuriens de Madagascar sont également menacées par 

ces modifications anthropogéniques. En effet, depuis l’arrivée de l’homme à Madagascar il y a 

environ 2 000 ans, on pense que 15 espèces de lémuriens se sont éteintes du fait de la 

destruction des habitats et de la chasse (Perez et al., 2005). Aujourd’hui, toutes les espèces de 

lémuriens sont protégées par des conventions nationales et internationales. On peut noter par 

exemple leur présence sur la liste rouge de l’Union internationale pour la conservation de la 

nature et l’Appendice I de la Convention internationale pour le commerce d’espèces menacées 

(CITES). Malgré ces efforts de conservation, plusieurs espèces de lémuriens continuent à 

décroitre et se trouvent menacées d’extinction. On note ainsi la présence de cinq espèces de 

lémuriens sur la liste des 25 primates les plus en danger au monde (Mittermeier et al., 2009). 

Parmi celles-ci, le grand hapalémur (Prolemur simus), dont l’habitat s’étendait autrefois sur 

toute l’île. Aujourd’hui, il n’est présent que sur 1 % de son territoire originel avec une 

population totale estimée entre 100 et 160 individus, repartis en plusieurs sous-populations 
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isolées (Wright, 2008). Plusieurs de ces sous-populations se trouvent en dehors des aires 

protégées et se voient menacées principalement par la perte de leur habitat pour l’agriculture, 

la coupe des bambous, qui est leur principale source de nourriture, et la chasse (Arrigo-Nelson 

et Wright, 2004). 

1.1.5 Le système d’aires protégées à Madagascar 

 En établissant une réserve naturelle intégrale en 1927, Madagascar fut l’un 

des premiers pays à instaurer des aires protégées. Aujourd’hui, les aires protégées de 

Madagascar sont gérées par Madagascar National Park, une association privée d’utilité 

publique opérant sous la juridiction du Ministère de l’Environnement, des Fôrets et du 

Tourisme de Madagascar. On compte aujourd'hui 50 aires protégées couvrant 3 % du territoire 

malgache. Ces aires protégées ont été classifiées en réserves spéciales, réserves naturelles 

intégrales et parcs nationaux en fonction des activités humaines qui y sont permises. Parmi les 

parcs nationaux, six ont été reconnus par l’UNESCO comme patrimoine mondial de 

l'humanité dont le Parc National de Ranomafana. 

 Le Parc National de Ranomafana (PNR), situé au sud est de l’île (Figure 1), a été mis 

en place en 1991 à la suite de la découverte d’une nouvelle espèce de lémuriens y habitant, 

soit le lémur bambou doré (Hapalemur aureus) (Wright, 1997). Le PNR est composé de 43 

500 ha de forêt humide de moyenne altitude. Il abrite 12 espèces de lémuriens diurnes et 

nocturnes dont trois espèces en danger critique d’extinction à savoir, le grand hapalémur 

(Prolemur simus), le lémur Vari blanc et noir (Varecia variegata) et le Hapalémur doré 

(Hapalemur aureus). Le PNR est aujourd’hui un des parcs nationaux les plus connus et les 

plus visité à Madagascar et reçoit annuellement près de 15 000 visiteurs. De plus, de 

nombreux villages sont situés en bordure du PNR. La taille de ces villages s’accroit 

principalement par la venue de nouveaux migrants et ces mouvements ont été corrélés avec 

une augmentation de la déforestation et de la destruction des habitats naturels même au sein du 

PNR (Brooks et al., 2009). Cette destruction de l’habitat est la principale menace pesant sur la 

biodiversité malgache en générale et sur les lémuriens en particulier.  
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Figure 1 : Localisation du Parc National de Ranomafana 

(PNR), Madagascar (Source : Madagascar GIS© utilisée 

avec l’autorisation de B. Gerber). 

1.2 Maladies émergentes et zoonoses 

 Les modifications anthropogéniques accentuent la fragmentation des habitats et les 

effets de lisière. On entend par effet de lisière les changements liés à l’adjonction de deux 

types de milieux écologiques (tels les champs en bordure de forets). Ceux-ci peuvent 

augmenter les risques associés aux maladies sur des populations animales déjà en danger, 

particulièrement dans le cas de maladies infectieuses émergentes ou ré-émergentes (Murcia, 

1995; Asquith et Mejia-Chang, 2005). Les maladies émergentes sont des maladies dont 

Parc National de Ranomafana 
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l’incidence, la distribution géographique ou le nombre d’espèces hôtes a augmenté au cours 

des deux dernières décennies (Lederberg, 1992; Daszak et al., 2000). 

 Près de 60 % de ces maladies émergentes chez l’homme sont zoonotiques (Lederberg, 

1992; Taylor et al., 2001). Ceci signifie que ces agents pathogènes peuvent se transmettre de 

manière naturelle de l’homme vers l’animal et inversement, soit par contact direct, soit par 

l’intermédiaire d’un vecteur tel que les tiques ou les moustiques, ou encore par contact avec un 

environnement contaminé (Hubalek, 2003). Ces zoonoses sont particulièrement importantes 

dans le cas de transmission de l’animal vers l’homme comme pour l’émergence et les risques 

de pandémie due au virus de l’influenza ou de la fièvre de la vallée du Rift en Afrique 

(Christou, 2011). Ces maladies peuvent poser des risques importants pour la santé humaine et 

sont à l’origine de pertes économiques significatives (Tabachnick et al., 2002). Beaucoup de 

ces maladies résultent d’une modification des relations entre les différentes espèces hôtes et 

l’agent pathogène souvent à la suite de changements dans la démographie, le comportement ou 

la structure sociale de la population humaine (Dobson et Carper, 1996; Garnett et Holmes, 

1996). On peut noter, par exemple, la transmission interspécifique fréquente de rétrovirus 

entre l’homme et les primates en Afrique centrale, qui pourrait causer l’émergence de 

nouvelles pandémies (Wolfe et al., 2004). 

1.2.1 Maladies émergentes et impact sur la biodiversité  

 Les maladies transmises de l’homme à l’animal, ainsi que les maladies transmises des 

animaux domestiques aux animaux sauvages, revêtent une importance particulière dans le 

cadre de la conservation des espèces et des risques d’extinction. En effet, l'introduction 

d'agents pathogènes et les maladies y étant associées ont été liées à d’importantes réductions 

des populations animales sauvages, comme illustré lors des épizooties de morbillivirus canin 

(distemper) chez les lions du Serengeti (Roelke-Parker et al., 1996), ou encore des infections 

fongiques cutanées chez les amphibiens de manière globale (Daszak et Cunningham, 1999) et 

les chiroptères d’Amérique du Nord principalement (Frick et al., 2010). Aujourd’hui, la 

plupart des animaux sauvages vivent au sein d’habitats ayant subi des changements 

anthropogéniques. L’environnement est alors constitué d’une mosaïque d’habitations 

humaines, de terres cultivées et d’aires protégées isolées (Chapman et Peres, 2001). Ces 

changements forcent les populations humaines et animales à des contacts plus fréquents et 
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plus directs, qui à leur tour augmentent les risques de transmission des agents pathogènes 

(Daszak et al., 2001; Dobson et Foufopoulos, 2001). En plus des contacts avec les humains, 

les animaux domestiques maintenus à des densités souvent élevées en lisière des zones 

naturelles pourraient constituer un réservoir d’agents infectieux pour les animaux sauvages 

(Lafferty et Gerber, 2002). 

1.2.2 Maladies infectieuses à l’interface humains–primates sauvages 

 Le risque de transmission interspécifique d’agents infectieux peut dépendre de facteurs 

intrinsèques aux agents pathogènes, des caractéristiques de l’hôte ou des interactions entre les 

différentes espèces d’hôtes (Cleaveland et al., 2001; Parrish et al., 2008). Ainsi, il a été montré 

que le risque de transmission de certaines bactéries entre les primates sauvages, les êtres 

humains et les animaux domestiques était positivement liée au degré de fragmentation des 

forêts qui accroissent le chevauchement des habitats et donc l'intensité des contacts entre ces 

groupes (Goldberg et al., 2008). 

 D’autre part, les primates sont d’une importance particulière par rapport à la 

transmission de maladies zoonotiques dû à la proximité génétique relative qu’ils ont avec 

l'espèce humaine ainsi que la superposition des habitats (Pedersen et Davies, 2009). Les 

primates peuvent ainsi être à la source de maladies infectieuses et constituer des réservoirs 

pour des maladies importantes chez les humains. Par exemple, on reconnaît aujourd’hui que le 

VIH (Virus d’immunodéficience humaine), agent étiologique du Syndrome d’Immuno 

Déficience Acquise (SIDA), est issu d’un virus apparenté d’origine animale qui aurait été 

transmis à l’homme à la suite de la contamination d’un chasseur de viande de brousse (Heeney 

et al., 2006; Van Heuverswyn et Peeters, 2007). Aussi, certaines espèces de primates 

constituent des réservoirs pour le virus de la fièvre jaune ou l’Herpèsvirus B (Monath, 2001; 

De Almeida et al., 2012), des maladies d’importance capitale pour la santé publique dans de 

nombreux pays. Cette proximité génétique facilite le passage et l’adaptation des virus et autres 

agents pathogènes entre primates et humains ce qui constitue un risque important d’émergence 

de maladies à la fois chez l’humain et chez l’animal (Wolfe et al., 2004; Pedersen et Davies, 

2009). 

 D’autres agents infectieux d’importance, tels Mycobacterium tuberculosis, Shigella 

spp., Campylobacter spp. et Salmonella spp. peuvent être transmis entre humains et animaux à 
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la fois en captivité et dans le milieu naturel (Nizeyi et al., 2001). Étant donné que ces bactéries 

sont à l’origine de morbidité et de mortalité importantes chez les primates en captivité, 

l’augmentation de leur prévalence chez les animaux sauvages soulève des questionnements 

importants sur les risques associés à l’augmentation des interactions entre humains et primates 

sauvages par l’écotourisme (Goldberg et al., 2007; Muehlenbein et al., 2010) ainsi que 

l’habituation de ces derniers (Nizeyi et al., 2001; Kaur et al., 2011). Une étude a ainsi montré 

un lien entre un parasite du genre Encephalitozoon chez les gorilles et les humains en contact 

fréquent avec ces animaux. Cette étude a montré que les gorilles et les humains fréquentant le 

parc partageaient une même et unique variante génotypique d’Encephalitozoon intestinalis ce 

qui suggère la transmission anthropozoonotique du parasite probablement par une 

contamination environnementale (Graczyk et al., 2002). 

 Ces différentes maladies constituent un risque certain pour les populations de primates 

déjà menacées par la perte de leur habitat ou par le braconnage (Wallis et Lee, 1999; Chapman 

et Peres, 2001; Smith et al., 2006). En effet, de nombreuses mortalités au sein de populations 

de primates ont été liées aux maladies infectieuses telles l’influenza, l'Ebola ou encore la 

fièvre jaune (Wallis et Lee, 1999; Huijbregts et al., 2003; Walsh et al., 2003; Leendertz et al., 

2006). On pourra citer, par exemple, une épidémie de maladies respiratoires chez des 

chimpanzés (Pan troglodites) du Parc National de Mahale en Tanzanie entre les années 2003 

et 2006 due à un virus de la famille des Paramyxoviridae, probablement introduit par 

l’homme, et qui a causé un taux de mortalité voisinant les 5 % (Kaur et al., 2008). En plus des 

infections virales et bactériennes, les infections parasitaires peuvent également influencer les 

populations de primates sauvages, soit directement, soit indirectement en affectant la santé et 

la reproductivité de leur hôte (Hudson et al., 1992; Coop et Holmes, 1996; Coop et Kyriazakis, 

1999). Parmi les parasites constituant un risque à la fois pour les populations humaines, le 

cheptel domestique et les animaux de la faune sauvages, on retrouve Giardia et 

Cryptosporidium. 
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1.3 Deux protozoaires parasites potentiellement zoonotiques 

1.3.1 Giardia 

1.3.1.1 Biologie 

 Giardia est un parasite protozoaire flagellé causant des infections intestinales chez 

plusieurs espèces de mammifères (y compris l’homme), d’oiseaux, de reptiles et 

d’amphibiens. Giardia appartient au phylum des Sarcomastigophora, à la classe des 

Zoomastigophora (tout comme les autres protozoaires flagellés tels que Trypanosoma, 

Leishmania, Trichomonas) et à l’ordre des Diplomonadida (Levine et al., 1980). 

 La taxonomie des différentes espèces appartenant au genre Giardia est controversée, 

cependant, on reconnait généralement six espèces différentes basées sur les caractères 

morphologiques et génotypiques du parasite à savoir : Giardia lamblia (aussi appelé G. 

duodenalis ou G. intestinalis), G. agilis, G. muris, G. psittaci, G. ardeae et G. microti.  

 On reconnaît également que G. lamblia correspond à une espèce composée d’au moins 

sept groupes génétiques différents que l’on appelle assemblages (Tableau I) (Lasek-

Nesselquist et al., 2009; Abe et al., 2010). Les assemblages A et B sont deux assemblages qui 

infectent couramment l’espèce humaine, les primates, ainsi que d’autres espèces de 

mammifères. Les autres assemblages sont plus spécifiques dans leur distribution d’espèces 

hôtes (Caccio et al., 2008). Ainsi, les assemblages C et D de G. lamblia sont restreints aux 

espèces de canidés, E infecte uniquement les ongulés domestiques, F ne se retrouve que chez 

le chat et G chez le rat. Ces différents assemblages partagent les mêmes caractéristiques 

morphologiques et sont ainsi difficiles à distinguer (Monis et al., 2003). 
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Tableau I : Les différentes espèces de Giardia en relation avec les espèces hôtes principales 

(adapté de Monis, 2003a). 

