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Méthodes de caractérisation de la viabilité des protozoaires pathogènes Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp 
et Giardia duodenalis et application aux matrices alimentaires 

Dans un contexte d’émergence des maladies parasitaires d'origine alimentaire, l’OMS souligne la nécessité 
d’approfondir les connaissances sur les parasites protozoaires transmissibles par les aliments. Des approches 
moléculaires ont été développées pour détecter simultanément les oocystes de Toxoplasma gondii, Cryptosporidium 
parvum et kystes de Giardia duodenalis dans les aliments mais ne fournissent aucune information sur leur viabilité et 
infectiosité. L’objectif de cette thèse a été de développer des méthodes pour évaluer ces deux paramètres. Pour la 
viabilité, la PMA-qPCR a permis de mettre en évidence des oocystes de T. gondii viables dans l’eau mais cette méthode 
semble peu pertinente pour l’évaluation de l’efficacité des traitements  d’inactivation. La RT-qPCR a été développée 
sur matrice mollusque pour les trois parasites mais s’avère trop peu sensible pour la biosurveillance. Considérant sa 
limite de détection de 1 kyste viable en matrice simple, la CC-qPCR semble être une alternative prometteuse pour 
évaluer la viabilité de Giardia en matrice complexe. Pour l’infectiosité, l’optimisation des bioessais pour T. gondii a 
abouti à un modèle semi-quantitatif et la CC-qPCR développée a permis de détecter moins de 5 et 10 oocystes infectieux 
sur les matrices eau et mollusque respectivement, en maximum 5 jours. La CC-qPCR développée pour C. parvum dans 
l’eau a permis de détecter un minimum de 20 à 200 oocystes infectieux. Enfin, ces méthodes ont été appliquées pour 
étudier la survie des oocystes de T. gondii et C. parvum en matrice mollusque après sept jours de bioaccumulation et de 
dépuration. 
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Methods for characterizing the viability of pathogenic protozoa Toxoplasma gondii, Cryptosporidium spp and 
Giardia duodenalis and applications to food matrices 

Considering the emergence of parasitic foodborne disease, the WHO highlights the need for in depth investigations on 
protozoan parasites transmitted by food. Molecular approaches have been developed to simultaneously detect 
Toxoplasma gondii, Cryptosporidium parvum and Giardia duodenalis (oo)cysts in food but provide no information on 
their viability and infectivity. The aim of this thesis was to develop some methods to assess these criteria. For viability, 
the developed PMA-qPCR was able to detect viable T. gondii oocysts in water but this method seems not relevant to 
evaluate the efficacy of inactivation treatments. The RT-qPCR was developed for the three parasites on mollusk matrices 
but appeared to be not sensitive enough for biomonitoring application. Taking into account the limit of detection of 1 
viable cyst in simple matrix, CC-qPCR seems to be a promising alternative to assess Giardia viability in complex matrix. 
For infectivity, T. gondii bioassays optimization led to a semi-quantitative model and the developed CC-qPCR assay 
was able to detect less than 5 and 10 infectious oocysts in the water and mollusc matrix respectively, in a maximum of 
5 days. CC-qPCR assays developed for C. parvum in water allowed the detection of a minimum of 20 to 200 infective 
oocysts. Finally, these methods were applied to study the survival of T. gondii and C. parvum oocysts in mollusc matrix 
following a 7-days accumulation and a depuration step. 
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Liste des abréviations 
ADN   Acide DésoxyriboNucléique 

AFSSA  Agence Française de Sécurité Sanitaire des Aliments 

ANSES             Agence nationale de sécurité sanitaire de l'alimentation, de  

   l'environnement et du travail 

ARN   Acide RiboNucléique 

ARNm   Acide RiboNucléique messager 

BSA   Bovine Serum Albumine 

C. parvum  Cryptosporidium parvum 

CC-qPCR Culture Cellulaire couplée à une quantitative Polymerase Chain 

   Reaction 

CDC   Centers for Disease Control and Prevention  

cf. confer

D. polymorpha  Dreissena polymorpha 

DALY   Disability Adjusted Life Year. 

dH2O   distilled water 

E. coli   Escherichia coli 

EFSA   Autorité européenne de sécurité des aliments 

EMA   Ethidium Monoazide Bromide 

Euro-FBP  A European network for food-borne parasites  

FAO   Food and Agriculture Organization of the United Nations 

FISH   Fluorescence In Situ Hybridation 

G. duodenalis  Giardia duodenalis  

HACCP  Hazard Analysis Critical Control Point 

HBSS   Hank's Balanced Salt Solution 

IAA   Industries AgroAlimentaires 

ICR   Information Collection Rule 

IFA   Immunofluorescence Assay 

IMS-CG  Immuno Magnetic Separation C. parvum et G. duodenalis 

InVS   Institut de Veille Sanitaire 

IP   Iodure de Propidium 

LMS   Lectin-Magnetic Separation 

LOD   Limit Of Detection 

M. edulis   Mytilus edulis 
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NASBA  Nucleic Acid Sequence Based Amplification 

OMS   Organisation Mondiale de la Santé 

OSPAR  protection du milieu marin de l'Atlantique du Nord-Est 

pH   potentiel Hydrogène 

PICT   Plate-forme en Imagerie Cellulaire et Tissulaire 

PMA   Propidium MonoAzide 

PNNS   Programme National Nutrition Santé 

ppm   partie par million 

qPCR   quantitative Polymerase Chain Reaction 

RASFF   Food and Feed Safety Alerts 

réf.   Référence 

RFLP   Restriction Fragment Length Polymorphism 

RPMI   Roswell Park Memorial Institute medium 

RT   temperature ambiante 

RT-qPCR  Reverse Transcription quantitative Polymerase Chain Reaction 

SAG   Surface AntiGen 

SIDA   Syndrome De l’Immunodéficience Acquise 

SVF   Sérum de Veau Fœtal 

T. gondii  Toxoplasma gondii 

US-EPA             United States Environmental Protection Agency 

UV   UltraViolet 

WGA   Wheat Germ Agglutinin 

WHO   World Health Organization 

ΔCq   réduction de signal en qPCR 

 

  



A. ROUSSEAU 

 
 

15 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

PREAMBULE 

  



A. ROUSSEAU 

 
 

16 

La sécurité sanitaire des aliments est un problème essentiel de santé publique dans 

tous les pays. Les maladies d’origine alimentaires dues aux agents microbiens et aux polluants 

chimiques présents dans l’alimentation représentent de graves menaces pour la santé de 

milliards d’individus. L’intégration et le regroupement des industries alimentaires (IAA) ainsi 

que la mondialisation du commerce de ces aliments modifient les caractéristiques de la 

production et de la distribution des aliments. La distribution des produits alimentaires 

s’effectue sur des distances beaucoup plus importantes qu’autrefois, créant les conditions 

nécessaires à l’extension des épidémies d’origine alimentaire. Dans les pays développés, la 

part du budget alimentaire consacrée à des aliments préparés en dehors du foyer peut atteindre 

50%. Toutes ces transformations conduisent à des situations dans lesquelles une source 

unique de contamination peut avoir des conséquences très étendues (FAO/OMS, 2003). De 

plus, l’engouement du consommateur pour les aliments crus ou peu cuits (sushis, sashimis…) 

et l’importation de fruits frais exotiques tout au long de l’année dans les pays industrialisés, 

en provenance de pays dans lequels certains micro-organismes sont endémiques, contribuent 

aussi à augmenter le risque de transmission des maladies par les aliments (Ho et al., 2002 ; 

Orlandi et al., 2002). Les produits frais irrigués par des eaux potentiellement contaminées 

sont les denrées alimentaires les plus à risque. 

 

Les risques liés aux microorganismes pathogènes d’origine alimentaires sont connus 

depuis des décennies. Les bactéries (Salmonella, Campylobacter, Listeria…) ont été très 

largement étudiées et plus récemment, les virus entériques (virus de l’hépatite A, les 

norovirus…) ont émergé. Si Norovirus et Campylobacter sont parmi les microorganismes les 

plus fréquents qui causent des diarrhées, les parasites sont également des contributeurs 

majeurs, responsables de près de 104 millions de cas de diarrhées dans le monde en 2010, 

dont une majorité est due aux protozoaires, principalement Cryptosporidium spp. (WHO, 

2015).  

Ce travail est issu de la coopération entre le pôle ACTALIA Sécurité des aliments, un 

centre d’expertise en agroalimentaire, et une équipe de recherche universitaire (ESCAPE 

EA7510, Universités de Reims Champagne-Ardenne et Rouen), associés au sein d’une unité 

mixte technologique intitulée : « Protorisk : évaluation du risque lié aux protozoaires 

Toxoplasma, Cryptosporidium et Giardia depuis la production primaire (fruits, légumes, 

mollusques) jusqu’aux consommateurs ». C’est donc ces trois protozoaires, et notamment 

Toxoplasma et Cryptosporidium, qui seront à la base de ce travail. 
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Les programmes de sécurité sanitaire des aliments privilégient de plus en plus une 

approche dite de la ferme à la table ou de la fourche à la fourchette, en tant que méthode 

efficace de réduction des dangers d’origine alimentaire. Cette méthode holistique de maitrise 

des risques d’origine alimentaire prend en considération chacun des maillons de la chaîne, 

depuis la matière première jusqu’à la consommation. La matière première peut être 

contaminée par des eaux d’irrigation contenant les formes de résistance de ces protozoaires, 

c’est pourquoi nous avons développé des techniques applicables à cette matrice « simple ». 

Parmi les matrices alimentaires « complexes », nous avons choisi de nous focaliser sur deux 

espèces de mollusques. La première est la moule bleue, Mytilus edulis, espèce marine 

consommable pouvant être responsable de contamination de l’homme alors que la seconde, 

Dreissena polymorpha, appelée moule d’eau douce, n’est pas comestible mais est utilisée en 

surveillance environnementale, notamment des masses d’eau (Graczyk et al., 2003; Palos 

Ladeiro et al., 2014). Si la simple détection d’un pathogène au niveau de la ressource ou au 

niveau des eaux d’irrigation est incontournable dans l’évaluation de l’exposition aux parasites 

dans les aliments, la connaissance du caractère viable ou non du pathogène est également 

importante. En outre, la distinction entre parasite viable et infectieux s’impose puisque qu’un 

parasite viable n’est pas forcément infectieux, c’est le cas notamment pour les oocystes non 

sporulés dans la toxoplasmose.  

 

Les méthodes développées doivent pouvoir être transférées aux IAA, et doivent donc 

être faciles à mettre en place et accessibles. C’est pourquoi nous avons essayé de prioriser les 

techniques de biologie moléculaire quand cela était possible, afin de caractériser la viabilité 

mais aussi le pouvoir infectieux des trois protozoaires, que ce soit sur une matrice simple, 

l’eau ou sur une matrice complexe, les mollusques. 
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L’introduction de ce mémoire de thèse s’articule en cinq parties. Dans une première 

partie, la thématique de sécurité sanitaire sera présentée en focalisant sur les impacts sociaux, 

économiques et sanitaires puis sur la réglementation dans le secteur de l’agroalimentaire. 

Dans une seconde partie, nous verrons les trois parasitoses (toxoplasmose, la cryptosporidiose 

et la giardiose) transmises par l’alimentation, les formes infectieuses des parasites et leur 

résistance aux stress. Dans une troisième partie, nous étudierons la transmission 

environnementale des parasites T. gondii, C. parvum et G. duodenalis. Puis, les différentes 

méthodes permettant d’analyser les trois parasites dans les denrées alimentaires seront 

détaillées, associées à un état de l’art sur la viabilité et l’infectiosité pour ces protozoaires. 

Enfin, la stratégie développée au cours de la thèse sera présentée. 

 
1. Sécurité sanitaire : les conséquences sur les filières et la gestion 

publique du risque 

 

1.1. Les impacts sociaux, économiques et sanitaires 

 

 La sécurité sanitaire des aliments est l'une des principales priorités de santé publique 

aux niveaux national, communautaire et international. Durant ces 25 dernières années, de 

nombreuses crises sanitaires d’origine alimentaire ont eu lieu : la maladie de la vache folle 

(Oosterveer, 2002), la crise liée à la dioxine (Dujardin et al., 2000), la fièvre aphteuse 

(Sharley et Craven, 2001), les infections à Escherichia coli (INVS, 2005) … Selon l’OMS, 

chaque année une personne sur 10 s’intoxique en consommant des aliments contaminés, et 

420 000 en meurent et les maladies diarrhéiques entraînent 230 000 décès par an. 

 

Les toxi-infections alimentaires résultent de la consommation d’aliments contaminés 

par des toxines produites par des micro-organismes spécifiques ou par la présence de micro-

organismes infectieux. En France, une toxi-infection alimentaire collective est une maladie à 

déclaration obligatoire. Elle est définie par l’apparition d’au moins deux cas groupés d’une 

symptomatologie similaire, en générale gastro-intestinale, dont on peut rapporter la cause à 

une même origine alimentaire (Delmas et al., 2006). En 2016, 4 786 toxi-infections d’origine 

alimentaire et hydrique ont été signalées en Europe, affectant 49 950 personnes, dont 3 869 

(7,7%) ont été hospitalisées et 20 sont décédées (EFSA et ECDC, 2017). Parmi les agents 

pathogènes humains impliqués, les bactéries représentent la principale cause des infections et 
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des intoxications alimentaires (soit 33,9%) avec Salmonella (22,3%), Campylobacter (9,6%) 

et Escherichia (0,9%). Les bactéries sont suivies par les virus entériques (9,8%), 

principalement représentés par les Norovirus (7,9%), désormais plus fréquemment détectés, 

notamment en raison de la publication d’une norme pour leur détection/quantification des 

aliments (ISO 15216-1 :2013, 15216-2 :2013). Du point de vue de la sécurité des aliments, les 

parasites n'ont généralement pas bénéficié du même niveau d'attention que les autres risques 

biologiques et chimiques d'origine alimentaire. Ils ont souvent été négligés. Cependant, depuis 

quelques années le risque parasitaire commence à susciter un réel intérêt de la part des 

autorités sanitaires (Robertson et al., 2013). En 2016, les parasites ont été incriminés dans 

0,4% des toxi-infections d’origine alimentaire. Cependant, ce nombre de cas est sûrement 

sous-estimé, étant donné que les parasites ne sont pas recherchés et que pour un très grand 

nombre d’épidémies alimentaires (36%), l’agent pathogène responsable n’est pas identifié 

(EFSA et ECDC, 2017).  

 Outre leurs impacts sanitaires, les maladies infectieuses d’origine alimentaire ont 

d’importantes conséquences économiques et sociales. La prise en charge des malades est 

coûteuse. Aux Etats-Unis, le coût des toxi-infections alimentaires représentent respectivement 

398, 45 et 35 millions de dollars par an pour Toxoplasma gondii, Cryptosporidium parvum et 

Giardia duodenalis (Collier et al., 2012 ; Karanis et al., 2007). Les enjeux économiques sont 

aussi très importants pour les entreprises concernées par des crises sanitaires, les rappels de 

produit entraînant des pertes conséquentes. En 2005, lors d’une épidémie à E. coli dans les 

steack hachés, trois lots de viande ont été rappelés représentant environ 30 tonnes de viande. 

Plus largement, l’ensemble de la filière a subi la méfiance des consommateurs. Les secteurs 

de production, transformation mais aussi la restauration collective ont notamment été affectés 

par une baisse de la consommation qui a provoqué parfois leur fermeture. 

D’après l’EFSA (2006), 42% des consommateurs pensent que les aliments qu’ils

mangent sont néfastes pour leur santé. Ces dernières années, la médiatisation accrue des 

épidémies et des différents scandales alimentaires, ont contribué à une plus forte 

sensibilisation des consommateurs en termes de sécurité des aliments (Hugas et al., 2007).
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1.2. La réglementation dans le secteur de l’agroalimentaire 

 

Dans le cadre de la protection des consommateurs, des normes sanitaires relatives aux 

denrées ont été définies en Europe et sont applicables dans les États membres. La maîtrise 

sanitaire des aliments se traduit ainsi sur le territoire national par une stricte application des 

évolutions réglementaires tout au long de la chaîne alimentaire. Suite aux crises sanitaires, la 

législation alimentaire européenne a été profondément remaniée. Elle trouve son origine dans 

le Livre blanc de la Commission sur la sécurité alimentaire. De nouvelles règles 

(responsabilité des opérateurs, traçabilité) sont entrées en vigueur le 1er janvier 2005 et la 

nouvelle réglementation relative à l’hygiène des aliments est entrée en application le 1er 

janvier 2006. Le paquet hygiène concerne toutes les étapes de la filière agroalimentaire : la 

production primaire (animale et végétale), la transformation, le transport, la distribution 

jusqu’aux consommateurs mais aussi les métiers de bouche (approche « de la fouche à la 

fourchette »). La qualité des produits agroalimentaires français s’appuie sur des contrôles 

sanitaires obligatoires et rigoureux, une surveillance continue avec des outils d’analyse 

(autocontrôles) et l’investissement de tous les intervenants de la chaîne alimentaire, les 

entreprises, les fournisseurs d’ingrédients ou d’emballages mais aussi les distributeurs.  

 

 Selon cette réglementation, les exploitants du secteur alimentaire doivent mettre en 

place des procédures obligatoires basées sur les principes de l’HACCP (Hazard Analysis 

Critical Control Point) et le recours aux guides de bonnes pratiques d’hygiène est fortement 

encouragé. Ces guides d’application volontaire, rédigés par les professionnels et validés par 

l’administration, ont pour vocation à aider les professionnels à respecter les règles générales 

d’hygiène et les principes HACCP.  