Espèces de Giardia Assemblage Espèce hôte principale 

G. lamblia A Humains, autres mammifères 

  

B Humains, autres mammifères 

C Chien 

D Chien 

E Ongulés 

F Chat 

G Rat 

G. muris   Souris 

G. microti   Campagnol 

G. ardae   Hérons 

G. Psittaci   Psittacidés 

G. agilis   Amphibiens 

1.3.1.2 Morphologie et cycle évolutif 

 Giardia lamblia est un protozoaire flagellé dont le cycle évolutif est direct et comprend 

un stade végétatif sous forme de trophozoïte et un stage infectieux sous forme de kystes. Les 

trophozoïtes sont pyriformes et mesurent entre 10 et 19 µm de long pour 5 à 12 µm de largeur 

et une épaisseur allant de 2 à 4 µm. Ils arborent quatre paires de flagelles et sont binucléés 

(Figure 2). Les trophozoïtes se logent dans la partie antérieure de l’intestin grêle 

(généralement le duodénum) de l’hôte où ils se multiplient par fission (Adam, 2001). Les 

trophozoïtes sont ensuite transportés dans l’iléon où ils sécrètent une membrane protectrice et 

deviennent ainsi des kystes. Les kystes sont ovoïdes et mesurent entre 7 et 10 µm de long pour 

une largeur de 8 à 13 µm (Gillin et al., 1987). Ces kystes sont rejetés dans le milieu extérieur 

via les fèces. Ils constituent la forme infectieuse de Giardia. L’infection se fait par ingestion 

de la forme infectante (forme kystique) à travers le cycle fécal oral, soit directement, soit 

indirectement par la consommation de nourriture ou d’eau contaminée (Figure 3).  

 Contrairement aux helminthes, les kystes de Giardia ne subissent pas de 

transformation dans le milieu extérieur et sont immédiatement infectieux (Kirkpatrick et 

Benson, 1987). La période prépatente de Giardia varie d’une espèce hôte à une autre, mais 
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dure en général 5 à 16 jours chez le chien et le chat avec une excrétion cyclique de kystes. 

Chez le veau, elle est de 7 à 8 jours et de 10 à 21 jours chez les ovins (Taminelli et al., 1989). 

 Les kystes peuvent survivre dans le milieu extérieur pendant une durée variable en 

fonction des conditions environnementales. La forme kystique peut ainsi demeurer infectieuse 

jusqu'à un mois dans l’eau à 21 °C ou plus de 2 mois dans l’eau à 8 °C (Bingham et al., 1979; 

Karanis et al., 2007). Ceux-ci sont détruits par l’ammonium quaternaire et l’ébullition, mais 

sont résistants aux concentrations de chlore généralement utilisés dans l’eau de boisson 

(Karanis et al., 2007).  

 

 

 

Figure 2 : Schéma morphologique d'un kyste et d'un 

trophozoïte de Giardia. Source : Center for Disease 

Control and Prevention, Atlanta, USA). 
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Figure 3 : Cycle évolutif de Giardia (source Center for Disease Control and  

     Prevention, Atlanta, USA). 



 

 

 

 

13 

1.3.1.3 Présentation clinique chez les humains 

 Giardia lamblia est l’agent étiologique de la giardiose, maladie dont la présentation 

clinique peut être très variable avec souvent une infection sous-clinique (Flanagan, 1992; 

Farthing, 1996). Les patients peuvent présenter des diarrhées mal absorptives avec une perte 

de poids importante et des crampes abdominales ainsi que des nausées et de la fièvre. À 

l’examen histologique des intestins, on peut retrouver des trophozoïtes sur la surfaces de la 

muqueuse intestinale avec parfois, une réduction et un aplatissement des villosités intestinales 

(Ament et al., 1973; Gillon, 1985). Très rarement, une manifestation extra-intestinale est 

présente. Celle-ci se traduit par des urticaires (Farthing et al., 1983; Hamrick et Moore, 1983; 

Clyne et Eliopoulos, 1989), une arthrite (Goobar, 1977; Shaw et Stevens, 1987) ou une rétinite 

(Anderson et Griffith, 1985). Sans traitement, la maladie dure environ six semaines (Moore et 

al., 1969; Brodsky et al., 1974). 

1.3.1.4 Épidémiologie 

 Giardia lamblia est le parasite intestinal le plus fréquemment isolé chez l’humain à 

travers le monde et est responsable de plus d’un milliard de cas de diarrhée annuellement, 

particulièrement chez les enfants des pays en voie de développement (Crompton et Savioli, 

1993; Teodorovic et al., 2007). Ainsi, des études ont montré que près de 40 % des enfants 

péruviens ont été infectés par ce parasite avant l’âge de six mois, ainsi que 20 % du Zimbabwe 

ou du Bangladesh (Gilman et al., 1985; Mason et Patterson, 1987). 

 Chez les animaux domestiques, les prévalences sont également très élevés chez 

différentes espèces, comme les bovins, les chiens et les chats (Thompson, 2004; Trout et al., 

2004). On note par exemple une prévalence allant jusqu’à près de 100 % chez des bovins 

d’élevage laitier mais ceux-ci présentent généralement peu de signes cliniques (Xiao et Herd, 

1994; Ralston et al., 2003). 

 Chez les animaux comme chez les humains, la source principale d’infection est les 

matières fécales contenant des kystes de Giardia. Ces kystes se transmettent à travers un cycle 

féco-oral suite à la consommation d’eau ou de nourriture contaminée (Porter et al., 1990; 

Karanis et al., 2007; Shields et al., 2008; Takizawa et al., 2009).  
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1.3.1.5 Giardia chez les primates 

 Giardia est un parasite communément retrouvé dans les matières fécales de primates 

captifs et sauvages (Ghandour et al., 1995; Hope et al., 2004; Levecke et al., 2007). 

L’infection chez les primates est d’une importance particulière tant pour la santé publique que 

pour la conservation des espèces en danger. En effet, les primates sont généralement infectés 

par les parasites appartenant au groupe génotypique G. lamblia assemblage A ou assemblage 

B qui infectent également les humains. Les primates, en captivité et dans le milieu naturel 

pourraient ainsi constituer des réservoirs potentiels pour la transmission de ces parasites vers 

les humains. Inversement, les humains pourraient également constituer des réservoirs d’agents 

pathogènes pour les primates. En effet, la présence de ces parasites chez les primates sauvages 

suggère une augmentation des interactions entre les primates et les humains, ainsi qu'un niveau 

croissant de dégradation des habitats naturels (Nizeyi et al., 1999; Nizeyi et al., 2002b; 

Gillespie et Chapman, 2008).  

Peu d’études ont mis en évidence le caractère pathogène de ce parasite chez les 

animaux sauvages et particulièrement chez les primates dans le milieu naturel (Appelbee et al., 

2005; Johnston et al., 2010). On pense néanmoins que ces parasites peuvent être associés à de 

la diarrhée et des retards de croissance importants, particulièrement chez les jeunes animaux 

(Hamlen et Lawrence, 1994; Kalishman et al., 1996). De plus, il est difficile de prédire les 

effets que pourraient avoir l’exposition croissante aux agents pathogènes du genre Giardia sur 

des populations d’animaux sauvages immunologiquement naïfs par rapport à ce parasite 

(Johnston et al., 2010; Thompson et al., 2010). 

1.3.2 Cryptosporidium  

1.3.2.1 Biologie 

 Le genre Cryptosporidium regroupe des espèces de parasites protozoaires qui vivent et 

se multiplient dans le système digestif de plus de 150 espèces de mammifères (O'Donoghue, 

1995), oiseaux (Sreter et Varga, 2000), reptiles (Upton et al., 1989), amphibiens et poissons 

(Muench et White, 1997). Ces parasites sont classés dans le phylum Apicomplexa qui 

regroupe différents genres de parasites communément connus comme les coccidies. Les 

cryptosporidies appartiennent à l’ordre des Eucoccidiorida et à la famille des 



 

 

 

 

15 

Cryptosporidiidae, qui partagent comme caractères communs un développement homoxène 

(un seul hôte) et des oocystes contenant quatre sporozoïtes (Fayer et Ungar, 1986). 

Aujourd’hui, on reconnait l’existence de 13 différentes espèces ainsi que différents génotypes 

de Cryptosporidium (Tableau II). Parmi celles-ci, Cryptosporidium parvum, C. felis, C. 

meleagridis C. canis et C. muris semblent être zoonotiques (Xiao et al., 2004).  

 

Tableau II : Les différentes espèces de Cryptosporidium et leurs espèces hôtes types (adapté 

de Fayer et al., 2000). 

Espèce de Cryptosporidium Espèce hôte type 

Cryptosporidium canis Chien 

C. hominis Humain 

C. felis Chat 

C. parvum Souris, bovin, humain 

C. muris Souris 

C. wrairi Cobaye 

C. andersoni Bovin 

C. meleagridis Dindon 

C. baileyi Poulet 

C. serpentis Serpents 

C. saurophilum Lézards (scinques) 

C. nasorum Poissons 

C. molnari Poissons marins 
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1.3.2.2 Cycle évolutif 

 Les cryptosporidies possèdent les plus petits oocystes parmi les coccidies. Ils sont 

sphériques ou ovoïdes et mesurent environ 5 µm de diamètre pour C. parvum (Upton et 

Current, 1985) (Figure 4). Le cycle évolutif de C. parvum est similaire à celui des autres 

coccidies et correspond à un cycle évolutif direct (Figure 5). Un oocyste sporulé est excrété 

dans les matières fécales d’un hôte infecté. Par la contamination de l’environnement, de la 

nourriture ou de l’eau, les oocystes sont ensuite ingérés par un autre hôte (Current, 1986). 

Chaque oocyste contient quatre sporozoïtes de forme allongées qui constituent la forme 

infectante du parasite. Une fois dans le système gastro-intestinal de cet hôte, les sporozoïtes se 

désenkystent et parasitent les cellules épithéliales. Les sporozoïtes se retrouvent ainsi sur la 

surface luminale de cet épithélium où ils se différencient en trophozoïtes de forme sphériques 

de 2,5 à 3 µm de diamètre qui se multiplient de manière asexuée pour former des méronts 

(Current, 1986). Il existe deux types de méronts, soit les types I et II qui sont 

morphologiquement identiques et dont la taille varie de 4 à 5 µm de diamètre. Le type I 

produit entre 6 et 8 mérozoïtes de forme allongée alors que le type II va produire quatre 

gamétocytes. Ces gamétocytes vont se différencier en microgamétocytes (cellules males) et 

macrogamétocytes (cellules femelles). Les microgamétocytes vont fertiliser les 

macrogamétocytes pour former un zygote. La plupart de ces zygotes vont se couvrir d’une 

membrane protectrice de 50 nm d’épaisseur pour devenir des oocystes qui seront rejetés dans 

le milieu extérieur via les fèces et compléter le cycle (O'Donoghue, 1995; Tzipori et Griffiths, 

1998). 

 La période prépatente varie selon l’espèce hôte. Ainsi, elle se situe entre 2 et 7 jours 

chez le bovin (Tzipori et al., 1983), 5 à 10 jours chez le chat (Fayer et al., 2006) entre 2 et 14 

jours chez le chien (Lloyd et Smith, 1997). Chez l’humain, elle varie entre 5 et 21 jours. Une 

fois dans le milieu extérieur, les oocystes sont immédiatement infectieux. 

 Les oocystes de Cryptosporidium demeurent infectieux dans le milieu extérieur 

pendant une période de temps relativement longue. Ainsi, les oocystes peuvent survivre entre 

6 et 9 mois dans un environnement aqueux à 4 °C (Tzipori, 1983). Ceux-ci sont inactivés par 

les températures élevées (65 °C pendant 30 minutes) ainsi que par la congélation (Tzipori, 

1983). 
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Figure 4 : Oocystes de Cryptosporidium après coloration de Ziehl 

Neelsen modifiée (Source : Raed Z. Ahmed, Medical Parasitology 

Lab., 2012, utilisée avec l’autorisation de R. Ahmed). 
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Figure 5 : Cycle évolutif de Cryptospordium (Source : Center for Disease Control and 

prevention, Atlanta, USA). 
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1.3.2.3 Présentation clinique chez l’homme et les animaux. 

  Les parasites du genre Cryptosporidium sont les agents étiologiques de la 

cryptosporidiose. Les mécanismes pathogéniques de Cryptosporidium sont peu connus, il 

semblerait toutefois que les parasites brisent la barrière épithéliale, ce qui provoque un 

raccourcissement et une fusion des villosités intestinales (Koudela et Jiri, 1997). Ce 

phénomène diminue la surface intestinale et réduit la capacité d’absorption intestinale (Tzipori 

et Ward, 2002). Ceci est à l’origine des signes cliniques principaux de la maladie. En effet, la 

cryptosporidiose se manifeste généralement par une diarrhée liquide et profuse contenant 

parfois du mucus et qui est rarement sanguinolente (Fayer et Ungar, 1986). La diarrhée peut 

s’accompagner de signes non spécifiques tels qu’une anorexie, de la fièvre et une céphalée 

(O'Donoghue, 1995). La sévérité ainsi que la durée des signes cliniques varie selon les 

individus et ce principalement selon leur statut immunitaire. Chez la plupart des personnes 

immunocompétentes, les signes cliniques disparaissent spontanément après une à deux 

semaines (Chappell et al., 1996). Par contre, chez les personnes immunocompromises telles 

que celles infectées par le virus du SIDA, l’infection aux cryptosporidies peut être fatale 

(Blanshard et al., 1992; Flanigan et al., 1992). D’autres facteurs semblent prédisposer à la 

maladie tels que le jeune âge, la malnutrition, la grossesse ou une co-infection virale (Tzipori 

et Ward, 2002). Chez les enfants, une infection aux cryptosporidies peut provoquer des pertes 

de poids et des retards de croissance même en cas d’infections sous-cliniques (Checkley et al., 

1997; Checkley et al., 1998).  

 Chez les autres mammifères, les manifestations cliniques de la maladie sont 

semblables à celles des hommes et se traduisent par des diarrhées, une anorexie et une perte de 

poids (O'Donoghue, 1995). Chez les oiseaux, les signes respiratoires sont fréquents, 

particulièrement lors d’infections dues à C. baylei (Lindsay et al., 1989; Sreter et Varga, 

2000). 

1.3.2.4 Épidémiologie et modalité de transmission 

 Cryptosporidium a une distribution mondiale. Des cas de cryptosporidiose humaine ont 

été rapportés dans plus de 50 pays des six continents et se retrouvent principalement chez les 

enfants et les jeunes animaux des pays en voie de développement (Guerrant et al., 1990). Le 

parasite se transmet principalement par la voie fécale orale. La transmission peut se faire 
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d’homme à homme, par voie zoonotique de l’animal vers l’homme ou inversement, ou encore 

par la consommation d’eau ou de nourriture contaminée (Fayer et al., 2000). Il a été démontré 

que l’ingestion de moins d’une dizaine d’oocystes pouvait induire la maladie chez les humains 

(Okhuysen et al., 1999). Les individus infectés, humains et animaux excrètent dans leurs fèces 

un nombre variable de Cryptosporidium. Ainsi, les veaux peuvent excréter jusqu'à 4 millions 

de kystes de Cryptosporidium par gramme de fèces. Pour Cryptosporidium, il a été montré que 

la plupart des bovins excrètent entre 35 et 7 000 oocystes par gramme de fèces (Huetink et al., 

2001), et ce nombre peut atteindre jusqu’à 26 millions par gramme de matière fécal (Xiao et 

Herd, 1994). 

 

1.3.2.5 Cryptosporidium chez les primates 

 Parmi les 13 espèces de Cryptosporidium reconnues, C. parvum, C. hominis et C. muris 

ont été retrouvées chez des primates en captivité ou en milieu naturel. Par exemple, C. parvum 

a été retrouvé chez plus de 15 espèces de primates en captivité et en milieu naturel dont le 

singe-écureuil commun (Saimiri sciureus), le lémur vari-rouge (Varecia variegata rubra), des 

ouistitis (Callithrix jacchus, Saguinus oedipus), différentes espèces de macaques (Macaca 

mulatta, M. nemestrina, M. fascicularis), le singe-araignée à ventre blanc (Ateles belzebuth), le 

mangabey couronné (Cercocebus torquatus lunulatus), des cercopithèques (Cercopithecus 

aethiops, C. campbelli, C. talapoin), le patas (Erythrocebus patas), le babouin (Papio anubis) 

le propithèque de Coquerel (Propitheccus coquereli) et le gorille des montagnes (Gorilla 

gorilla beringei) (O'Donoghue, 1995; Kalishman et al., 1996; Muriuki et al., 1997; Nizeyi et 

al., 1999; Gomez et al., 2000; Graczyk et al., 2001; Dubey et al., 2002 ; Charles-Smith et al., 

2010). Ces trois espèces de parasites peuvent également infecter l’humain et constituent ainsi 

des agents pathogènes zoonotiques potentiels. Ces protozoaires ont surtout été retrouvé chez 

les animaux vivants à la lisière des parcs ou ayant un contact accru avec les humains 

(Ekanayake et al., 2006). Ceci suggère que les humains et les animaux domestiques 

constitueraient une source d’infection pour les primates sauvages (Gillespie et al., 2005; 

Gillespie et Chapman, 2006; Salzer et al., 2007).  

 Les signes cliniques de l’infection par les cryptosporidies chez les primates sont encore 

largement méconnus; cependant, des cas de diarrhées ont été associés à l’infection aux 
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cryptosporidies chez les gorilles, les cercopithèques et les babouins (Muriuki et al., 1997). 

Chez d’autres primates (Gillespie et al., 2009), on a confirmé la présence de ces parasites sans 

que ceux-ci ne présentent de signes clinique. 

1.3.3 Méthodes de diagnostic et de dépistage de Giardia et Cryptosporidium 

 Il existe différentes techniques pour la détection des parasites du genre Giardia et 

Cryptosporidium. La méthode la plus courante est l’examen de frottis direct ou de concentrés 

de fèces après coloration au lugol (pour Giardia), de Ziehl Neelsen (pour Cryptosporidium) ou 

encore une coloration de Giemsa (Fayer et Ungar, 1986; Weber et al., 1991). Ces méthodes de 

diagnostic par microscopie se basent sur la détection et l’identification morphologique des 

agents pathogènes. Cette détection est aidée par la concentration et la coloration des 

protozoaires d’intérêts. Néanmoins, ces méthodes sont particulièrement sujettes à des biais 

d’interprétation car elles sont fortement dépendantes de l’expérience de l’examinateur et du 

nombre de kyste ou oocystes présent dans l’échantillon analysé (Zimmerman et Needham, 

1995; Fayer et al., 2000; Gates et Nolan, 2009). Ainsi, différentes études ont évalué la 

sensibilité des méthodes de microscopie usuelles et ont montré que celles-ci varient de 60 à 78 

% à l’examen d’un seul échantillon fécal contenant au moins 10 000 oocystes/g de fèces 

(Garcia et al., 1987; Addiss et al., 1991; Weber et al., 1991; Johnston et al., 2003). En utilisant 

les techniques de concentration des oocystes par la méthode de flottation, le seuil de détection 

des oocystes peut être abaissé à 5 000 oocystes/g de fèces (Weber et al., 1992) 

  À ces méthodes de microscopie usuelles s’ajoute la technique de diagnostic par 

immunofluorescence directe (DFA) qui permet la détection des kystes et oocystes en marquant 

leurs antigènes de surface à l’aide d’anticorps lié à un fluorophore (Zimmerman et Needham, 

1995). Un échantillon est ainsi considéré positif lorsqu’il arbore un organisme teint d’une 

coloration verte en microscopie à fluorescence et dont les caractéristiques morphologiques 

correspondent à celles d’un kyste de Giardia ou un oocyste de Cryptosporidium. La sensibilité 

et la spécificité des méthodes de diagnostic de Giardia et Cryptosporidium par DFA 

avoisinent les 100 % faisant de cette technique la méthode de référence pour la détection de 

ces deux protozoaires chez les humains (Garcia et Shimizu, 1997). En utilisant les méthodes 

de concentration par flottation à la solution sucrée, le seuil de détection de cette méthode est 

de 66 kystes /g de fèces (O'Handley et al., 2000; Nguyen et al., 2012). De plus, la technique 
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par DFA est relativement rapide à réaliser et facile à interpréter. Cependant, comme toutes les 

méthodes microscopiques, la DFA s’appuie sur la coloration des organismes d’intérêt, leur 

détection ainsi que leur identification morphologique et leurs mensurations. Du fait des 

ressemblances morphologiques existant entre les différentes espèces de Giardia et 

Cryptosporidium, il est difficile voire impossible de préciser les différentes espèces d’agents 

pathogènes présents dans les échantillons et de déterminer le génotype de ces protozoaires 

(Thompson, 2004). Ceci limite leur application épidémiologique, car elles ne permettent pas 

de déterminer l’espèce du parasite et donc sa source probable ainsi que ses potentialités 

zoonotiques (Appelbee et al., 2005). 

 Chez les hommes et les animaux domestiques, des trousses de diagnostic rapides se 

basant sur la méthode d’ELISA (EIA) ont été développées pour la détection de Giardia et 

Cryptosporidium dans les matières fécales. Une étude comparant différentes méthodes de 

détection de Cryptosporidium montre que cette dernière technique, dont la sensibilité est de 

94 %, permet d’obtenir des résultats similaires à ceux par la méthode de DFA (Bialek et al., 

2002). La méthode d’EIA permet de tester un grand nombre d’échantillons simultanément, car 

cette méthode de diagnostic rapide ne nécessite pas l’examen microscopique de l’échantillon. 

Cependant, cette technique semble rapporter plus de faux positifs et pourrait ainsi fausser 

l’interprétation des résultats cliniques et épidémiologiques (Doing et al., 1999). 

 Enfin, des méthodes utilisant la biologie moléculaire, par l’amplification en chaîne par 

polymérase (PCR), permettent de détecter et caractériser génétiquement les kystes et oocystes 

de Giardia et cryptosporidies (Limor et al., 2002; Coupe et al., 2005). Ces méthodes ont une 

sensibilité et une spécificité de 100 % avec un seuil de détection aussi bas que 3 oocystes par 

grammes de fèces (Orlandi et Lampel, 2000). Cependant, le coût élevé ainsi que le temps 

nécessaire à la réalisation des méthodes moléculaires font que celles-ci sont peu utilisées en 

dehors du domaine de la recherche.  

 Chez les gorilles, par exemple, les méthodes par examen microscopique et 

particulièrement par la méthode DFA sont privilégiées car celles-ci allient sensibilité, 

spécificité, facilité d’utilisation et coût d’analyse raisonnable (van Zijll Langhout et al., 2010).  
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1.4 Parasites des lémuriens 

 Les lémuriens de Madagascar ont, depuis plusieurs décennies, reçu une attention 

particulière dans le monde de la recherche scientifique. Toutefois, on connait encore peu de 

chose sur la diversité des agents pathogènes ainsi que l’écologie des maladies qui les affectent. 

La plupart des travaux de recherche sur les parasites des lémuriens ont été effectués au milieu 

du siècle passé et ont surtout été orientés vers l’identification et la description des parasites 

macroscopiques propres aux lémuriens (Chabaud A.G., 1959; Chabaud et al., 1961; Chabaud 

A.G., 1965). Plus récemment, des travaux de recherche sur la santé des lémuriens ont permis 

d’étendre les connaissances par rapport aux parasites des lémuriens dans le milieu naturel 

(Junge et Louis, 2007; Dutton et al., 2008; Junge et al., 2008; Clough, 2009; Irwin et al., 2010; 

Junge et al., 2011) et en captivité (Rasambainarivo et Junge, 2010). 

 Ces études ont permis de mettre en évidence la présence de plus de 27 espèces 

d’helminthes dont 22 espèces de nématodes, trois espèces de plathelminthes et deux espèces 

d'acanthocéphales, ainsi que de 12 espèces de protozoaires affectant les lémuriens dans leur 

milieu naturel (Irwin et Raharison, 2009). Peu, voire aucun effet pathogène n’a été jusqu’ici 

associé à l’infection des lémuriens en milieu naturel par ces parasites avec lesquels ils ont 

vraisemblablement évolué (Irwin et Raharison, 2009). 

 À ces parasites infectant les lémuriens dans leur milieu naturel, s’ajoutent les parasites 

acquis en captivité auxquels des signes cliniques et des mortalités ont été associés. On note par 

exemple des cas de nombreux cas de mortalité suite à l’infection des lémuriens au parasite des 

chiens Spirocerca lupi, causant des anévrismes au niveau de l’aorte et dont la rupture cause la 

mort subite du lémurien hôte (Blancou, 1976). On peut citer également les cas de mortalité 

aiguë de certaines espèces par l’infection aux protozoaires Toxoplasma gondii (Spencer et al., 

2004). L’infection aux protozoaires du genre Giardia et Cryptosporidium a également été 

associée à des cas de diarrhées voire même des mortalités en captivité (Junge, communication 

personnelle). 

 Ainsi, des parasites du genre C. parvum ont été identifiés chez 65 % des individus 

d’une espèce de lémuriens (Propithecus verreauxi coquerelli) au sein d’une institution 

zoologique aux États - Unis (da Silva et al., 2003). Des ookystes de C. parvum ont également 

été retrouvés chez d’autres espèces de lémuriens dans un parc zoologique d’Espagne (Gomez 
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et al., 1992). Ces infections ont été associées à des cas de diarrhée chronique allant jusqu'à 54 

jours et des mortalités particulièrement chez les jeunes animaux. En effet, les jeunes animaux 

(moins de 5 ans) se trouvaient être plus susceptibles à la maladie, se voyaient être réinfectés 

plus souvent et développer des signes cliniques de manière récurrente. Lors d’une étude 

rétrospective recensant les cas de cryptosporidiose chez les lémuriens dans une institution 

zoologique américaine pendant une durée de 9 ans, 96 % des animaux excrétant des oocystes 

de Cryptosporidium développaient une diarrhée, 36 % étaient léthargiques et 16 % 

présentaient également une anorexie (Charles-Smith et al., 2010). De plus, G. lamblia 

assemblage A et B ont été retrouvé chez différentes espèces de lémuriens de parcs zoologiques 

européens, mais aucune manifestation clinique n’a été démontrée (Levecke et al., 2007). Ces 

résultats montrent que les lémuriens peuvent constituer un réservoir pour les animaux et les 

humains ainsi qu’une contamination de l’environnement (Levecke et al., 2007). 



 

 

 

 

Objectifs du projet 

 Par ce projet, nous souhaitons documenter la présence de Giardia et Cryptosporidium 

parasites potentiellement zoonotiques au sein de l’écosystème du Parc National de 

Ranomafana. La présence de ces parasites dans les populations humaines et dans le cheptel 

domestique vivant en lisière du parc national pourrait constituer une menace pour les animaux 

endémiques. Le premier objectif de notre étude est donc d’évaluer la prévalence de ces deux 

parasites au sein des populations humaines et animales dans l’écosystème de Ranomafana. 

 De plus, les études effectuées chez de nombreuses espèces de primates révèlent des 

associations entre les niveaux d’infection et la qualité de l’habitat, l’âge des animaux ou les 

interactions entre humains et animaux sauvages. En deuxième lieu, nous souhaitons ainsi 

évaluer certains critères de risques associés à l’infection par Cryptosporidium et Giardia chez 

les espèces chez qui l’infection a été détectée. Aussi, nous souhaitons décrire la présence des 

helminthes retrouvés chez les humains, animaux domestiques, rongeurs péri domestiques et 

lémuriens sauvages afin d’évaluer l’association possible entre les infections aux helminthes et 

aux protozoaires. En fonction des résultats obtenus et au vu des caractères épidémiologiques 

liés à ces infections, des mesures préventives pourraient être recommandées afin d’éviter ou de 

limiter la transmission de ces parasites vers les animaux endémiques déjà menacés par la perte 

de leur habitat et la chasse.  



 

 

 

 

Chapitre 2 : Matériels et méthodes 

2.1 Site d’étude 

2.1.1 Parc National de Ranomafana 

 Le Parc National de Ranomafana (PNR) a été établi en 1991 comme étant le 4e parc 

national de Madagascar. Il est situé à 60 km de l’océan Indien, au sud est de Madagascar. Le 

PNR est une aire protégée constituée de 44 300 ha de forêt humide de moyenne altitude. Le 

climat du PNR est subtropical avec des variations de températures allant d’un minimum de 

4 à 12 °C entre juin et septembre à un maximum de 36 à 40 °C entre décembre et février et des 

précipitations annuelles variant entre 1 700 et 4 300 mm. Du point de vue du couvert végétal, 

le PNR est une des forêts qui abrite la plus grande diversité floristique au monde. La diversité 

faunique est également exceptionnellement élevée avec plus de 114 espèces d’oiseaux, plus de 

130 espèces de reptiles et d’amphibiens ainsi que des mammifères dont 13 espèces de 

lémuriens (Tan, 1999). Le PNR est entouré d’une mosaïque d’installations humaines telles que 

des villages et des terres cultivées. On compte ainsi environ 25 villages et hameaux dans la 

zone dite tampon située à moins de 5 km du PNR. 