 

Du point de vu microbiologique, le règlement (CE) 2073/2005, modifié par le 

Règlement (CE) n°1441/2007, définit deux types de critères microbiologiques qui concernent 

la sécurité et l’hygiène des procédés. Les critères de sécurité definissent « l’acceptabilité d’un 

produit ou d’un lot » et sont applicables aux produits mis sur le marché jusqu’à la fin de leur 

durée de consommation. Ces critères sont établis selon les catégories de denrées alimentaires 

et concernent des bactéries pathogènes (Listeria monocytogenes, Salmonella, E. coli …) et

des toxines (histamine). Les critères d’hygiène des procédés caractérisent « l’acceptabilité du 

fonctionnement du procédé de production » et fixent une valeur indicative de contamination 

dont le dépassement exige des mesures correctives pour maintenir l’hygiène du procédé. Ils 

ne sont pas applicables aux produits mis sur le marché et ne permettent donc pas d’émettre 
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des conclusions sur la conformité d’un produit. Le paquet hygiène recommande de prendre en 

considération tous les micro-organismes présents et capables d’affecter la santé des 

consommateurs, cependant à ce jour aucune réglementation n’impose par exemple la 

recherche des protozoaires dans les aliments. Le manque de méthode standardisée pour 

extraire puis détecter les parasites est probablement une des raisons principales.  

 

 

2.       Les parasitoses transmises par l’alimentation 

 Un classement des parasites responsables des épidémies d’origine alimentaire prenant 

en compte différents critères a été établi (FAO/OMS, 2014). T. gondii suivi par C. parvum 

sont respectivement à la 4ème et 5ème position et G. duodenalis est classé à la 11ème position. 

Ces trois protozoaires sont principalement transmis à l’Homme suite à la consommation 

d’aliments ou d’eau souillée (Slifko et al., 2000). Les formes environnementales (oocystes ou 

kystes) sont excrétées dans l’environnement en grande quantité par les hôtes infectés, résistent 

aux conditions environnementales et peuvent donc persister longtemps dans l’environnement. 

Depuis 1990, T. gondii, C. parvum et G. duodenalis ont été incriminés dans de nombreuses 

épidémies d’origine alimentaire ou hydrique (Baldursson et Karanis, 2011 ; Robertson et 

Chalmers, 2013).  

 En 2016, Toxoplasma gondii, Cryptosporidium parvum et Giardia duodenalis ont été 

classés parmi les dix parasites d’origine alimentaire les plus importants en Europe (Figure 1) 

et sont largement disséminés à travers le monde entier. L’eau, les fruits et les légumes sont les 

principaux vecteurs de contamination par ces trois protozoaires. En Europe de l’ouest, 

Toxoplasma gondii et Cryptosporidium parvum sont identifiés comme les deux premiers 

parasites d’origine alimentaire à considérer. 
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Figure 1 : Comparaison du classement des parasites d'origine alimentaire dans 

différentes parties de l'Europe sur la base des critères Euro-FBP en 2016. 

 Source : Bouwknegt et al., 2018. 

 

 Chaque année à l’échelle mondiale, 1,9 millions de nouveaux cas de toxoplasmose 

congénitale sont répertoriés entraînant la perte d’environ 1,2 millions de DALY (Torgerson et 

Mastroiacovo, 2013). En 2010, Cryptosporidium a été responsable de 8,6 millions de cas lié à 

l’alimentation causant 48 000 morts et une perte de 4,2 millions de DALY (Khalil et al., 

2018) et 171 000 de DALY pour Giardia (Torgerson et al., 2015). 

 

2.1 La toxoplasmose  

 
La toxoplasmose est l’une des maladies parasitaires les plus répandue dans le monde 

avec plus d’un tiers de la population adulte mondiale qui posséde des anticorps contre T. 

gondii (Tenter et al., 2000). A ce jour, le genre Toxoplasma possède une seule espèce, gondii 

(Sabin, 1939), qui regroupe de nombreux isolats dont la plupart sont regroupés en trois 

génotypes multilocus principaux (type I, II et III). 

La prévalence de la toxoplasmose est très variable en fonction de l'âge (Wilking et al., 

2016), des habitudes alimentaires, de l'hygiène, de la présence de félidés, du climat mais aussi 

des pays. Entre 2013 et 2015, la séroprévalence était supérieure à 80 % en Ethiopie 

(Abamecha et Awel, 2016) alors qu’elle était comprise entre 30 et 40% au Cameroun (Wam 

Rang Europe du Nord Europe de l’Ouest Europe de l’Est Europe du Sud-Ouest Europe du Sud-Est
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et al., 2016) et en Thaïlande (Van Enter et al., 2017), 24,1% en Arabie Saoudite (Aqeely et 

al., 2014). En France, chez les femmes enceintes, la séroprévalence baisse depuis une 

cinquantaine d’années. Estimée à 80% en 1960 (Desmonts et al., 1965a), elle est passée à 

63,3% en 1980 (Papoz et al., 1983). Entre 1995 et 2010 elle est passée de 54,3% (Ancelle et 

al., 1996) à 36,7% (Tourdjman et al., 2015) causant 200 000 à 300 000 nouveaux cas chaque 

année (AFSSA, 2005). La réduction de la séroprévalence de la toxoplasmose au cours des 

années est liée à l’amélioration des mesures d’hygiène alimentaire, tant au niveau individuel 

qu’au niveau industriel, au changement des habitudes alimentaires avec une augmentation de 

la cuisson à cœur des viandes chez les femmes enceintes et une forte diminution de la 

consommation de viandes ovines (30%) (FranceAgriMer, 2012). La prévalence est variable 

aussi selon les régions, avec de fortes prévalences observées en Ile-de-France, en Aquitaine et 

en Outre-Mer (Tourdjman et al., 2015). 

 

Seulement 24 épidémies de toxoplasmose, dont 17 liées aux aliments et cinq liées à 

l’eau, ont été recensées dans le monde de 1965 à 2010 (Anses, 2011b). La principale cause est 

liée au fait que la maladie est le plus souvent asymptomatique et échappe au diagnostic. Chez 

les individus immunocompétents, la toxoplasmose est asymptomatique dans environ 80 % des 

cas (Dardé et Peyron, 2002). Cependant, il peut y avoir des adénopathies, qui sont indolores 

mais volumineuses, de la fièvre (Jones et al., 2014), plus rarement des atteintes oculaires 

(Couvreur et Thulliez, 1996) et exceptionnellement des formes graves (pulmonaires, 

viscérales, neurologiques ou cutanées). Chez les individus immunodéprimés (atteints de 

SIDA, greffés ou sous traitement chimiothérapeutique), l’absence d’immunité cellulaire 

aggrave les conséquences de la réactivation d’une toxoplasmose antérieure par rupture d’un 

kyste ou lors d’une transplantation d’organe contenant des bradyzoïtes (Chehrazi-Raffle et al., 

2015). Le système immunitaire du patient n’est plus capable de limiter la propagation de T. 

gondii dans l’organisme et les symptômes prennent une proportion beaucoup plus importante. 

Il peut y avoir des atteintes cérébrales avec notamment des abcès cérébraux, des atteintes

pulmonaires, des atteintes oculaires et des infections disséminées pouvant entraîner la mort du 

patient (Dardé, 2008 ; Lewis et al., 2015).  

T. gondii peut passer la barrière placentaire et infecter le fœtus étant ainsi responsable 

de la toxoplasmose congénitale. La gravité de la toxoplasmose congénitale est principalement 

liée à l’âge gestationnel au moment de l’infection du fœtus (Remington et al., 2006 ; McAuley 

2014). En France, la toxoplasmose congénitale touche environ 300 enfants par an (Davenel et 

al, 2010). Dans la priorisation des maladies parasitaire en Europe, les deux présentations 
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(toxoplasmose acquise et toxoplasmose congénitale) ont été évaluées (Bouwknegt et al., 

2018). 

L’Homme peut être contaminé par les trois stades infectieux de T. gondii (sporozoïtes 

provenant d’oocystes, bradyzoïtes et tachyzoïtes) selon plusieurs modes dont le principal est 

l’ingestion (Figure 2). 

 

 

Figure 2 : Différentes sources de contamination de l’Homme par T. gondii. 

Les encadrés rouges indiquent les matrices d’intérêt étudiés dans le mémoire de thèse.        

Source : Image adaptée de Esch et Petersen, 2013. 

 

 T. gondii peut se retrouver sous forme de kystes dans les tissus musculaires des hôtes 

intermédiaires et se différencier en bradyzoïtes qui peuvent infecter l’Homme lors de la 

consommation de viande crue ou peu cuite (Desmonts et al., 1965b ; Condoleo et al., 2018). 