2.1.2 Villages 

 Parmi les huit villages situés dans la zone dite tampon s’étendant sur un couloir de 5 

km de largeur en périphérie du PNR, trois villages ont été sélectionnés de manière aléatoire 

suite à un tirage au sort à partir d’une liste exhaustive des villages (Figure 6). Chacun des 

villages sélectionnés est constitué de 20 à 30 ménages composés chacun de 3 à 15 personnes 

(moyenne 6). Les activités économiques dans ces villages reposent principalement sur 

l’agriculture et l’élevage, effectués en bordure du parc national. Certains animaux, 

particulièrement les zébus (Bos indicus) élevés de manière extensive, sont laissés librement au 

sein même du PNR (Peters, 1999). 
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Figure 6 : Localisation des villages à l'étude et des groupes de lémuriens échantillonnés au 

sein du Parc National de Ranomafana (Source Madagascar GIS©, données utilisées avec 

l’autorisation de B. Gerber). 

2.2 Sujets de l’étude 

2.2.1 Lémuriens du Parc National de Ranomafana 

 Quatre espèces de lémuriens ont été choisies comme sujets d’étude issus du PNR à 

savoir le propithèque de Milne-Edwards (Propithecus edwardsii), le grand hapalémur 

(Prolemur simus), le lémur à ventre roux (Eulemur rubriventer) et le microcèbe roux 

(Microcebus rufus). Certains groupes issus de ces éspèces de lémuriens sont suivis 

Village 3 

Village 1 
Village 2 
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régulièrement pour des études de comportement et habitués à la présence humaine pour les 

visites touristiques. L’échantillonnage des lémuriens s’est ainsi fait par convenance et grâce à 

la collaboration avec des biologistes et agents de recherche du PNR. Les lémuriens sont 

marqués et identifiés par des colliers émetteurs et colliers de couleur. Ce marquage des 

animaux a permis l’identification des lémuriens lors de la collecte individuelle des 

échantillons issus des lémuriens. Chaque individu des quatre groupes de Propithèque 

d’Édouard, trois groupes de lémur à ventre roux et un groupe de grand hapalémur a été 

échantillonné. De plus quatre individus de Microcèbe roux ont été échantillonnés. 

2.2.2 Humains 

 Dans chacun des villages étudiés et avant la période de collecte, le projet a été présenté 

à l’ensemble du village. Sur une base volontaire, une fiche de consentement pour participer à 

ce projet a été signée par au moins un membre adulte de chacun des ménages. Dans chacun 

des villages, nous avons effectué un échantillonnage par agrégats (« cluster sampling ») où, 

parmi les ménages ayant complétés la fiche de consentement, 10 ménages ont été sélectionnés 

de manière aléatoire suite à un tirage au sort. Chaque personne composant ce ménage a ensuite 

été invitée individuellement à participer de manière volontaire à l’étude. Avant leur 

recrutement au sein de l’étude, l’approbation des parents a été obtenue pour les enfants âgés de 

moins de 6 ans. 

2.2.3 Animaux domestiques 

Tous les mammifères domestiques issus des espèces suivantes : zébu (Bos indicus), 

porc (Sus scrofa), chien (Canis familiaris), chat (Felis catus) appartenant aux ménages 

sélectionnés ont également fait partie de l’étude. Des échantillons ont été collectés à partir des 

animaux avec le consentement des propriétaires. 

2.2.4 Rongeurs sauvages 

En plus des animaux domestiques, des échantillons fécaux issus de rongeurs sauvages 

et péri domestiques soit des rats (Rattus rattus) et souris (Mus musculus) ont été obtenus dans 

le cadre d’une collaboration avec une recherche sur la peste et hantavirose. Pour cela, 10 
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pièges de type Shermann (Tomahawk Live Trap LLC., Hazelhurst, WI, USA) ont été placés 

dans chacun des ménages sélectionnés. Ces pièges ont été appâtés à l’aide d’un mélange de 

beurre d’arachide, de bananes et de flocons d’avoine par la méthode décrite par Astùa et al. 

(2006) pour la capture de rongeurs. Les rongeurs capturés ont été anesthésiés et euthanasiés 

suite à un surdosage d'isoflurane (Abbott Laboratories, North Chicago, IL) en vue d’étudier la 

présence et la prévalence de peste et d’Hantavirose dans le même écosystème. 

2.3 Collecte des données 

La collecte des données et échantillons pour cette étude s’est déroulée entre le 22 juin 

et le 8 juillet 2011, soit pendant la saison sèche. 

 Pour chacun des sujets d’étude, les coordonnées géographiques du lieu de collecte de 

l’échantillon ont été enregistrées à l’aide d’un GPS, ainsi que l’espèce, le sexe et la classe 

d’âge de l’individu. Deux classes d’âge ont été définies chez les humains, les jeunes 

(subadultes) correspondants à tout individu de moins de 15 ans et les adultes pour une 

personne âgée de 15 ans ou plus. Pour la plupart des animaux, l’âge exact étant inconnu, la 

détermination des classes d’âge de l’individu s’est fait visuellement et deux classes d’âge ont 

été définies. Nous avons défini par subadultes les animaux qui semblent visuellement 

immatures et présentent des caractères morphologiques ou comportementaux immatures lors 

de l’étude par opposition aux adultes. Pour les humains, les animaux domestiques et les 

rongeurs péri domestiques, le village et le ménage d’appartenance de l’individu ont été 

enregistrés. 

2.4 Collecte des échantillons fécaux 

Pour chaque sujet d’étude, des échantillons de fèces fraîches ont été collectés. Pour les 

lémuriens, les échantillons fécaux ont été obtenus de manière opportuniste et non invasive 

chez des individus des espèces étudiées. Un échantillon d’environ 5 g de fèces issus de chaque 

individu a été collecté sur le sol immédiatement après la défécation. Pour les microcèbes roux, 

environ 1 g de fèces a été récolté au fond des pièges Sherman utilisés pour capturer les 

individus en vue d’études sur leur biologie et comportement. De plus, des échantillons 
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provenant de rats sauvages (Rattus rattus) issus du parc national ont été obtenus dans des 

pièges placés au sein du PNR en vue de capturer des microcèbes roux. 

 Dans les villages bordant le PNR, chaque personne enrôlée dans l’étude a été invitée à 

soumettre un échantillon de fèces recueillies le jour même dans un tube en plastique stérile 

préalablement identifié. Chez les animaux domestiques, un échantillon de fèces a été obtenu 

soit directement à partir du rectum avec le consentement du propriétaire, soit de manière non 

invasive immédiatement après la défécation. Aussi, environ 1 g d’échantillon de fèces a été 

collecté de manière non invasive à l’intérieur des pièges ayant servis à capturer les rongeurs 

sauvages et péri domestiques.  

 Chaque échantillon a été examiné macroscopiquement immédiatement après la collecte 

pour noter la consistance et la présence éventuelle de mucus ou de parasites. Un maximum de 

5 g de l’échantillon a été placé dans un tube de 15 ml contenant 10 ml de solution de formol 

tamponné à 10 %.  

2.5 Analyse des échantillons 

2.5.1 Importation des échantillons 

 Les échantillons ont été conditionnés en suivant les directives de l’Association 

internationale des transports aériens pour le transport des marchandises dangereuses et de 

l’Agence canadienne de l’inspection des aliments (ACIA) visant l'importation des échantillons 

au Canada. Ces directives requéraient l’homogénéisation des échantillons formolés en plaçant 

chaque tube d’échantillon sur une plateforme mobile pendant 72 heures et la mise en place 

d’un emballage étanche et individuel de chaque tube par une double couche de papier 

absorbant. L’exportation au départ de Madagascar a été autorisée par la direction des services 

vétérinaires et l’importation au Canada permise par le Bureau du confinement des biorisques 

et de la sécurité de l’ACIA. 

2.5.2 Détection de Giardia et Cryptosporidium 

 Les échantillons ont été analysés à la Faculté de médecine vétérinaire de l’Université 

de Montréal par la méthode d’immunofluorescence. Ce protocole divisé en deux parties 

permet dans un premier temps de concentrer les kystes et oocystes contenu dans une masse 
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prédéterminée d’échantillon fécal et dans un second temps l’analyse quantitative des 

échantillons.  

2.5.2.1 Préparation des échantillons de fèces et concentration des kystes et oocystes 

 Le tube conique contenant l’échantillon fécal est centrifugé à 4 500 rpm pendant 10 

minutes afin de décanter l’échantillon de fèces et le séparer de la solution de formol. Trois 

grammes d’échantillon de fèces sont pesés et homogénéisés avec 10 ml de solution saline 

tamponnée. Cette suspension est ensuite filtrée à travers une couche de compresses 

chirurgicales afin de séparer les débris de matières fécales. Le filtrat est déposé au dessus de 5 

ml de solution de sucrose (densité 1,2) au sein d’un tube à centrifuger de 15 ml qui est 

centrifugé pendant 5 minutes à 4 500 rpm. La couche supérieure ainsi que l’interface entre les 

solutions de saline tamponnée et sucrose ont été collectés soigneusement à l’aide d’une pipette 

puis transférés dans un tube à centrifuger. Ce tube est ensuite centrifugé de nouveau pendant 5 

minutes à 4 500 rpm afin de concentrer les éléments parasitaires au culot. Le surnageant est 

retiré et le culot mis en suspensions dans 1 ml de solution saline tamponnée.  

 2.5.2.2 Protocole pour détection des kystes de Giardia et Oocystes de Cryptosporidium 

selon la méthode d’immunofluorescence 

 La suspension ainsi obtenue est soumise à l’analyse des kystes de Giardia et oocystes 

de Cryptosporidium grâce à la trousse commerciale à immununofluorescence Merifluor 

Cryptosporidium/Giardia® (Meridian Bioscience, Inc., Cincinnati, OH, USA) selon la 

méthode décrite par le manufacturier. Brièvement, la suspension préparée est secouée 

vigoureusement et agitée au vortex. Un volume de 15 µl de la suspension est prélevé et 

transféré à l’aide d’une pipette dans le puits d’une lame préalablement préparée et fixée au 

méthanol. Un volume de 15 µl de contrôle positif est prélevé et transféré à l’aide d’une pipette 

dans un le puits d’une lame préalablement préparé et fixée au méthanol. La lame est séchée à 

l’air libre pendant une heure. Une goutte de liquide de détection contenant des anticorps 

monoclonaux anti-Cryptosporidium et anti-Giardia marqués à l’isothiocyanate de fluorescéine 

est versée dans chacun des puits de la lame. Une goutte de contre colorant est ajoutée dans 

chacun des puits de la lame. La lame est ensuite incubée dans le noir et à température 

ambiante pendant 1 heure. Chaque puits de la lame est rincé délicatement à l’aide de la 
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solution de lavage afin d’éliminer le surplus de réactif et de contre colorant. Chaque lame est 

examinée au microscope à immunofluorescence équipé d’un système de filtre pour 

l’isothiocyanate de fluorescéine à faible grossissement (20x) afin de détecter les kystes de 

Giardia et oocystes de Cryptosporidium. La présence d’oocystes de Cryptosporidium et des 

kystes de Giardia est confirmée par un examen à fort grossissement 40x et 63x. Un 

échantillon est considéré positif à Giardia lorsqu’un kyste pyriforme fluorescent de couleur 

vert pomme et d’une taille d’environ 10 µm de large pour 15 µm de long est détecté. Un 

échantillon est considéré positif à Cryptosporidium lorsqu’un oocyste ovoïde fluorescent de 

couleur vert pomme d’environ 5 µm de diamètre est détecté.  

2.5.3 Détection des helminthes 

 Les échantillons ont ensuite été analysés par la méthode de flottation et double 

centrifugation à l’aide d’une solution sucrée de densité 1,2 telle que décrite par Foreyt (2001) 

pour la détection d’œufs d’helminthes. Brièvement, un maximum de 2 g de fèces est 

homogénéisé dans 10 ml d’eau. Ce mélange est ensuite filtré à travers une couche de 

compresses chirurgicales et versé dans un tube à centrifugation de 15 ml. Ce tube est 

centrifugé pendant 10 minutes à 1 500 rpm et le surnageant est retiré. Le tube est de nouveau 

rempli avec une solution sucrée et le contenu est homogénéisé. Quelques gouttes de solution 

de flottation sont ajoutées au tube ainsi rempli afin de former un ménisque. Une lamelle est 

posée au dessus du tube directement en contact avec la suspension. Le tube est ensuite 

centrifugé à 1 500 rpm pendant 10 minutes. La lamelle est collectée puis placée sur une lame 

porte objet afin de l’examiner au microscope optique. Les œufs et larves parasitaires sont 

identifiés grâce aux mesures et caractères morphologiques des parasites tels que décrits chez 

l'homme (Foreyt, 2001), chez les animaux domestiques et rongeurs péri domestiques 

(Bowman et Georgi, 2009) et les lémuriens (Chabaud A.G., 1959; Chabaud et al., 1961; 

Chabaud A.G., 1965; Blancou, 1976; Clough, 2009; Irwin et Raharison, 2009). 
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2.6 Analyse des données 

2.6.1 Estimation des prévalences 

 Les prévalences observées d’excrétion parasitaire ont été estimées. La prévalence pour 

un genre de parasite est définie par la proportion d’individus chez qui ce parasite a été 

observée par rapport au nombre d’individus échantillonnés. Les prévalences et les intervalles 

de confiance à 95 % ont été estimées en utilisant la procédure PROC SURVEYFREQ du 

logiciel Statistique SAS 9.3® (SAS Institute Inc. Cary, NC, USA). Pour l’estimation des 

intervalles de confiance, la variance a été ajustée pour le devis d’étude par grappe en raison de 

la non-indépendance attendue entre les données issues des humains ou des animaux d’un 

même ménage. En effet, les agents infectieux sont généralement agrégés dans le temps et 

l’espace ainsi, les individus (humains ou animaux) groupés au sein d’un agrégat (famille, 

enclos ou groupe) ont plus de chance de présenter le même statut par rapport à l’agent 

infectieux  

 Les prévalences ont également été estimées pour chaque site de collecte (village et 

PNR), pour chaque espèce, catégorie d’age et sexe des individus. En cas d’absence de 

détection des parasites d’intérêt chez les lémuriens, la prévalence maximale des protozoaires a 

été calculée en utilisant le logiciel WIN EPISCOPE 2.0 et considérant une population totale de 

lémuriens de 45 000 individus (Wright et al., 2012) pour un intervalle de confiance à 95 %. 

2.6.2 Évaluations des facteurs de risque 

 Les variables associées à la présence d'infections par les différents protozoaires ont été 

évaluées à l’aide d’un modèle de régression logistique. Ainsi, un modèle linéaire généralisé 

(GLM) estimé par des équations d’estimation généralisées (GEE) a été construit en utilisant la 

procédure PROC GENMOD du logiciel SAS 9.3® (SAS Institute Inc. Cary, NC, USA). Le 

GEE a permis de modéliser la présence ou l’absence de Giardia ou Cryptosporidium dans les 

échantillons fécaux (variable expliquée Y) suivant une distribution binomiale et reliée aux 

variables explicatives (X) via une fonction logit. Ce modèle permet d’ajuster pour la présence 

d’agrégats au sein des ménages d’appartenance et groupes d’individus en utilisant la fonction 

« repeated » qui permet d’ajuster la variance. Autrement dit, l’effet des différentes variables 

explicatives telles que le village d’appartenance de l’individu, l’espèce, la catégorie d’âge 
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(subadulte ou adulte), le sexe de l’individu, la co-infection par un protozoaire (Giardia ou 

Cryptosporidium) ou un helminthe a été étudié pour prédire la présence de Giardia ou 

Cryptosporidium dans un échantillon fécal. Les variables explicatives sont présentées et 

décrites dans le tableau III. 

 

Tableau III : Variables explicatives des modèles de régression logistique pour l'infection à 

Giardia et Cryptosporidium. 

Variable Valeurs possibles 

Espèce zébu, chien, porc, humain, rongeurs 

Localisation village 1, village 2, village 3 

Catégorie d’âge subadulte, adulte 

Sexe mâle, femelle 

Co-infection par Ascaridida oui, non 

Co-infection par Strongylida oui, non 

Co-infection par Enoplida oui, non 

Co-infection par Cyclophyllidea oui, non 

Co-infection par Giardia oui, non 

Co-infection par Cryptosporidium oui, non 

  

Un modèle de régression logistique incluant toutes les variables explicatives a été construit, les 

variables explicatives non significatives ont ensuite été éliminées du modèle par un processus 

itératif soustractif avec comme valeur seuil p > 0,05 comme critère d’exclusion.  

 Pour chaque variable significative, les rapports de cotes (RC) ont étés calculés en 

exponentialisant l’estimé du paramètre de régression. La catégorie chez qui l’on anticipait une 

plus faible prévalence fut choisie comme catégorie de référence. 
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Chapitre 3 : Résultats 

3.1 Échantillonnage 

 Au sein des villages, des échantillons fécaux ont été obtenus de 183 humains issus de 

30 ménages. A ceux-ci s’ajoutent 105 échantillons d’animaux domestiques dont 76 zébus, 22 

porcs, 5 chiens et 2 chats. De plus, 89 échantillons issus de rongeurs péri domestiques ont été 

récoltés dans les ménages. Additionnellement, 38 échantillons de lémuriens issus de 4 espèces 

et 14 échantillons de rats ont été obtenus à l’intérieur du PNR. Ainsi, un total de 424 

échantillons ont été analysés selon les méthodes décrites précédemment pour la recherche de 

Cryptosporidium, Giardia et d'helminthes. Le tableau IV montre la répartition des échantillons 

collectés en fonction de l’espèce, la catégorie d’âge, la localisation et le sexe de l’individu.  

3.2 Résultats des analyses coprologiques 

Tous les échantillons collectés étaient de consistance normale pour l’espèce et aucun 

parasite n’a été observé macroscopiquement. 

3.2.1 Cryptosporidium et Giardia 

 Des structures parasitaires ovoïdes à pyriformes arborant une coloration caractéristique 

vert pomme ont été retrouvées dans les échantillons fécaux issus, d’humains, bovins, porcins, 

chiens, et rongeurs de l’écosystème du PNR. Ces structures mesurant entre 15 et 18 µm de 

long pour 10 µm de large sont des kystes parasitaires de Giardia, vraisemblablement G. 

lamblia ou G. muris (Figure 7). Des kystes parasitaires de Giardia ont étés retrouvés dans 98 

(23,1 % (Intervalle de confiance à 95 % 15,5 – 30,4)) échantillons d’humains, d'animaux 

domestiques et de rongeurs. Aucun lémurien ne s’est révélé positif à Giardia. Basé sur ce 

résultat, la prévalence maximale théorique de Giardia chez les lémuriens calculée grâce à 

WIN EPISCOPE® est de 7,6 %.  

 Des structures parasitaires ovoïdes mesurant entre 4,0 et 5,3 µm de diamètre et 

colorant vert pomme lors des tests à l’immunofluorescence spécifiques à 

Giardia/Cryptosporidium ont étés retrouvés dans les échantillons issus d’humains, d'animaux 

domestiques et d'animaux sauvages à Ranomafana. Ces structures correspondent à des 

oocystes de Cryptosporidium, vraisemblablement à C. parvum, C. hominis ou C. muris 



 

 

 

 

36 

(Figure 8). Cryptosporidium a été retrouvé dans 80 (20,7 %, IC 95 % :15,7 – 25,7) 

échantillons d’humains, animaux domestiques et rongeurs. De plus, des oocystes de 

Cryptosporidium mesurant 5 µm de diamètre ont étés retrouvés chez deux grand hapalémurs et 

deux microcèbes roux échantillonnés. Ainsi, la prévalence observée de ce protozoaire chez les 

lémuriens échantillonnés dans le PNR est de 10,5 % (IC 95 % 0,5 – 21 %). Le tableau V 

présente les prévalences de Cryptosporidium et Giardia chez les sujets d’étude en fonction de 

l’espèce, le sexe, la classe d’âge des individus échantillonnés ainsi que leur localisation. 

La co-infection par Giardia et Cryptosposporidium (Figure 9) a été détectée chez 50 (11,8 %) 

individus.
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Tableau IV : Individus échantillonnés en fonction de l'espèce, la catégorie d'âge, la localisation et le sexe. 

Espèce 
Catégorie d'âge  Localisation  Sexe 

Subadulte Adulte  Village 1 Village 2 Village 3 PNR1  Femelle Mâle 

 Humain 84 99  47 61 75 0  81 102 

 Zébu 13 63  14 35 27 0  32 44 

 Porc 3 19  4 1 17 0  6 16 

 Chien 2 3  4 1 0 0  1 4 

 Chat 0 2  0 0 2 0  1 1 

 Rongeurs 16 82  29 20 35 14  51 47 

 Microcèbe roux 0 4  0 0 0 4  2 2 

 Grand hapalémur 2 2  0 0 0 4  2 2 

 Propithèque 2 10  0 0 0 12  7 5 

 Lémur à ventre roux 0 18  0 0 0 18  9 9 

Total 122 302  98 118 156 52  192 232 
1 PNR : Parc national de Ranomafana
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Figure 7 : Kyste de Giardia (flèche) à l’examen de fèces par 

immunofluorescence directe chez un humain (Source : 

F. Rasambainarivo). 
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Figure 8 : Oocyste de Cryptosporidium (flèche) à l'examen de fèces 

par immunofluorescence directe chez un microcèbe roux. (Source : 

F. Rasambainarivo) 
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Figure 9 : Kystes de Giardia (flèches rouges) et oocystes de Cryptosporidium (flèches 

blanches) dans un échantillon fécal examiné par immunofluorescence directe chez un 

humain. (Source : F. Rasambainarivo)
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Tableau V : Prévalences observées (%) de Giardia et Cryptosporidium chez les humains, 

animaux domestiques, rongeurs et lémuriens de l'écosystème de Ranomafana (juillet 2011). 

Variables n 
Prévalence % (IC 95 %)1 

Giardia  Cryptosporidium 

Espèce 
 Humain 183 23,0 (15,5 - 30,4) 13,7 (8,3 - 19,1) 
 Zébu 76 19,7 (10,4 - 29,1) 26,3 (11,9 - 40,7) 
 Porc 22 50,0 (26,6 - 73,4) 22,7 (0 - 45,8) 
 Chien 5 60,0 (15,0 - 95,0) 40,0 (5,0 - 85,0) 
 Chat 2 0  0  
 Rongeurs 98 27,6 (16,1 - 39,0) 28,6 (15,1 - 42,0) 
           Villages 84 29,8 (19,8 - 39,7) 31,0 (20,9 - 41,0) 
           PNR3 14 14,3 (0 - 35,3) 14,3 (0 - 35,3) 
 Propithèque d’Édouard 12 0  0 
 Grand hapalémur 4 0  50 (6,8 - 93,2) 
 Lémur à ventre roux 18 0  0  
 Microcèbe roux 4 0  50 (0 - 100) 
Catégorie d’âge 
 Subadulte 122 41,8 (32,8 - 50,8) 35,3 (25,4 - 45,2) 
 Adulte 302 15,6 (11,2 - 19,9) 13,6 (7,8 - 19,4) 
Sexe 
 Mâle 232 25,4 (19,4 - 31,5) 22,8 (16,1 - 29,6) 
 Femelle 192 20,3 (13,7 - 27,0) 16,2 (9,6 - 22,7) 
Localisation2 
 Village 1 98 27,6 (16,5 - 38,6) 25,5 (18,3 - 32,7) 
 Village 2 118 24,6 (14,6 - 34,6) 22,9 (7,4 - 38,4) 
 Village 3 156 25,6 (18,4 - 32,9) 16,7 (5,2 - 28,1) 
 PNR3 52 3,9 (0 - 11,3) 11,5 (0,5 - 22,6) 
     
Total  424 23,1 (18,7 - 27,5) 19,8 (14,1 - 25,5) 

1 Intervalles de confiance à 95 %. 

2 Villages (animaux domestiques, humains, rongeurs); PNR : Parc National de Ranomafana (lémuriens, 

rongeurs). 

3 PNR : Parc national de Ranomafana 
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3.2.2 Helminthes 

Le tableau VI présente les caractéristiques morphologiques des helminthes retrouvés dans les 

échantillons collectés. 

 Le tableau VII présente les prévalences des différents ordres d’helminthes retrouvés 

chez les sujets d’études en fonction de l’espèce, le sexe, la classe d’âge des individus 

échantillonnés ainsi que leur localisation. 

3.2.2.1 Ordre Ascaridida 

 Chez 49,2 % (IC : 39.7 – 58,7 %) des humains et 27,3 % (IC : 12,9 % - 31,9 %) de 

porcs, des œufs de forme sphériques d’environ 45 µm de diamètre présentant une épaisse 

couche externe d’aspect granulaire ont étés détectés dans les échantillons fécaux après 

flottation. Ces œufs appartiennent aux espèces Ascaris lumbricoides et A. suum. Des œufs 

infertiles de ces espèces mesurant environ 88 µm de long pour 45 µm de large ont également 

étés retrouvés dans les échantillons fécaux. Chez 2,6 % des bovins, des œufs ovoïdes de 69 à 

90 µm de long pour 60 à 75 µm de large présentant un épaisse couche externe ont étés 

détectés. Ces œufs appartiennent à Toxocara vitullorum. De même, tous les chats (n = 3) et les 

chiens (n = 5) arboraient des œufs de parasites pourvus d’une couche externe et mesurant entre 

72 et 85 µm ou entre 65 et 80 µm de diamètre correspondant respectivement à Toxocara et 

Toxascaris Des œufs de parasites, de 30-40 µm de long pour 20-30 µm de large, ovoïdes et 

présentant une coque épaisse et granulaires ont été détectés chez deux des quatre microcèbes. 

Ces parasites font vraisemblablement partie de l’ordre des Ascaridida mais n’ont pas pu être 

identifiés plus précisément. 

La Figure 10 présente les parasites de l’ordre des Ascaridida détectés chez différentes espèces 

hôtes du PNR. 
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Figure 10 : Œufs de parasites de l'ordre Ascaridida détectés : (a) 

Toxocara, (b) Toxascaris, (c) Ascaris (d) non identifié issu de lémuriens. 

(Grossissement x 10) (Source : F. Rasambainarivo) 

3.2.2.2 Ordre Strongylida 

 Chez l’homme, des œufs de parasites de forme elliptiques et mesurant entre 60 - 75 µm 

de long pour 35 - 40 µm de large et pourvus d’une coque lisse et fine ont étés détectés dans les 

fèces. Ces œufs appartenant aux parasites du genre Ancylostoma ou Necator ont étés détectés 

chez 6,6 % des échantillons. Chez les bovins, des œufs de parasites ovoïdes de 80 - 100 µm de 

long pour 40 - 50 µm de large ont étés détectés dans 22,4 % des fèces examinés. Ces œufs 

appartiennent probablement aux parasites du genre Trichostrongylus. Chez les porcs, deux 

genres de parasites de l’ordre des Strongylida ont étés détectés dans les fèces. Les premiers, 

appartiennent au genre Hyostrongylus et sont des œufs de forme ovoïdes, présentant une coque 

fine et mesurant 69 - 85 µm de long pour 39 - 45 µm de large et ont étés détectés chez 45 % 

des individus. Les autres, appartiennent au genre Metastrongylus et sont des œufs de forme 

ovoïde et mesurant 50 - 60 µm de long pour 33 - 40 µm de large et ont étés détectés chez 32 % 

des individus. Tous les chiens arboraient des œufs de parasites pourvus d’une coque externe 

(a) 

(c) (d) 

(b) 
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fine et mesurant entre 60 - 75 µm de long pour 35 - 40 µm de large correspondant à des 

parasites du genre Ancylostoma. Des œufs de parasite du genre Nippostrongylus ont étés 

détectés dans les fèces des rongeurs. Ces œufs sont de forme ovoïde mesurent entre 60 µm de 

long et 30 µm de large. Des œufs ovoïdes mesurant 70 µm de long pour 40 µm de larges ont 

étés détectés dans les fèces issus de grands hapalémur et de lémurs à ventre roux. Ces œufs 

appartiennent aux parasites du genre Pararhabdonema. La Figure 11 présente les parasites de 

l’ordre Strongylida retrouvés chez différents hôtes de l’écosystème du PNR. 