L’infection par les tachyzoïtes peut avoir lieu lors de transmission transplacentaire lorsqu’une 

femme se contamine pendant sa grossesse et être à l’origine d’une toxoplasmose congénitale 

(Remington et al., 2001). Ils peuvent également infecter l’Homme par inoculation 
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conjonctivale lors de manipulation en laboratoire (Herwaldt, 2001), lors de transfusion de 

sang (Beauvais et al., 1976 ; Nelson et al., 1989) ou lors d’ingestion de lait de chèvre ou 

brebis non pasteurisé (Ossani et al., 2017 ; Basnet et al., 2009 ; Skinner et al., 1990). N’étant 

pas détruits par les sucs gastriques, les oocystes sont responsables de la contamination des 

herbivores et de l'Homme indirectement via la consommation de fruits, de légumes (Ekman et 

al., 2012) crus mal lavés et d’eau (Jones et Dubey, 2010, Balasundaram et al., 2010). La 

transmission des oocystes de T. gondii est aussi possible à partir de crustacés (moules, 

palourdes, huîtres...) consommés crus ou peu cuits (Ghozzi et al., 2017 ; Ribeiro et al., 2015 ; 

Staggs et al., 2015). C’est cette forme parasitaire, qui commence à être reconnue comme 

responsable d’infection (Boyer et al., 2011), qui nous intéressera dans ce travail. 

 

2.2 La cryptosporidiose et la giardiose 

 La cryptosporidose est une parasitose cosmopolite. Elle a été signalée dans 106 pays 

situés en Afrique, dans le Pacifique, en Europe, au Moyen-Orient, en Asie, aux Caraïbes, en 

Amérique du Nord, Centrale et du Sud à l’exception de l’Antartique (Ripert et Guyot, 2003 ; 

Fayer et Xiao, 2008). Même si les données de prévalence sont actuellement incomplétes, le 

nombre d'infection est plus élevé dans les pays en développement que dans les pays 

développés (Cacciò et Widmer, 2014). Parmi les 27 espèces de cryptosporidies décrites à ce 

jour, les hôtes sont variables touchant aussi bien les mammifères, les reptiles, les oiseaux, les 

amphibiens et les poissons (Tableau I) (Ryan et al., 2014). Trois espèces sont pathogènes 

pour l’Homme immunocompétent : Cryptosporidium parvum, Cryptosporidium hominis et 

Cryptosporidium meleagridis, les deux premiers étant de loin les plus fréquents. En revanche, 

la barrière d’espèce est levée chez les immunodéprimés qui peuvent être infectés par de 

nombreuses autres espèces du genre Cryptosporidium (Ryan et al., 2015). Avant 1982 et 

l’apparition du syndrôme d’immunodéficience acquise, seule une dizaine de cas avait été

rapportée. Après les épidémies d’origine hydrique survenues aux Etats-Unis (McKenzie et al., 

1994) et au Royaume-Uni (Smith et al., 2006), un regain d’attention s’est porté sur cette 

parasitose.

 Depuis, d’autres épidémies ont été rapportées. Alors que l’impact de cette parasitose 

semble actuellement décroître chez les malades atteints du SIDA en raison de l’utilisation de 

la tri-thérapie dans les pays industrialisés, elle n’en demeure pas moins un problème de santé 

publique. Cependant, dans les pays en voie de développement, où l’accès à la tri-thérapie est 

impossible, la situation reste préoccupante (Pozio et Morales, 2005). Le parasite a aussi été 
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classé par l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS) comme pathogène ayant une 

importance en santé publique du fait qu’il soit capable d’infecter à de très faibles doses et de 

sa grande résistance aux traitements conventionnels de l’eau. 

 

Tableau I : Espèce de Cryptosporidium validées et leurs hôtes majoritaires. 

Source : Ryan et al., 2014 et 2015. 

Espèce 
Hôtes 

principaux 

Espèce 

retrouvée chez 

l’Homme 
  

Espèce 
Hôtes 

principaux 

Espèce 

retrouvée chez 

l’Homme 

C. andersoni Bovin Oui 
  

C. molnari Poisson (dorade) Non rapporté 

C. baileyi Poulet Oui   C. muris Souris Oui 

C. bovis Bovin Oui 
  

C. parvum 
Homme, bovin, 

mouton 
Oui 

C. canis Chien Oui   C. ryanae Bovin Non rapporté 

C. cuniculus Lapin Oui 
  

C. serpentis Serpent, lézard Non rapporté 

C. erinacei Hérissons, cheval Oui 
  

C. tyzzeri Souris Oui 

C. fayeri Kangourou Oui   C. suis Sanglier Oui 

C. felis Chat Oui   C. scrofarum Sanglier Oui 

C. fragile Crapaud Non rapporté 
  

C. ubiquitum Mouton, chèvre Oui 

C. galli Poulet Non rapporté   C. varanii Lézard Non rapporté 

C. hominis Homme Oui   C. viatorium Homme Oui 

C. huwi Poisson (Guppy) Non rapporté 
  

C. wrairi Cochon d’inde Non rapporté 

C. macropodum Kangourou Non rapporté 
  

C. xiaoi Mouton, chèvre Oui 

C. meleagridis Dindon, Homme Oui 
        

 

Dans la majorité des cas, l’incubation est généralement de deux à 10 jours avant le 

déclenchement d’une gastro-entérite dont l'évolution est habituellement spontanément 

résolutive en deux semaines (Ripert et Guyot, 2003). En cas de cryptosporidiose, ce sont les

diarrhées et les douleurs abdominales qui entraînent les patients à aller consulter un médecin, 

ce qui mène à un diagnostic de laboratoire. Les nausées, les vomissements et la fièvre (< 

39°C) correspondent à d'autres caractéristiques cliniques de moins grande ampleur (Chalmers

et Davies, 2010). L’incubation peut durer plusieurs semaines voire même plusieurs mois 
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avant le déclenchement d’une diarrhée, profuse, aqueuse, continue plusieurs mois ou 

survenant par épisodes après des rémissions. D’autres symptômes comme des problèmes de 

malabsorption, désordre hydrique ou une perte de poids peuvent surgir et conduire au décès 

des patients (Widmer et Sullivan, 2012 ; Striepen, 2013). Chez les enfants, notamment ceux 

victimes de malnutrition, la cryptosporidiose est plus sévère et se manifeste par une 

importante perte de poids, un retard de croissance et une déshydratation. 

 

Parmi les espèces du genre Giardia, seul G. duodenalis est connu pour affecter 

l’Homme et donc représenter un problème de santé publique. G. duodenalis est un protozoaire 

flagellé appartenant à l’ordre des Diplomonadida (Adam, 2001). La caractérisation 

moléculaire de ce genre a indiqué l’existence de huit assemblages différents (A à H). Les 

assemblages A et B infectent la plus grande variété d’espèces d’hôtes dont l’Homme (Monis 

et al., 1996). Les autres assemblages n’infectent pas l’Homme et sont spécifiques de leurs 

hôtes. G. duodenalis est un parasite de répartition mondiale. Le taux d'infection par Giardia 

chez les humains est généralement plus faible dans les pays développés, 4% en Belgique 

(Geurden et al., 2009), 1,5% en Allemagne (Sagebiel et al., 2009), par rapport aux pays en 

développement, 23,8% au Pérou (Cooper et al., 2010), 40,7 % en Ouganda (Johnston et al., 

2010) et 23,7 % en Malaisie (Mahdy et al., 2009). Dans les pays en développement, les 

infections sont souvent associées à de mauvaises conditions sanitaires, à une mauvaise qualité 

de l'eau et à un surpeuplement (Younas et al., 2008), alors que dans les pays développés, les 

cas sont généralement associés aux voyages et à l'immigration internationale (Ekdahl et 

Andersson, 2005). 

 

Tout comme la toxoplasmose, la giardiose est le plus souvent asymptomatique 

(Favennec et al., 2006 ; Nikolić et al., 2011) chez les patients immunocompétents. Les 

personnes asymptômatiques peuvent excréter des kystes infectieux qui permettront de 

véhiculer la transmission de la maladie. Dans les autres cas, les symptômes apparaissent

généralement entre une et trois semaines. Comme pour la cryptosporidose, les symptômes 

associés à la giardiose sont principalement des troubles d’ordre digestifs. Cette maladie se 

caractérise par des diarrhées modérées, des douleurs abdominales et des nausées. Les 

personnes immunodéprimées sont plus susceptibles de développer une anorexie ou une 

déshydratation chronique (Carcamo et al., 2005 ; Onbasi et al, 2005). Chez les enfants, les 

symptômes observés sont des diarrhées graisseuses et abondantes, des problèmes de 

malabsorption des nutriments (Quihui-Cota et al., 2008) entraînent des retards de croissance 

(Prado et al., 2005). Sans traitement, les symptômes peuvent soit disparaître spontanément en 



A. ROUSSEAU 

 
 

29 

huit jours ou soit devenir chronique avec l’apparition de signe de malabsorption (Chochillon 

et al., 1986) et une perte de poids. 