 

 

Figure 11 : Œufs de parasites de l'ordre Strongylida détectés : (a) Trichostrongylus, (b) 

Ancylostoma, (c) Ancylostoma [chien], (d) Metastrongylus, (e) Hyostrongylus, (f) 

Pararhabdonema. (Grossissement x 10) (Source : F. Rasambainarivo). 

3.2.2.3 Ordre Enoplida 

 Des œufs du genre Trichuris ont étés retrouvés chez 40 % des chiens, 36,1 % des 

humains, 18 % des porcs et un bovin. Les œufs de Trichuris sp. sont pourvus d’une coque 

épaisse, ovoïdes et possèdent les protubérances bipolaires caractéristiques du genre. Chez les 

humains, les œufs mesurent entre 50 - 55 µm de long pour 25 - 30 µm de large, contre 50 - 60 

µm x 33 - 40 µm chez les porcs, et 40 µm x 75 µm chez les chiens. Chez le bovin, les œufs de 

Trichuris sp. retrouvés mesuraient 70 - 80 µm de long pour 30 - 40 µm de large. 

(b) (a) (c) 

(d) (e) (f) 
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3.2.2.4 Ordre Oxyurida 

 Des œufs de nématodes de l’ordre Oxyurida ont étés détectés chez les lémuriens 

uniquement. Deux genres de parasites ont pu être identifiés Lemuricola et Callistoura chez les 

lémurs à ventre roux. Les œufs de Lemuricola retrouvés dans les fèces de lémuriens sont 

ovoïdes et présentent une coque fine et asymétrique avec un coté aplati. Ils mesurent entre 86 

µm et 97 µm de long pour une largeur variant de 44 à 55 µm. Les œufs de Callistoura sont 

également ovoïdes et asymétriques et mesurent entre 55 et 61 µm de long pour une largeur 

variant de 27 à 32 µm. Ils possèdent une coque épaisse striée et arborent un opercule à une des 

extrémités. La Figure 12 présente les œufs de parasites appartenant à l’ordre Oxyurida 

retrouvés chez les lémuriens. 

 

Figure 12 : Œufs de parasites de l'ordre Oxyurida détectés (a) Callistoura, (b) Lemuricola. 

(Grossissement x40) (Source : F. Rasambainarivo) 

3.2.2.5 Ordre Cyclophyllidea 

Des cestodes de l’ordre des Cyclophyllydea ont étés retrouvés chez les humains, les chiens et 

les rongeurs. Chez les humains, les bovins et les chiens, des œufs circulaires de Taenidés de 

30 à 35 µm de diamètre contenant six crochets ont étés détectés. Ces œufs appartiennent 

probablement au genre Tænia. Chez les rongeurs des œufs d’Hymenolepis ont étés détectés. 

Ces œufs ont une forme circulaire d’environ 70 µm de diamètre présentant une membrane 

externe striée et une membrane externe plus fine et un espace inter membranaire légèrement 

granulaire. L’oncosphère possède 6 crochets. 

La Figure 13 présente un œuf de cestode du genre Hymenolepis retrouvé chez les rongeurs. 

(b) (a) 
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Figure 13 : Œuf d'Hymenolepis nana détecté dans un échantillon fécal issu de 

rongeurs du PNR. (Grossissement x 60) (Source : F. Rasambainarivo). 

3.2.2.6 Ordre Strigeidida 

Des œufs de parasite appartenant à l’ordre des Strigeidida ont étés détectés chez des 

humains. Ces œufs sont ovoïdes avec une coque fine et mesurent 140 µm de long pour 60 µm 

de large. Ils présentent une épine latérale de 3 µm de long. Ces œufs appartiennent 

vraisemblablement à l’espèce Schistosoma mansoni. La figure 13 représente un œuf de 

Schistosoma mansoni retrouvé dans les fèces d’un humain de l’écosystème du PNR.  
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Figure 14 : Œuf de Schistosoma mansoni détecté dans un échantillon fécal d'humain de 

l'écosystème du PNR. (Grossissement x60) (Source F. Rasambainarivo). 
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Tableau VI : Identification et caractères morphologiques des helminthes retrouvés chez les humains, animaux domestiques et 

lémuriens de l'écosystème du PNR. 

Ordre Genre Espèce hôte Longueur (µm) Largeur (µm) Forme 
Autres 

caractères 
morphologiques 

Figure 

Ascaridida Ascaris humain, porc 45 - 80 40 - 60 sphérique à ovoïde coque épaisse et 
granulaire 

Fig 10-c 

 Toxocara chien 72 - 85 72 - 85 sphérique à ovale coque épaisse et 
granulaire 

Fig 10-b 

 Toxascaris chien, chat 65 80 ovale coque épaisse et 
lisse 

Fig 10-a 

 Inconnu microcèbe roux   ovale coque épaisse et 
granulaire 

Fig 10-d 

 Toxocara zébu 69 - 90 60 - 75 ovale coque épaisse et 
granulaire 

- 

Strongylida Ancylostoma humain, chien 60 - 75 35 - 40 elliptique coque fine et 
lisse 

Fig 11-b 

Trichostrongylus zébu 80 - 100 40 - 50 elliptique coque fine et 
lisse 

Fig 11-a 

Hyostrongylus porc 69 - 85 39 - 45 elliptique coque fine et 
lisse 

Fig11-e 

Metastrongylus porc 50 - 60 33 - 40 ovale coque épaisse 
claire, œuf 
embryonné 

Fig 11-d 

Nippostrongylus rongeurs   ovoïde coque épaisse et 
lisse 

- 

Pararhabdonema propithèque d'Edouard  
et microcèbe roux 

70 - 80 38 - 48 elliptique coque fine et 
lisse 

Fig 11-f 
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Ordre Genre Espèce hôte 
Longueur 

(µm) 
Largeur 

(µm) 
Forme 

Autres caractères 
morphologiques 

Figure 

Enoplida Trichuris humain 50 – 55 25 - 30 elliptique coque épaisse et lisse, 
opercules bipolaires 

- 

Trichuris porc 50 - 60 20 - 30 elliptique coque épaisse et lisse, 
opercules bipolaires 

- 

Trichuris zébu 70 - 80 30 - 40 elliptique coque épaisse et lisse, 
opercules bipolaires 

- 

 
 

Trichuris chien 40 75 ovale coque épaisse et lisse, 
opercules bipolaires 

- 

Oxyurida Lemuricola Lémur a ventre roux 57 - 103 23 - 45 ovoïde coque fine, asymétrique 
parfois embryonné 

Fig 12-b 

Callistoura Lémur a ventre roux 90 - 100 40 - 45 ovoïde coque épaisse, 
asymetrique, 
operculum 

Fig 12-a 

Cyclophyllidea 
 
 

Strigeidida 

Taenia humain, zébu 30 30 circulaire   
Hymenelopis 

 
Schistosoma 

rongeurs 
 

humain 

70 
 

140 

70 
 

60 

circulaire 
 

ovoïde 

 
 

coque fine, épine 
latérale 

Fig 13 
 

Fig 14 
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Tableau VII : Prévalences estimées et intervalles de confiance à 95 % (IC95 %) des ordres d'helminthes détectés chez les humains, 

animaux domestiques, rongeurs et lémuriens de l'écosystème de Ranomafana (juillet 2011). 

Variable n 
Ascaridida   Strongylida   Enoplida   Cyclophyllidea   Oxyurida 

Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1 

Espèce                

 Humain 183 49,2 (39,7 - 58,7)  6,6 (3,4 - 9,7)  36,1 (24,2 - 48,0)  3,3 (0,5 - 6,1)  0  

 Zébu 76 2,6 (0 - 6,4)  22,4 (12,9 - 31,9)  1,32 (0 - 4,1)  0   0  

 Porc 22 27,3 (2,9 - 51,6)  54,6 (35,8 - 73,2)  18,2 (0 - 43,1)  0   0  

 Chien 5 100 (47,8 - 100)  100 (47,8 - 100)  40 (0 - 100)  0   0  

 Chat 2 100 (15,8 - 100)  0   0   0   0  

 Rongeurs 98 0   33,7 (23,2 - 44,1)  11,2 (5,4 - 17,1)  30,6 (17,0 - 44,2)  0  

        PNR3 14 0   28,6 (1,5 - 55,6)  7,14 (0 - 22,6)  28,6 (1,5 - 55,6)  0  

        Villages 84 0   34,5 (24,1 - 44,9)  11,9 (4,8 - 19,0)  35,7 (25,3 - 46,2)  0  

 
Propithèque 
d'Édouard 12 0   0   0   0   0  

 
Grand 
hapalémur 4 0   100 (39,8 - 100)  0   0   0  

 
Lémur à 

ventre roux 18 0   11,1 (0 - 39,7)  0   0   27,8 (0 - 72,1) 

 
Microcèbe 
roux 4 50,0 (0 - 100,0)  25,0 (0 – 100)  0   0   0  

Catégorie d'âge                

 Subadulte 122 40,2 (28,5 - 51,8)  18,0 (11,1 - 25,0)  37,7 (25,3 - 50,1)  9,0 (3,4 - 14,6)  0  

 Adulte 302 19,2 (14,4 - 24,1)  21,2 (16,6 - 25,8)  12,3 (7,8 - 16,8)  8,3 (3,9 - 12,6)  1,7 (0 - 4,4) 
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Variable n 
Ascaridida   Strongylida   Enoplida   Cyclophyllidea   Oxyurida 

Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1   Prévalence (IC95 %)1 

Sexe                

 Male 232 27,6 (21,1 - 34,1)  22,4 (17,3 - 27,6)  20,3 (12,6 - 27,9)  7,8 (3,0 - 12,5)  1,3 (0 - 3,9) 

 Femelle 192 22,4 (16,2 - 28,6)  17,7 (12,8 - 22,6)  18,8 (11,9 - 25,8)  9,4 (4,7 - 14,1)   1,0 (0 - 2,6) 

                 

Localisation2                

 Village 1 98 36,7 (19,9 - 53,5)  23,5 (16,1 - 30,8)  24,5 (11,0 - 38,00)  10,2 (4,1 - 16,3)  0  

 Village 2 118 30,5 (21,5 - 39,5)  22,0 (15,1 - 28,9)  36,4 (24,0 - 48,9)  8,5 (1,8 - 15,1)  0  

 Village 3 156 21,2 (13,6 - 28,7)  16,7 (10,5 - 22,8)  10,3 (3,9 - 16,6)  10,3 (0 - 21,3)  0  

 PNR3 52 3,9 (0 - 9,9)  21,2 (2,5 - 39,9)  0   0   9,6 (0 - 25,5) 

Total 424 25,2 (19,9 - 30,6)   20,3 (16,6 - 24,0)   19,6 (13,3 - 25,9)   8,5 (4,4 - 12,6)   1,2 (0 - 3,2) 
1 Intervalles de confiance à 95 %. 

2 Villages (animaux domestiques, humains, rongeurs); PNR : Parc National de Ranomafana (lémuriens, rongeurs). 

3 PNR Parc national de Ranomafana 
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3.3 Associations entre les différentes variables examinées et la 

présence de protozoaires  

La non détection de Giardia, la faible prévalence de Cryptosporidium et la faible taille 

d’échantillon issue de chaque espèce de lémuriens nous ont empêché d’inclure les lémuriens du 

PNR dans les analyses de régressions. De même, les chats n’ont également pas pu être inclus 

dans les analyses de régressions du fait de la faible taille d’échantillon issue de cette espèce et la 

non détection des parasites chez celle-ci. 

Les associations entre les différentes variables récoltées et la présence de Giardia et 

Cryptosporidium au sein des villages ont été évaluées par un modèle de régression logistique 

multiple. Les résultats du modèle complet de régressions logistique sont présentés dans le tableau 

VIII. Aucune association n'a été détectée entre la présence d’infections à Cryptosporidium ou 

Giardia et les variables suivantes : le village d’appartenance, le sexe de l’individu et la co-

infection par un helminthe.  

Les résultats du modèle final de régréssions logistique sont présentés dans le tableau IX. 

Des associations significatives (p < 0,05) ont été détectées entre la présence de Giardia et de 

Cryptosporidium et les variables suivantes : l’espèce de l'hôte, la catégorie d’âge, et la présence 

d'une co-infection par l'autre genre de protozoaire d'intérêt (soit Cryptosporidium ou Giardia). 

Ainsi, être jeune s’est révélé être un facteur de risque significatif pour l’infection à 

Cryptosporidium (RC = 3,8) et Giardia (RC = 3,1). Les porcs ont plus de chance d’être positifs à 

Giardia qu’un bovin (RC = 0,2), un humain (RC = 0,2) ou qu’un rongeur (RC = 0,3). Être positif 

à Giardia est un facteur de risque pour Cryptosporidium (RC = 6,3). Pour la détection de 

Cryptosporidium, les individus subadultes ont plus de chance d’être infectés que les adultes 

(RC = 3,8). Un humain à moins de risque d’être positif comparativement à un rongeur (RC = 4,8) 

ou un bovin (RC = 5,5). Un individu positif à Giardia présente plus de chance d’être positif pour 

Cryptosporidium (RC = 6,3) (Tableau IX).  
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Tableau VIII : Modèle complet des régressions logistiques des variables associées à la détection 

de Giardia et Cryptosporidium chez les humains, animaux domestiques et rongeurs dans les 

villages de l'écosystème de Ranomafana (juillet 2011). 

Variables 

Positif pour Giardia  Positif pour Cryptosporidium 

RC Valeur P  RC Valeur P 

Espèce Humains 0,2 <0,01  Réf Réf 

Bovins 0,2 0,01  4,5 <0,01 

Porcins Réf Réf  1,8 0,44 

Chiens 0,6 0,54  2,1 0,52 

Rongeurs 0,3 0,05  3,6 0,01 

Localisation Village 1 Réf Réf  Réf Réf 

Village 2 0,9 0,81  1,4 0,44 

Village 3 0,7 0,25  1,8 0,18 

Catégorie d'âge Adulte Réf Réf  Réf Réf 

Subdulte 3,2 <0,01  3,8 < 0,01 

Sexe Femelle Réf Réf  Réf Réf 

Male 1,1 0,71  0,9 0,77 

Co-infection Ascaridida -  Réf Réf  Réf Réf 

Ascaridida + 1,7 0,25  0,8 0,63 

Strongylida -  Réf Réf  Réf Réf 

Strongylida + 1,8 0,11  1,8 0,14 

Cryptosporidium - Réf Réf    

Cryptosporidium + 6,5 < 0,01    

Giardia -     Réf Réf 

Giardia +    6,3  < 0,001 

RC : Rapports de cotes 

Réf : Variable de référence 
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Tableau IX : Modèle final de régressions logistiques des variables associées à la détection de 

Giardia et Cryptosporidium chez les humains, animaux domestiques et rongeurs dans les villages 

de l'écosystème de Ranomafana. 