Les différents modes de contamination de l’Homme par les oocystes de C. parvum et 

les kystes G. duodenalis sont relativement similaires (Figure 3). Ils sont généralement 

transmis indirectement par l’eau de boisson ou l’eau de baignade (eau de rivière ou de lac, 

piscine) à cause des excréments d’animaux infectés qui atteignent ces sources d’eau 

(Mattsson et al., 2008 ; Xiao et al., 2018). Lorsqu’un accident de contamination fécale se 

produit dans une piscine, les baigneurs sont exposés à de nombreux agents pathogènes mais la 

probabilité de transmission de la cryptosporidiose est supérieure à celle des autres pathogènes 

(dont la giardiose) car C. parvum résiste au traitement par le chlore et il n’est pas efficacement 

éliminé par les systèmes de filtration. G. duodenalis a fait l’objet de nombreuses études et 

notamment dans les eaux usées ou les eaux de surface au Canada (Metro Vancouver, 2009, 

Van Dyke et al., 2012, Nova Scotia Environment, 2013, Prystajecky et al., 2014) ou les eaux 

souterraines au Canada et aux Etats-Unis (Hynds et al., 2014). 

 

 

Figure 3 : Cycle de transmission des oocystes de C. parvum et kystes de G. duodenalis. 

Les encadrés rouges indiquent les matrices d’intérêt du mémoire de thèse. Source : Image 

adaptée de Armon et Cheruti, 2012. 

La transmission peut aussi être d'origine alimentaire. Aux États-Unis, 8% des toxi-

infections alimentaires d’origine nationale sont dues à Cryptosporidium spp. (Scallan et al.,
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2011). Les oocystes et les kystes peuvent entrer dans la chaîne alimentaire de différentes 

manières. Les aliments ou le matériel peuvent être contaminés directement par des personnes 

infectées ou par des manipulateurs d'aliments qui sont en contact avec des personnes infectées 

(Dixon, 2015). Cela peut se produire tout au long de la chaîne alimentaire. Le lavage des 

produits frais et de l'équipement avec de l'eau contaminée est une autre voie de transmission, 

tout comme l'irrigation des potagers ou encore la production de coquillage en eau contaminée. 

Dans le monde entier, les oocystes de C. parvum et les kystes de G. duodenalis sont retrouvés 

dans les aliments non transformés et souvent consommés crus comme les végétaux (la salade, 

le radis, la carotte, le basilic…) (Ahmad et al., 2016 ; Mohamed et al., 2016) ou encore les 

crustacés telles que moules, palourdes, coques, huîtres (Robertson et Gjerder, 2008 ; Tei et 

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

 

 La transmission inter-humaine de Cryptosporidium et Giardia est aussi possible et 

favorisée dans les zones surpeuplées, les collectivités familliales, hospitalières ou encore dans 

les garderies ou les écoles (Thompson, 2008 ; Dixon 2016, FAO / WHO 2014). Cette 

transmission est favorisée par les porteurs sains. 

 

2.3 Les formes infectieuses 

 
2.3.1. Les oocystes de Toxoplasma gondii 

 Comme indiqué dans le paragraphe 2.1, T. gondii présente trois stades infectieux mais 

seule, la forme environnementale, l’oocyste, a été étudiée dans le cadre de ce travail.  

 Les oocystes représentent une forme de résistance et de contamination issue de la 

multiplication sexuée qui n'existe que chez les félidés en particulier le chat. Ils sont 

initialement non sporulés (10 à 12 µm de diamètre (Dubey et al., 1998), c'est à dire qu'ils ne 

contiennent pas de sporozoïtes et ne sont donc pas infectieux. Ils sont émis lors de la phase 

aiguë de l’infection dans les fèces des félidés. C’est uniquement après sporulation dans le 

milieu extérieur, un à cinq jours après son excrétion à température ambiante (15-25°C) 

(Dubey et al., 1998) qu’un oocyste non sporulé deviendra sporulé (11 μm de largeur sur 13 

μm de longueur (Dubey et al., 1998). Ce dernier est constitué de deux sporocystes (6 μm de 

largeur et 8 μm de longueur) qui renferment quatre sporozoïtes chacun, porteurs de 

l’information génétique (Ferguson et al., 1979 ; Speer I 1998). Les sporozoïtes de T. gondii 

(Figure 4), de forme ovoïde (largeur : 2 μm et longueur : de 6 à 8 μm), sont présents au 

nombre de huit dans un oocyste sporulé. 
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Figure 4 : Photo d’un oocyste et ultrastructure d’un sporozoïte de T. gondii. 

(A) Oocyste non sporulé, (B) Oocyste sporulé contenant deux sporocystes qui renferment 

quatre sporozoïtes indiqués par des flèches noires. Le sporozoïte est composé d’organites 

sécrétoires spécifiques au parasite (en rouge), de structures cytosquelettiques inhabituelles (en 

vert), d’une structure en forme de cône au niveau apical, d’apicoplaste et des organites 

eucaryotes conventionnels (en bleu). Les structures caractéristiques du phylum des 

Apicomplexa sont soulignées. Source : image adaptée de Dubey et al., 1998. 

 

2.3.2 Les oocystes de Cryptosporidium parvum 

 De forme sphérique à ovoïde, les oocystes de C. parvum (Figure 5) ont un diamètre 

compris entre 4 et 5 μm (Fayer et al., 2000). Chaque oocyste contient quatre sporozoïtes (4,9 

x 1,2 μm), libres et mobiles, sans sporocyste contrairement aux oocystes de T. gondii. Chez C. 

parvum, le micropyle et les granules polaires présents chez les autres coccidies ne sont pas 

retrouvés. A l’un des pôles, une suture est visible sur la paroi, cette suture permet aux 

sporozoïtes de sortir de l’oocyste lors du phénome d’excystation.  
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Figure 5 : Oocystes de C. parvum par microscopie électronique à balayage.  

1. Oocyste mature intact (x 24 000); 2. Oocyste mature présentant des sutures sur la paroi 

(indiquées par des flèches blanches; x 22 000). Source : Reduker et Speer, 1985. 

 

 

 2.3.3 Les kystes de Giardia duodenalis 

 Au cours de son cycle parasitaire, G. duodenalis présente deux stades infectieux de 

structure différente : les trophozoïtes et les kystes (Figure 6). Seuls les kystes ont été étudiés 

dans ce travail de thèse. 

 

 

Figure 6 : Trophozoïtes et kystes de G. duodenalis. 

Trophozoïtes (en haut et en bas à gauche) et kystes (en bas à droite) observés au microscope 

électronique à balayage.  Source : © CDC/Dr Stan Erlandsen. 
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 De forme ovoïde, les kystes (7-10 μm x 8 -12 μm) représentent la forme immobile 

résistante dans le milieu extérieur. 

 

2.3.4 La résistance des formes environnementales 

 

 Les oocystes de T. gondii et de C. parvum et les kystes de G. duodenalis sont 

incapables de se multiplier dans l’environnement, mais ils résistent dans de nombreuses 

conditions environnementales souvent drastiques et peuvent conserver leur caractère 

infectieux. 

 

2.3.4.1 Les traitements physiques 

  

 L’exposition directe aux rayons UV peut altérer la viabilité des oocystes sporulés de T. 

gondii (Dumètre et al., 2008) mais ils ne sont pas totalement inactivés par des doses UV 

dépassant celles utilisées en traitement de l’eau (≥ 500 mJ.cm-2) (Wainwright et al. 2007a). 

Les oocystes de T. gondii sont aussi sensibles à de fortes températures. En effet, ils ne 

survivent que 32 jours à 35°C et ne restent infectieux que pendant 1h à 50°C et 1 minute à 

60°C (Dubey, 1998). En revanche, un traitement thermique induit par radiofréquence (1 min à 

60°C) n’inactive pas totalement les oocystes de T. gondii (Wainwright et al. 2010). De plus, 

les oocystes de T. gondii perdent leur infectiosité lors d’une conservation à sec (sans 

humidité) dès 24h (Dubey et al., 1970a) ou lors d’un traitement ionisant à 0,5 kGy sur des 

végétaux (AFSSA, 2005). 

 

Des études ont montré que les oocystes de C. parvum sont très sensibles à une 

exposition à de hautes températures sur un temps court : des oocystes maintenus 2 min à 

64,2°C ou 1 min à 72,4°C perdent leur infectiosité in vivo (Harp et al., 1996). En revanche, 

une exposition à de très basses température (7j à 10°C) conduit à une inactivation partielle des 

oocystes (67%). Seule la congélation à des températures extrêmes comme 45s à -60°C ou 20s 

à -75°C fait perdre aux oocystes leur pouvoir infectieux (Moriarty et al., 2005). Par contre, 

33% des oocystes sont toujours viables à -22°C pendant 21h (Robertson et al., 1992). La 

dessication n’est pas un traitement totalement efficace car 3% des oocystes sont encore 

viables après 2h de dessication à température ambiante (Robertson et al., 1992). Une 

réduction de l’infectiosité des oocystes de C. parvum a été observée sur des framboises

dopées et traitées par des UV (4 J/cm2) (Le Goff et al., 2015). Collins et al., (2005), ont 

montré une réduction de l'infectivité de C. parvum lorsque les tissus d'huître sont exposés à 
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des micro-ondes de 1 s (43,2 °C), 2 s (54,0 °C) et 3 s (62,5 °C). Cependant, ce traitement 

altére les qualités organoleptiques (texture et couleur) de l’huître rendant le traitement 

inutilisable. 

Les kystes de G. duodenalis sont quant à eux sensibles à la dessication (55°C) et à la 

congélation (-4°C) pendant une semaine et perdent leur infectiosité après 7 jours à 25°C 

(Erickson et Ortega, 2006). De plus, une réduction de la charge parasitaire est possible grâce à 

l’utilisation des rayonnements ultraviolets (400 J/m2) (Anses, 2011a).   

2.3.4.2 Les traitements chimiques 

 Les procédés de désinfections par la chloration sont inefficaces sur les oocystes de T. 

gondii (Wainwright et al., 2007b), qui ne sont pas totalement inactivés par l’ozone également 

(Wainwright et al. 2007b, Dumètre et al., 2008). Une réduction d'au moins 2 log10 de la 

viabilité a été détectée après traitement avec une solution à 10% de formaline ou 10% de 

Clorox® (Villegas et al., 2010). Ces derniers sont inactivés au bout de 24h dans des mélanges 

d’acide sulfurique/dichromate, d’éthanol/acide acétique (Dubey, 1970a) ou dans de l’acide 

paracétique 5% (Ito et al., 1975). Pourtant, les milieux acides (acide sulfurique à 2% ou 

bichromate de potassium à 2.5%) sont d’excellents milieux de sporulation et de conservation 

des oocystes de T. gondii. Les oocystes de T. gondii résistent moins à certains désinfectants 

basiques notamment à l’hydroxide d’amnonium 5% (Dubey et al., 1970a), l’amoniaque 5,5 % 

(Dubey, 2004).   

De nombreux désinfectants classiques tel que le crésol, les dérivés iodés ou encore les 

dérivés de benzylkonium n’inhibent pas ou très peu l’infectiosité des oocystes de C. parvum 

(Campbell et al., 1982, Peeters et al., 1989 ; Korich et al., 1990 ; Gyürék et al., 1997). La 

viabilité des oocystes est altérée lors d'une exposition à de l'ammoniac à 3% (Liang et Keeley, 

2012). Seul le dioxide de chlore à 1,3 ppm, l'ammoniac à 5% ou le formaldéhyde à 10% sont 

efficaces pour détruire les oocystes de C. parvum.  Les pH acides semblent plus favorables à 

la survie des oocystes comme le suggère la plus grande quantité d’oocystes retrouvée dans des

sols de fermes au pH acide par rapport à des sols aux pH neutre et basique aux Etats-Unis 

(Barwick et al., 2003).  

Tout comme les oocystes de T. gondii et C. parvum, pour les kystes de G. duodenalis, il 

n’existe actuellement pas de données de résistance aux traitements chimiques sur d’autres 

matrices que l’eau. Il a été montré que les kystes de G. duodenalis sont 30 fois moins 
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résistants à l’ozone et 14 fois moins résistants au chlore par rapport à des concentrations 

identiques utilisées sur les oocystes de C. parvum (Korich et al., 1990). Les désinfectants à 

base d’ammonium quaternaire sont efficaces. Ces derniers sont détruits en 1 minute à 

température ambiante pour des concentrations recommandées (Barr, 1998).  

2.3.4.3 Les conditions environnementales 

 Dans l’eau, douce ou salée, les oocystes de T. gondii sont infectieux (Miller et al., 

2008) 54 mois à + 4°C (Dubey, 1998) et pendant 28 jours à -21°C (Frenkel et Dubey, 1973). 

Les oocystes de T. gondii peuvent survivre plus de 100 jours dans le sol sec (7,4%) et le sol 

humide (43,7%) (Lélu et al., 2012), voir même plusieurs années. En effet, des études ont 

montré leur capacité à résister 18 mois dans les fécès de chats entre -20°C et 35°C (Frenkel et 

Dubey, 1973) et les oocystes sont capables de persister à la surface ou jusqu'à une profondeur 

de 10 cm (Dumètre et Dardé, 2003). Cette résistance est donc favorisée par les habitudes des 

chats à enterrer leurs fèces dans le sol limitant les effets délétères causés par les conditions 

climatiques (chaleur, sècheresse, rayonnement UV…). Dans les fécès, 30 à 60% des oocystes 

de T. gondii perdent leur infectiosité suite à une exposition au soleil (Yilmaz et Hopkins, 

1972).  

 

Tout comme pour les oocystes de T. gondii, la salinité de l’eau de mer n’a pas 

d’impact préjudiciable sur les oocystes de C. parvum qui sont toujours infectieux et qui 

peuvent survivent plus d’un an dans cet environnement (Fayer et al., 1998b ; AFSSA, 2002). 

Certains oocystes résistent même à une forte salinité (35%) à 18 ° C pendant 40 jours (Freire-

Santos et al., 1999). La majorité des oocystes de C. parvum est viable quatre à douze mois 

dans l’eau ou dans un sol humide soumis à des variations naturelles de température (0 à 

20°C). Cependant, la durée d’infectiosité passe à 3 mois pour des températures de 25°C et 

30°C puis à une semaine pour une température de 35°C (Fayer et al., 1998b). De façon 

générale, la durée de survie de cette forme de résistance diminue avec une augmentation de la

température (Pokorny et al., 2002 ; Li et al., 2010). Les oocystes de C. parvum peuvent être 

préservés de la dessication dans la terre, les végétaux ou encore les matières fécales, qui 

augmentent l’imperméabilité de leur paroi (Robertson et al., 1992). Ceci leur permet de 

resister plus longtemps dans le sol par rapport à l’eau et de créer un réservoir durable 

d’oocystes infestants.  
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D’après Fever (2012), dans l'eau potable, les kystes de Giardia sont infectieux pendant 

14 jours entre 20°C et 28°C. Une survie plus longue a été observée dans l'eau de rivière, avec 

plus de trois mois de survie entre 0°C et 4°C et un mois entre 20°C et 28°C. Dans l'eau de 

mer, les kystes de Giardia ont la capacité de survivre pendant deux mois à 4°C. De plus, ils 

restent  

infectieux pendant des mois dans les zones fraîches et humides et s'accumulent rapidement 

dans l'environnement. Dans le sol, l'infectiosité du kyste est seulement réduite de 10% après 

49 jours à 4°C et totalement perdue après sept jours à 25°C. 

  

3.       Transmission environnementales de T. gondii, C. parvum et G. 

duodenalis 

3.1. Epidémies d’origine hydrique 

 

 Les excréments des animaux contaminent fréquemment l'eau utilisée pour la baignade, 

les loisirs, la distribution pour la consommation humaine et l'irrigation des cultures. D’après

l’OMS, en 2015, 71% de la population mondiale ont accès à de l’eau potable, avec de fortes 

disparités entre les différentes régions et pays du monde. A l'échelle mondiale, au moins 2 

milliards de personnes utilisent encore une source d'eau potable contaminée par des fèces, 

causant 502 000 décès dus à des diarrhées chaque année. La diarrhée reste la deuxième cause 

de mortalité, en particulier chez les enfants de moins de 5 ans (Bryce et al., 2005 ; Jonhson et 

al., 2010) et les parasites ont été identifiés comme principaux agents pathogènes des diarrhées 

d'origine hydrique. 

 

 L’ampleur de l’implication des parasites dans les épidémies d'origine hydrique 

mondiale entre le début des années 1900 et décembre 2016 a été examinée. Au cours de cette 

période, 905 épidémies ont été documentées dans le monde 325 entre le début de 1900 et 

2004 (Karanis et al., 2007), 199 entre janvier 2004 et décembre 2010 (Baldursson et Karanis, 

2011) et 381 entre janvier 2011 et décembre 2016 (Efstratiou et al., 2017). La majorité de ces 

épidémies a été signalée dans des pays développés d'Amérique du Nord et d'Europe, mais 

aussi en Australie et en Nouvelle-Zélande. Ces pays ont mis en place des systèmes de 

surveillance et de notification qui facilitent la diffusion auprès du public des données 

enregistrées et des rapports détaillés sur les foyers parasitaires d'origine hydrique (Efstratiou 

et al., 2017). En revanche, les données épidémiologiques restent limitées pour les pays en 

développement, par exemple des régions d'Asie, d'Afrique et d'Amérique latine. Ceci est 
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principalement dû à l'absence de systèmes de documentation et l’utilisation de méthodes de 

détection inadéquates (Karanis et al., 2007, Baldursson et Karanis, 2011). En outre, il n'y a 

pas eu d'efforts systématiques et coordonnés pour collecter des données épidémiologiques sur 

l'incidence des maladies attribuées aux protozoaires car elles ne sont pas à déclaration 

obligatoire (Yoder et al., 2008). 