Variables 

Positif pour Giardia  Positif pour Cryptosporidium 

RC Valeur P  RC Valeur P 

Espèce Humains 0,2 0,001  Réf Réf 

Bovins 0,2 0,002  5,5 0,002 

Porcins Réf Réf  2,4  0,21 

Chiens 0,8 0,83  3,8  0,26 

Rongeurs 0,3 0,015  4,8  0,002 

Catégorie d'âge Adulte Réf Réf  Réf Réf 

Subdulte 3,1 0,001  3,8 < 0,001 

Co-infection Cryptosporidium - Réf Réf    

Cryptosporidium + 6,3 < 0,001    

Giardia -     Réf Réf 

Giardia +    6,3 < 0,001 

  



 

 

 

 

Chapitre 4 : Discussion 

 Giardia et Cryptosporidium sont des parasites protozoaires potentiellement zoonotiques 

et causant de nombreux cas de diarrhées chez les humains, les animaux domestiques et les 

animaux sauvages (Monis et Thompson, 2003). Par cette étude nous souhaitions documenter la 

présence, évaluer la prévalence et identifier certains facteurs de risques potentiels associés à 

l’infection par Cryptosporidium et Giardia. Ces parasites pourraient poser un risque pour les 

populations de lémuriens présents dans l’écosystème de Ranomafana à Madagascar. Au cours de 

ce projet, nous avons collecté et analysé 424 échantillons fécaux issus d’humains, d’animaux 

domestiques et de rongeurs sauvages habitant les villages voisins du PNR ainsi que de lémuriens 

et rongeurs vivant au sein de l’aire protégée. Des parasites gastro-intestinaux, dont les 

protozoaires Giardia et Cryptosporidium, ont été recherchés. 

4.1 Parasites chez les humains, animaux domestiques et rongeurs 

dans les villages 

 Notre étude montre de fortes prévalences de Giardia (23,1 %) et 

Cryptosporidium (19,8 %) dans les régions rurales bordant le PNR à Madagascar. Ceci confirme 

les résultats obtenus lors d’études portant sur les maladies diarrhéiques à Madagascar et 

soulignant la forte prévalence de Giardia et Cryptosporidium chez les humains issus de différents 

milieux de l’ile (Areeshi et al., 2008; Randremanana et al., 2012). En comparaison avec d’autres 

études, les résultats obtenus sont similaires à ceux trouvés dans d’autres communautés rurales 

dans les pays en voie de développement (Raccurt et al., 2006; Ayalew et al., 2008; Salyer et al., 

2012) et pourraient s’expliquer par le faible niveau d’hygiène, l’accès limité aux centres de soins 

dans ces communautés et la proximité avec les animaux domestiques (Stantic-Pavlinic et al., 

2003; Hunter et Thompson, 2005). 

  Giardia et Cryptosporidium sont deux protozoaires parasites qui se transmettent par un 

cycle fécal oral soit directement suite au contact direct avec un réservoir soit indirectement via la 

nourriture ou l’eau contaminée (Caccio et al., 2005). En effet, Giardia et Cryptosporidium 

survivent bien à l’extérieur et particulièrement dans le fumier ou le milieu aquatique (Fayer, 

2004). De nombreuses épidémies causées par ces agents infectieux maladies ont été attribuées à 
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l’eau contaminée (Fayer et al., 2000; Fayer, 2004). Les communautés rurales de la région d’étude 

utilisent principalement l’eau souterraine ou les eaux de surface telles que rivières et lacs puisés à 

l’aide de pompes communautaires pour la boisson, la cuisine et l’hygiène personnelle 

(Rasambainarivo, observation personnelle). L’utilisation des eaux de surface a été liée à un risque 

plus élevé de maladies diarrhéiques causées par Cryptosporidium et Giardia (Salyer et al., 2012). 

 La forte prévalence des protozoaires chez l’homme pourrait également s’expliquer par les 

pratiques agricoles et l’élevage. En effet, l’utilisation des engrais naturels et la contamination des 

sources d’eau par les défécations d’animaux domestiques constituent des facteurs de risque 

important pour la transmission des parasites (Smith, 1990; Smith et al., 1995). D’autres études 

ont montré que la possession d’animaux domestiques sont associés positivement aux risques 

d’infection par des protozoaires parasites (Molbak et al., 1997; Roy et al., 2004).  

4.2 Variables associées à la présence de protozoaires 

4.2.1 Différences entre les espèces 

 Cette étude montre une forte prévalence des parasites chez les humains et les différentes 

espèces animales mais met également en évidence une différence de prévalence entre les espèces. 

Ainsi, Giardia est plus commun chez les porcs que chez les humains, les bovins ou les rongeurs. 

Pour Cryptosporidium par contre, les bovins et les rongeurs sont plus à risque d’être infecté que 

les humains. Ces différences pourraient s’expliquer par des différences dans le mode d’élevage 

ou de vie des animaux, des différences dans la susceptibilité aux parasites ou serait le résultat de 

différences lors de l’échantillonnage.  

 Les humains, bien que vivant en milieux rural, ont accès à un minimum d’infrastructures 

sanitaires et appliquent des mesures d’hygiène de base telles l’utilisation de latrines, le lavage des 

mains ou parfois le traitement des eaux par ébullition. Ces pratiques permettent de diminuer la 

transmission des parasites et pourrait expliquer la plus faible contamination des humains par 

rapport à certaines espèces animales. Les animaux, par contre, sont soit sauvages (rongeurs), soit 

élevés en liberté (zébus, chiens, chats) ou encore dans de petits enclos à l’intérieur ou à 

l’extérieur des habitations humaines (zébus et porcs). Il a été montré que les modes d’élevage et 

le substrat des enclos sont associés à l’infection par Cryptosporidium et Giardia. Ainsi un sol 

poreux et humide tel que le ciment ou les planches de bois utilisés dans la confection d’enclos 

d’élevage porcins dans la région d’étude, favorisent l’infection à Giardia (Xiao et Herd, 1994; 
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Maddox-Hyttel et al., 2006). Aussi, les champs agricoles, fréquemment utilisés comme pâturages 

pour les bovins et parfois fertilisés grâce à l’utilisation de fumier sont plus susceptibles d’arborer 

des oocystes de Cryptosporidium, mais pas Giardia (Barwick et al., 2003). Ceci pourrait 

expliquer en partie la plus forte prévalence de Cryptosporidium chez les bovins et de Giardia 

chez les porcs. 

 Notre étude montre que Cryptosporidium est retrouvé fréquemment chez les bovins et les 

rongeurs qui pourraient ainsi constituer des sources potentielles de ces parasites du fait de la forte 

population et de l’habitat occupé par ces animaux. Au Parc National de Bwindi en Ouganda, les 

bovins partagent une partie de leur territoire avec les gorilles et ont été impliqués dans la 

transmission de protozoaires tels Cryptosporidium à ces populations de primates (Nizeyi et al., 

1999). Ceci pourrait également être le cas à Madagascar. En effet, les zébus sont les mammifères 

domestiques élevés les plus répandus à Madagascar du fait de leur importance sociale et 

culturelle (Réau, 2002). Ils sont généralement élevés de manière extensive ou semi extensive, où 

ils sont gardés le soir dans des enclos à l’extérieur et laissés au pâturage pendant la journée 

(Figure 15). De plus, à Ranomafana, les villageois résidant dans les villages situés dans la zone 

tampon, c'est-à-dire à moins de 5 km des bordures du parc national, laissent parfois leurs zébus et 

autres animaux domestiques pénétrer dans la forêt pour s’alimenter ou pour leur fournir une 

protection contre le vol (Peters, 1999). Les zébus, porteurs de ces protozoaires potentiellement 

pathogéniques aux lémuriens peuvent donc disséminer ces agents pathogènes au sein du parc 

national et infecter ainsi les animaux endémiques. 

 D’autre part, les rongeurs tels que les rats sont des espèces introduites invasives ayant 

colonisé la plupart des habitats de Madagascar tels que les champs, les zones habitées et les forêts 

secondaires. Au PNR, la foret secondaire est issue de la coupe sélective qui eut lieu jusqu’au 

début des années 80. Dans ces différents habitats, les rongeurs sont commensaux voire même 

nuisibles pour les humains, les animaux domestiques et les animaux sauvages (Lehtonen et al., 

2001b). Ainsi, les rongeurs sont considérés comme des réservoirs et vecteurs potentiels d’agents 

pathogènes tels la peste et les trypanosomes. Ils peuvent également transmettre différentes 

espèces de cryptosporidies aux humains, animaux domestiques et animaux sauvages en 

contaminant eau et nourriture avec leurs fèces (Morgan et al., 1999; Backhans et Fellstrom, 2012; 

Backhans et al., 2012; McFarlane et al., 2012).  
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Figure 15 : Zébus dans les pâturages en lisière du Parc National de Ranomafana 

(Source : F. Rasambainarivo). 

4.2.2 Variations selon catégories d’âge 

 Cryptosporidium et Giardia ont été retrouvés principalement chez les individus 

subadultes. Ce résultat est en accord avec les autres études ayant évalué l’infection par les 

protozoaires parasites chez l’humain, les animaux domestiques ou les rongeurs (O'Handley et al., 

2000; Nguyen et al., 2012), et pourrait s’expliquer par des différences de contamination, de 

susceptibilités aux parasites ou encore d’immunité acquise face à ces parasites. Chez les humains, 

le plus faible niveau d’hygiène adopté généralement par les jeunes constitue un facteur de risque 

important à l’infection par des parasites dont Cryptosporidium ou Giardia (Kightlinger et al., 

1995). De plus, il a été montré que Cryptosporidium est plus prévalent chez les jeunes individus 

que chez les adultes du fait de l’immunité acquise qui se développe après maturation du système 

immunitaire. En effet, la résistance à la cryptosporidiose semble être plus reliée à l’âge qu’à une 

exposition antérieure à l’agent pathogène (Harp et al., 1990).  
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4.2.3 Co-infection par Cryptosporidium et Giardia  

 Notre étude montre également qu’un individu infecté par Cryptosporidium a plus de 

chance d’être positif à Giardia. Ceci est en accord avec certaines études effectuées 

précédemment montrant une association entre les deux parasites chez les humains, les animaux 

domestiques et les rongeurs (Wolfson et al., 1984; Xiao et Herd, 1994; Bajer et al., 2002). Cette 

association entre les deux parasites pourrait être liée à la similarité des voies d’infection et la 

contamination simultanée des sources d’eaux par de différents genres de parasites (Rose et al., 

1991). L’infection par d’autres protozoaires potentiellement zoonotiques tels Blastocystis et 

Enterocytozoon ont également été associé à l’infection par Cryptosporidium et Giardia chez les 

bovins (Fayer et al., 2012).  

4.3 Cryptosporidium chez les lémuriens 

 Cette étude a permis de démontrer la présence pour la première fois de Cryptosporidium 

chez deux espèces de lémuriens issus des forêts humides de Madagascar soit le grand hapalémur 

(Prolemur simus) et le microcèbe roux (Microcebus rufus). Au cours de la présente étude, nous 

avons estimé la prévalence de lémuriens infectés par Cryptosporidium à 10,5 %. Cette prévalence 

est similaire à celle trouvée chez d’autres espèces de primates sauvages sur le continent africain 

tels les chimpanzés du Parc Ugalla en Tanzanie (Gonzalez-Moreno et al., 2013), ou au parc de 

Gombe (10 % (Lonsdorf et al., 2009) ou les gorilles du parc de Bwindi (11 %, (Nizeyi et al., 

1999), mais largement inférieure à celle trouvée chez les babouins ayant un contact rapproché 

avec les humains (29,3 %) (Legesse et Erko, 2004). 

 De nombreuses études portant sur la santé et recherchant les parasites de lémuriens dont 

Cryptosporidium et Giardia dans les forêts humides de Madagascar (Junge et al., 2008; Junge et 

al., 2011) et à Ranomafana en particulier (Wright, 2009) ont été effectuées. Malgré cela, aucune 

n’a permis de mettre en évidence la présence de ces protozoaires potentiellement zoonotiques. 

Ceci pourrait s’expliquer par une différence dans la méthodologie adoptée ou par l’émergence 

plus récente de ces parasites dans les populations de lémuriens en contact fréquent avec les 

populations humaines ou animales domestiques. Le Prosimian Biomedical Survey Project 

(PBSP) évaluant la santé des lémuriens dans les aires protégées de Madagascar recherche Giardia 

et Cryptosporidium en utilisant une méthode d’ELISA (Junge et Louis, 2005b, a, 2007). Cette 

méthode est moins sensible comparativement à la technique de microscopie à 
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immunofluorescence utilisée lors de la présente étude (Garcia et Shimizu, 1997). Néanmoins, 

considérant le nombre d’échantillons examinés pour le PBSP (n = 656, Junge communication 

personnelle), il semble peu probable que la différence de sensibilité explique à elle seule la 

disparité entre ces études.  

 Les lémuriens du PNR pourraient être infectés par des protozoaires qui leur sont 

spécifiques ou encore par des protozoaires d’origine anthroponotique suite au contact direct avec 

les humains, les animaux domestiques ou les rongeurs porteurs de cryptosporidies, ou 

indirectement par la consommation de nourriture ou de terre contaminée. L’introduction d’agents 

pathogènes d’origine humaine ou animale chez des populations naïves et en danger est d’un 

intérêt particulier, car elle pourrait contribuer à l’extinction de ces populations isolées en 

réduisant leur taille. Ceci pourrait entrainer de la consanguinité et réduire leur résistance face aux 

facteurs stochastiques tels le réchauffement climatique (McCallum, 2012).  