 

Actuellement, les niveaux de contamination biologique de l'eau sont évalués à partir 

d'indicateurs fécaux comme Escherichia coli et les entérocoques (Chauret et al., 1995, 

Figueras et Borrego, 2010). Cependant, évaluer la qualité biologique des plans d'eau à partir 

de ces indicateurs ne semble pas reflèter la contamination parasitaire (Tram et Dalsgaard, 

2014). Entre 1984 et 1992 en Amérique du Nord, Cryptosporidium a été impliqué dans de 

nombreuses épidémies liées à une eau du robinet conforme microbiologiquement à la 

réglementation (Kramer et al., 1996). Depuis la surprenante épidémie de cryptotosporidiose à 

Milwaukee (Winsconsin, Etats-Unis), touchant plus de 400 000 personnes (McKenzie et al., 

1994) avec 4400 hospitalisations et 69 décès, des efforts ont été mis en place pour prévenir les 

populations à risque. Cependant, les infections hydriques perdurent. En 2015, 10 915 cas de 

cryptosporidioses confirmés (41% de plus qu’en 2014), et 18 031 cas de giardioses ont été 

signalés en Europe (ECDC, 2018a,b). De 2011 à 2015, le Royaume-Uni et l’Allemagne 

représentent les deux pays majoritairement touchés par ces deux parasites. Ces deux parasites 

ont notamment été décrits comme agents pathogènes les plus répandus dans les eaux de 

surface (lacs, réservoirs, rivières, ruisseaux), l’eau de puits mais aussi l’eau de sources 

susceptible d’être contaminée par l’eau de surface dans les pays développés (Tableau II). Par 

exemple, au Pérou, 14,5% des eau de lavage étaient contaminé par C. parvum (Ortega et al., 

1997). En 2017, Efstratiou et al. ont montré que Cryptosporidium spp. et Giardia spp. ont été 

impliqués respectivement dans 63% et 37% des épidémies hydriques d’origine parasitaire 

survenues de 2011 à 2016 dans le monde. 

 

 

 

 

  



A. ROUSSEAU 

 
 

38 

Tableau II : Epidémies hydriques décrites pour G. duodenalis et C. parvum depuis 2006. 

Sources : Efstratiou et al., 2017 ; Ahmed et Karanis, 2017 et Baldursson et al., 2011. 

 

 Pays (année) 
Nombre de 

cas 
Sources de contamination Référence 

G. 

duodenalis 

Etats-Unis (Mai 

2006) 
6 Rivière naturelle Yoder et al., 2008 

Nouvelle-Zélande 

(2006) 
22 Multiple 

Institute of Environmental Science 

and Research Ldt (ESR), 2006 

Etats-Unis 

(Septembre 2006) 
49 Fontaine Eisenstein et al., 2008 

Etats-Unis 

(Setembre 2007) 
31 Eau communautaire Daly et al., 2010 

Canada (2007) - Eau de source 
Public Health Agency of Canada, 

2007 

Nouvelle-Zélande 

(2007) 
32 Multiple 

Institute of Environmental Science 

and Research Ldt, 2008 

Etats-Unis (Août 

2007) 
13 Eau non potable (parc) Brunkard et al., 2011 

Etats-Unis (Juillet-

Août 2007) 
50 Eau réacréative privée Karon et al., 2011 

Etats-Unis (2007 - 

2008) 
38 Eau récréative traitée Hlavsa et al., 2011 

Finlande (Novembre 

2007 - Février 2008) 
- Eau de boisson Rimhanen-Finne et al., 2010 

Nouvelle-Zélande 

(2008) 
63 Multiple 

Institue of Environmental Science 

and Research Ldt, 2008 

Nouvelle-Zélande 

(2009) 
44 Multiple 

Institue of Environmental Science 

and Research Ldt, 2008 

Canada (2009) 26 Eau naturelle CDC, 2013 

Etats-Unis (2009) 7 Eau de puits (privé) CDC, 2013 

Etats-Unis (2009) 8 
Interconnexiuon eau 

potable / usée
CDC, 2013 

Etats-Unis (2009-

2010) 
7 Eau récréative Hlavsa et al., 2014 

Corée (Avril 2010) 25 Fuite d'une canalisation Cheun et al., 2013 
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Pays (année) 

Nombre de 

cas 
Sources de contamination Référence 

G. 

duodenalis 

Etats-Unis (Juin 2010) 20 Canalisation contaminée CDC, 2013

Etats-Unis (Juin 2010) 6 Puits CDC, 2013 

Belgique (Décembre 

2010) 
222 Eau du robinet Braeye et al., 2015 

Etats-unis (Novembre 

2011-Août 2012) 
82 Multiple Beer et al., 2015a,b 

Etats-Unis (2011-2012) 159 Eau récréative Hlavsa et al., 2015 

Canada (2013) 75 Piscine Niagara, 2013 

C. parvum 

Angleterre (Mai 2006) 35 
Eau de surface / eau de 

puits
Hoek et al., 2008 

Irlande (2007) 14 Inondation Pelly et al., 2007 

Norvège (Mars 2007) 25 Eau de boisson Hajdu et al., 2008 

Etats-Unis (Juin - 

Septembre 2007) 
814 Eau récréative traitée Hlavsa et al., 2011 

Angleterre (Octobre - 

Décembre 2007) 
4 Piscine public Coetzee et al., 2008 

Etats-Unis (Août - 

Septembre 2008) 
25 Eau récréative traitée Hlavsa et al., 2011 

Palestine (Octobre 

2008) 
30 Eau de source Hussein, 2011 

Australie (Janvier - 

Avril 2009) 
45 Piscine publique Waldron et al., 2011 

Norvège (Mars-Avril 

2009) 
74 Inconnue Rimšelienė et al., 2011 

USA (Juin 2011) 20 Inconnue CDC, 2012 

Irelande (2012) 10 Inconnue Mahon et Doyle, 2017 

Corée (Mai 2012) 126 Eau du robinet Moon et al., 2013; Cho et al., 2013

Etats-Unis (Août 2013) 2780 
Eau de ville traitée non 

filtrée 
deSilva et al., 2016 

France (2017) > 150 Eau potable CNR Cryptosporidiose, 2018 

Guyane (2018) 50 Eau du robinet Données non publiées 

Par rapport à Cryptosporidium et Giardia, T. gondii est beaucoup moins décrit 

(Tableau III). De 1976 à 2009, ce parasite a été impliqué dans seulement 21% des épidémies 

hydriques (Meireles et al., 2015) dont certaines sont dues à la présence des félidés. Les deux 

principales épidémies liées à de l’eau de boisson sont survenues au Canada (5 000 cas en 

1995) et au Brésil (294 cas en 2002) (Bultel et Derouin, 2006). Au Brésil, un risque accru 
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d’infection à T. gondii a été décrit lié à la consommation d’eau non filtrée (Bahia-Oliveira et 

al., 2003).  

Tableau III : Epidémies hydriques rapportées pour T. gondii.  

Source : Meireles et al., 2015. 

 

Pays (année) 
Nombre de 

cas 
Aliments contaminés Référence 

T. gondii 

Panama (Janvier-Février 1979) 39 Eau de surface Benenson et al., 1982 

Canada (1995) 110 Eau de boisson Bowie et al., 1997 

Brésil (1999) 113 Inconnu Gattás et al., 2000 

Brésil (2001) 294 
Eau municipale traitée non 

filtrée 
de Moura et al., 2006 

Brésil (2002) 290 Eau de boisson Taverne, 2002 

Guyane française (Décembre 2003 - 

Janvier 2004) 
11 Inconnu Demar et al., 2007 

Brésil (2003-2005) 8 Eau non traitée Khan et al., 2006 

Inde (Septempbe 2004 - Février 2005) 178 Eau municipale Palanisamy et al., 2006 

Inde (Août 2004 - Juillet 2005) 248 Eau municipale Balasundaram et al., 2010 

Amérique du sud (2005) 9 Inconnu Madeira et Búrigo, 2012 

Brésil (2018) 677  
Bahia-Oliveira 

(Publication personnelle)

 

 

3.2 Epidémies d’origine alimentaire 

 

Depuis 1979, le système d'alerte rapide pour les denrées alimentaires et les aliments 

pour animaux (RASFF) permet l’échange d’informations, au niveau européen, sur les risques 

sanitaires liés à des denrées alimentaires ou aliments pour animaux. Concernant le danger 

pour l’homme lié à la présence d’oocystes de T. gondii et C. parvum et de kystes de G. 

duodenalis dans les aliments, les principales matrices vulnérables sont les produits frais 

(végétaux et fruits) et les coquillages en raison de leur exposition dans l’environnement et de 

leur consommation crue ou peu cuite. 