 La mise en évidence de Cryptosporidium chez les lémuriens du PNR correspondrait ainsi 

à la première étape de l’émergence de maladie infectieuse chez les populations sauvages qui est 

défini par la transmission de l’agent pathogène d’une espèce réservoir (dans ce cas humains, 

animaux domestiques ou rongeurs) à une espèce naïve (lémuriens) (Caron et al., 2012). En effet, 

ces lémuriens sont régulièrement visités par les touristes ce qui pourrait favoriser la 

contamination de leur habitat par des agents pathogènes tel que suggéré chez les orang-outan 

(Muehlenbein et al., 2010). Aussi, les lémuriens du PNR font l’objet de nombreux projets de 

recherche nécessitant parfois la capture des animaux, mettant ces animaux en contact direct avec 

les humains potentiellement porteurs d’agents pathogènes (Atsalis, 2000; Blanco, 2008; King et 

al., 2011). Les espèces de rongeurs introduits à Madagascar et porteurs de Cryptosporidium 

pourraient également constituer une source de parasites pour les espèces de primates endémiques. 

Ces rongeurs montrent une forte prévalence de protozoaires parasites et particulièrement de 

Cryptosporidium (28,6 %). Ils partagent également l’habitat des lémuriens, en particulier des 

microcèbes roux en lisière des forêts (Lehtonen et al., 2001a). Ces animaux, considérés comme 

étant nuisibles peuvent ainsi favoriser la transmission d’agents pathogènes aux animaux 

sauvages. 

 De plus, certaines espèces de lémuriens tels le grand hapalémur pratiquent la géophagie 

(Figure 16) (Baden et al., 2005). La géophagie, un comportement fréquemment rencontré chez les 

animaux et les humains est définie par une consommation régulière et délibérée de terre 
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(Limpitlaw, 2010; Young et al., 2011; Golden et al., 2012). La raison de ce comportement chez 

les lémuriens est encore inconnue, mais il a été suggéré qu’il serait pratiqué en vue de neutraliser 

une diète trop acide, participer à la détoxification des aliments, supplémenter la diète en minéraux 

ou lors de comportements d’automédication (Young et al., 2011; Pebsworth et al., 2012b). 

D’autre part, ce comportement a été lié à la transmission de différents parasites chez humains et 

les primates (Kutalek et al., 2010; Pebsworth et al., 2012a). Dans notre cas, les grand hapalémurs 

infectés pourraient avoir acquis le parasite en consommant de la terre contaminée par des 

défécations d’animaux domestiques, d’humains ou d’autres animaux sauvages.  

 

Figure 16 : Grand hapalémur (Prolemur simus) pratiquant la géophagie 

dans le Parc National de Ranomafana (Photo : P. C. Wright, utilisée 

avec l’autorisation de P. Wright). 

 Tous les lémuriens qui se sont révélés positifs à Cryptosporidium par immunofluorence, 

sont issus de la partie appelée Talatakely, habitat plus dégradé et plus fréquemment visité par les 

touristes que Valohoaka (Wright et al., 2012). Ceci pourrait supporter l’hypothèse de la pollution 

pathogénique et de la transmission anthroponotique de Cryptosporidium chez les lémuriens. En 

effet, différentes études ont montré que la prévalence de nombreuses maladies était souvent 

positivement liée à la dégradation des habitats et aux modifications anthropiques (Chapman et al., 

2006; Brearley et al., 2012a; Brearley et al., 2012b). Cependant, la faible taille d’échantillons 

obtenus grâce à un échantillonnage de convenance chez les lémuriens et le devis de notre étude 
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ne nous permet pas de conclure sur la différence d’occurrence de ce parasite chez les différentes 

espèces de lémuriens et les différents habitats. 

 Dans ce cas, les lémuriens subiraient une pression pathogénique exercée par les humains, 

animaux domestiques et rongeurs sauvages de l’écosystème de Ranomafana. Afin de diminuer 

cette pression et les risques d’infection des lémuriens par des parasites issus des humains, 

animaux domestiques et rongeurs péri domestiques, il serait important d’adopter des mesures 

prophylactiques. Ces mesures viseraient à limiter le contact des lémuriens avec les humains et 

animaux domestiques ainsi que les rongeurs, par exemple, en interdisant le pâturage des bovins 

au sein de l’aire protégée ou en réduisant la population de rongeurs introduits dans le parc (Suzán 

et al., 2008). D’autres mesures, visant à réduire la contamination des cours d’eau pourraient 

également être mises en place afin de limiter l’infection des lémuriens par Cryptosporidium. De 

manière similaire, des mesures de protection des cours d’eau ont été proposées pour limiter 

l’infection des humains aux États unis (Ong et al., 1996) et des gorilles en Tanzanie (Nizeyi et al., 

2002a). 

Autrement, les cryptosporidies retrouvées chez les lémuriens pourraient faire partie d’une 

espèce ou un génotype de Cryptosporidium qui n’a pas été décrit jusqu’à présent. Ainsi, les 

oocystes de Cryptosporidium retrouvés chez les singes colobes bai à tête rousse du parc national 

de Kibale en Ouganda sont issus d’un génotype différent de ceux des humains, animaux 

domestiques et autres primates de la région, suggérant ainsi la présence d’un cycle sylvatique de 

Cryptosporidium (Salyer et al., 2012). Des études génétiques précisant l’origine des parasites 

infectant les lémuriens seraient nécessaires afin de confirmer ou infirmer cette hypothèse et de 

conclure sur les potentialités zoonotiques ou anthroponotiques des protozoaires détectés 

(Appelbee et al., 2005; Fall et al., 2009).  

Au cours de cette étude, nous avons échantillonnés 38 lémuriens, dont 4 subadultes et 34 

adultes. Parmi ceux-ci 3 adultes et 1 subadulte (Grand hapalémur) se sont révélé positifs à 

Cryptosporidium. Chez différentes espèces animales dont les lémuriens en captivité (Charles-

Smith et al., 2010), la jeune âge constitue une variable associée de manière significative au statut 

parasitaire. Ainsi, il est possible que la prévalence estimée de Cryptosporidium chez les 

lémuriens de Ranomafana soit sous-estimée du fait de cette distribution hétérogène selon la classe 

d’âge dans notre échantillonnage.  
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4.4 Autres parasites potentiellement zoonotiques et/ou 

anthroponotiques détectés 

 Cette étude a également permis de mettre en évidence différents genres d’helminthes 

potentiellement zoonotiques qui pourraient constituer un risque pour les population de lémuriens 

sauvages. 

4.4.1 Hymenelopis  

 Des parasites du genre Hymenelopis, appartenant à l’ordre Cyclophyllidea ont été détectés 

chez 30,6 % de rats dans l’écosystème de Ranomafana. Hymenelopis est un cestode avec comme 

hôte principal différentes espèces de rongeurs et particulièrement les rats (Craig et Ito, 2007). 

Hymenelopis nana est le seul cestode qui peut se transmettre, soit directement par un cycle fécal 

oral, soit via un arthropode jouant le rôle d’hôte intermédiaire. Ils sont également zoonotiques et 

ont été impliqués dans différents cas de nausées, douleurs abdominales et diarrhées chez les 

humains (Chero et al., 2007; Craig et Ito, 2007). De plus, Hymenelopis a été rapporté chez de 

nombreuses espèces de primates sauvages et en captivité dont des lémuriens (Raharivololona, 

2010; Li et al., 2012). Notre étude montre que les lémuriens du PNR sont potentiellement 

exposés à ces parasites qui pourraient les infecter suite au contact accru avec les hôtes définitifs 

que sont les rats ou en consommant des arthropodes, hôtes intermédiaires du parasite. Au cours 

de cette étude, aucun lémurien ne s’est révélé positif à Hymenelopis par la méthode de flottation. 

La non détection de ces parasites chez les lémuriens pourraient refléter l’absence de ce parasite 

dans la faune parasitaire des lémuriens de Ranomafana ou encore le manque de sensibilité de 

notre étude du à la petite taille d’échantillon obtenues ou la méthodologie adoptée. En effet, la 

méthode de flottation au sucrose par double centrifugation n’offre qu’une sensibilité limitée pour 

la détection de cestodes (Gillespie, 2006). D’autres études portant spécifiquement sur la présence 

et l’écologie de ce parasite dans le PNR seraient nécessaires afin d’évaluer les risques qu’il 

pourrait poser sur les populations de lémuriens sauvages.  

4.4.2 Schistosoma mansoni 

 Des œufs du trématode hématophage Schistosoma mansoni (ordre des Strigeidida) (Figure 

13) ont été retrouvés chez des 2 % des humains vivant au sein des villages avoisinant le PNR. 
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Schistosoma mansoni, agent causal de la schistosomiase ou bilharziose qui est une maladie 

tropicale affectant plus de 200 millions de personnes dans le monde (Gryseels et al., 2006). Le 

cycle évolutif de Schistosoma est indirect et met en jeu un hôte intermédiaire, l’escargot 

Biomphalaria sp. Transmis principalement entre les humains, S. mansoni peut également infecter 

les animaux domestiques et les animaux sauvages dont de nombreuses espèces de primates qui 

peuvent servir de réservoir pour ce parasite (Erko et al., 2001; Legesse et Erko, 2004). Au cours 

de cette étude S. mansoni n’a pu être détecté chez les animaux domestiques, ni chez les lémuriens 

sauvages. Cependant les méthodes d’analyses parasitologiques utilisées lors de cette étude sont 

peu sensibles et pourraient largement sous estimer la prévalence de Schistosoma chez les humains 

et les risques de transmission de ce parasite aux populations sauvages. Aussi, la faible taille 

d’échantillons issus de lémuriens ne permet pas de conclure sur l’absence de Schistosomes chez 

les lémuriens sauvages du PNR. D’autres études seraient nécessaires afin d’évaluer les risques 

que ce parasite zoonotique pourrait poser sur les populations de lémuriens sauvages.  

4.5 Limites de l’étude 

 Nous avons effectué une étude transversale investiguant la présence de Giardia et 

Cryptosporidium chez les humains et différentes espèces animales domestiques et sauvage vivant 

au sein de l’écosystème de Ranomafana. Cette étude repose sur la détection et l’identification des 

parasites dans les échantillons fécaux provenant d’un nombre important d’humains, d’animaux 

domestiques et sauvages. Elle a permis d’estimer les prévalences et d’identifier des variables 

associées à la présence de ces parasites chez ces populations humaines et animales rurales de 

Madagascar.  

 La recherche de parasites s’est faite par la méthode d’immunofluorescence directe après 

concentration des éléments parasitaires par double centrifugation. Cette méthode microscopique, 

bien que sensible et spécifique, ne permet pas de déterminer avec précision l’espèce de parasites 

mis en cause et leur origine. Cette étude ne permet donc pas de conclure sur la présence réelle 

d’un phénomène de « pollution pathogénique » impliquant les populations humaines et animales 

interagissant en lisière du parc. 

 La prévalence de l’infection à Cryptosporidium et Giardia chez les lémuriens du PNR 

que nous rapportons ici ne reflète probablement pas la réalité du fait du mode d’échantillonnage 

effectué chez les lémuriens (de convenance). De plus, en raison de la faible taille d’échantillons 
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obtenus chez les lémuriens et leur distribution spatiale hétérogène, il nous a été impossible 

d’étudier les facteurs de risque propres aux lémuriens tels les espèces, les classes d’âge et leur 

habitat sur la prévalence des parasites.  



 

 

 

 

Conclusions et orientations d’études 

 Cette étude a permis de mettre en évidence la forte prévalence des parasites protozoaires 

potentiellement zoonotiques que sont Giardia et Cryptosporidium chez les humains, les animaux 

domestiques et les rongeurs vivant dans les villages avoisinant le PNR. Elle a également permis 

d’identifier des facteurs de risques liés à l’infection par ces protozoaires. Ainsi, différentes 

espèces animales tels que les bovins et les rongeurs pour Cryptosporidium ou les porcs pour 

Giardia et particulièrement les jeunes sont plus susceptibles d’arborer ces parasites et les excréter 

dans l’environnement via leurs fèces. De même, des helminthes (Hymenolepis et Schistosoma), 

autres parasites zoonotiques, ont été détectés chez les humains et animaux susceptibles d’interagir 

avec les lémuriens en lisière du parc. Les lémuriens du PNR sont donc exposés à divers parasites 

issus des populations humaines, des animaux domestiques ou des rongeurs sauvages qui 

pourraient potentiellement les infecter et avoir des conséquences néfastes sur la survie de ces 

primates en danger d’extinction. 

 Cette étude a également permis de mettre en évidence pour la première fois l’infection par 

Cryptosporidium de deux espèces de lémuriens sauvages issues du PNR. Ces primates 

endémiques pourraient s’être infectés suite au contact direct avec des réservoirs de parasites (tels 

que les humains ou les rongeurs) ou en consommant des fruits ou de la terre contaminés par des 

défécations humaines ou animales. Bien que l'impact de ces parasites sur la santé de ces espèces 

de primates menacés reste incertain, la présence de ces protozoaires dans cet écosystème fragilisé 

est inquiétante, car ils sont reconnus comme étant des agents pathogènes significatifs chez 

certaines espèces de lémuriens en captivité. Nous recommandons ainsi que des études plus 

approfondies soient effectuées afin de préciser les manifestations négatives de ces protozoaires 

chez les lémuriens. Il serait également nécessaire d’entreprendre des recherches investiguant 

l’origine des parasites et l’épidémiologie de ce parasite au sein des populations de lémuriens du 

PNR. Nous recommandons aussi la mise en place de recherches explorant la différence de 

prévalence de Cryptosporidium chez les lémuriens du PNR en fonction des différents habitats. De 

même, nous recommandons la mise en place d’analyses spatio-temporelles afin d’investiguer les 

facteurs abiotiques (tels la saisonnalité, l’écoulement des eaux) qui peuvent influencer la 

transmission de ces parasites au sein de cet écosystème.  
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 En conclusion, nous contribuons par cette étude à l’état des connaissances sur les 

parasites des humains, animaux domestiques et rongeurs vivant dans les villages avoisinant le 

PNR. Elle peut permettre d’adapter les mesures préventives et curatives contre les nombreux 

parasites affectant ces populations tout en orientant des futures recherches sur l’écologie des 

parasites potentiellement zoonotiques qui infectent les lémuriens et constituent une menace 

supplémentaire pour les espèces endémiques en danger d’extinction du PNR.  
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