 

Actuellement, la France est le 4ème producteur de fruits et légumes en Europe après 

l’Espagne, l’Italie et la Pologne (Agreste, Eurostat). En 2016, 7,8 millions de tonnes de fruits 

et légumes ont été produits dont 5,3 Mt de légumes et 2,5 Mt de fruits (Agreste, Centre 
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technique interprofessionnel des fruits et légumes). Les fruits et légumes apportent dans notre 

alimentation quotidienne des fibres, des vitamines, des minéraux, dont les apports 

nutritionnels conseillés ont été établis. Dans le but d’améliorer la santé de la population 

française, les autorités encouragent même la consommation d’au moins cinq fruits et légumes 

par jour à travers le Programme National Nutrition Santé (PNNS). Cependant, leur mode de 

consommation (crus) ne limite pas la présence d’une éventuelle contamination qui peut avoir 

lieu avant et/ou après la récolte, au cours des différentes étapes allant du producteur jusqu’aux 

consommateurs. En 2016, 100 alertes impliquant les fruits et légumes ont été déclarées par le 

RASFF.  

 

Les fruits et légumes sont les plus fréquemment impliqués dans les alertes mais le 

RASFF a aussi rapporté 98 cas concernant les produits de la pêche, 75 cas impliquant la 

viande/ produits de viande et 1 cas impliquant l’eau.  

 

De par leur grande capacité de filtration, les mollusques peuvent bioaccumuler de 

nombreux micro-organismes au niveau de leur système digestif (Palos Ladeiro et al., 2014). 

Leur mode de consommation (crus ou peu cuits) ne permet pas l’élimination du danger 

microbiologique pour le consommateur. Les Français sont d’importants consommateurs de 

mollusques et de crustacés. Selon France AgriMer, chaque année la production française est 

en moyenne de 200 000 tonnes métriques de mollusques et crustacés dont 39% de moules et 

38,2 % d’huîtres produites. Cependant, le niveau de consommation de fruit de mer étant élevé 

(37 kg/an), la pêche française ne suffit pas. En 2016, la France a importé de grandes quantités 

de mollusques provenant de pays européens (Royaume-Unis, Irlande, Espagne, Pays-Bas) 

voir même d’Amérique du Nord (Canada, Etats-Unis) ou d’Amérique latine (Pérou, Chili, 

Argentine) (banque de données : Global Trade Tracker 2017).  

 

En 2016, 0,4% des épidémies alimentaires sont liées aux parasites avec 93 cas

humains dont neuf personnes hospitalisées (EFSA/ECDC, 2017). Globalement, les parasites 

d'origine alimentaire sont un sujet très négligé en matière de sécurité des aliments, 

principalement en raison du manque de sensibilisation des autorités publiques, des 

consommateurs ainsi que des médecins généralistes et de l'absence de méthodes de détection 

standardisées. De plus, les maladies parasitaires ne sont pas à déclaration obligatoire et elles 

présentent de longues périodes d’incubation et peuvent être asymptomatiques. Cela complique 

encore l’association entre la maladie et l’aliment et conduit à une sous-estimation du nombre 

de cas rapportés et de la réelle incidence des maladies parasitaires d’origine alimentaire. 



A. ROUSSEAU 

 
 

42 

 

 

 De 1984 à 2015, 31 épidémies alimentaires, représentant au total 2 893 cas, liées aux 

oocystes de Cryptosporidium spp ont été recencées (Tableau IV). Les aliments impliqués 

sont les herbes aromatiques, les crudités (carotte, tomate et salade), le cidre de pomme, du lait 

non pasteurisé, de la viande crue et une sauce béarnaise faite maison.  

 

 Concernant G. duodenalis, depuis 2011 aucune épidémie alimentaire récente n’a été 

rapportée (Tableau IV ; Adam et al., 2016).  En 1983, 8 épidémies alimentaires avec 198 cas 

ont été décrites sur des fruits et légumes principalement. Récemment, des prévalences de 1,5 à 

11% de G. duodenalis ont été détectées dans de nombreux légumes (poivrons, radis, cresson, 

oignon, concombre, tomate, laitue, chou, carotte) et des fruits en Egypte (Eraky et al., 2014 ; 

Ahmad et al., 2016), en Ethiopie (Tefera et al., 2014), en Iran (Rahmati et al., 2017 ; Olyaei 

et Hajivandi, 2013), au Nigéria (Omowaye et Audu, 2012) ; en Arabie Saoudite (Al-Megrin, 

2010) et au Soudan (Mohamed et al., 2016).  

 

 Pour les oocystes de T. gondii, les études portent principalement sur l’identification 

des facteurs de risques conduisant à une infection. Entre 2,1% et 41% des échantillons de 

légumes prélevés au hasard dans des restaurants égyptiens (Ahmad et al., 2016), 6,6% et 

18,36% de ceux mis en vente sur différents marchés, en Arabie Saoudite et au Kurdistan, ont 

révélé la présence de T. gondii (Al-Megrin, 2010 ; Saida and Nooraldeen, 2014). Suite à la 

consommation de ces légumes contaminés, aucune infection symptomatique n’a été déclarée. 

Le risque réel parasitaire est très largement sous évalué. Seules les épidémies liées à des 

souches ayant un fort pouvoir pathogène, comme celle retrouvée dans de la laitue au Brésil, 

sont détectables car elles provoquent d’importants signes cliniques (Tableau IV). 
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Tableau IV : Epidémies alimentaires rapportées pour T. gondii (forme oocyste), 

Cryptosporidium spp. et G. duodenalis  

Sources : Ahmed et Karanis, 2018 et Ryan et al., 2018. 

 
Pays (année) 

Nombre 

de cas 

Aliments contaminés 

identifiés ou suspectés 
Références 

Cryptosporidium 

spp 

France (2018) 22 Inconnu Données non publiées 

France (2017) > 150 Produits laitiers CNR Cryptosporidiose, 2018 

Etats-Unis (2015) 2 Lait cru de vache TDH, 2015 

Royaume-Uni (2015) 424 Salade Trienekens et al. (Données 

non publiées) 

Etats-Unis (2014) 11 Lait cru de chèvre CDC, 2015 ; Rosenthal et 

al., 2015

Angleterre/Ecosse 

(2012) 

648 Salade McKeer et al., 2015 

Finlande (2012) 250 Salade frisée Åberg et al., 2015 

Salvador (2011)  67 Inconnu  Kasper et al., 2012  

Suède (2010) 16 Inconnu Gherasim et al., 2012 

Suède (2010)  89 Herbes aromatiques Gherasim et al., 2012  
Etats-Unis (2009)  46 Sandwich (jambon, laitue, 

tomate ou oignons)  

CDC, 2011; Collier et al., 

2011 

Norvège (2009) 74 Carotte rapé Rimšelienė et al., 2011 ; 

Johanson et al., 2015 

Suède (2008)  18 Roquette Insulander et al., 2013  

Suède (2008) 21 Sauce béarnaise au persil 

frais haché

Insulander et al., 2008 

Finlande (2008)  72 Laitue Pönka et al., 2009  

Japon (2006) 4 Viande crue (bœuf) Yoshida et al., 2007 

Allemagne (2006)  Inconnu Lait et produits laitiers EFSA, 2007 

Danemark (2005) 99 Carotte et poivron rouge Ethelberg et al., 2009 

Etats-Unis (2004) 212 Cidre de pomme Danyluk et al., 2012 ; 

Vojdani et al., 2008 

Etats-Unis (2003) 144 Cidre de pomme Danyluk et al., 2012 ; 

Vojdani et al., 2008 

Etats-Unis (2003)  144 Cidre de pomme  Blackburn et al., 2006  

Australie (2001) 8 Lait non pasteurisé Harper et al., 2002 

Etats-Unis (1998)  152 Fruits/légumes manipulés Quiroz et al., 2000  

Etats-Unis (1997)  54 Oignons CDC, 1998  
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 Pays (année) 
Nombre 

de cas 

Aliments contaminés 

identifiés ou suspectés 
Références 

Cryptosporidium 

spp 

Etats-Unis (1996)  31 Cidre de pomme  CDC, 1997  

Royaume-Uni (1995) 50 Lait de vache Gellettlie et al., 1997 

Etats-Unis (1995)  15 Salade de poulet  CDC, 1996  

France (1993) 160 Cidre de pomme Millard et al., 1994 

Russie (1990) 13 Boisson à base de yaourt

(Kefir) 

Romanova et al., 1992

Mexique (1986) 1 Salade Sterling et al., 1986 

Mexique (1985) 22 Lait de vache non 

pasteurisé 

Soave et al., 1989 

Royaume-Uni (1984) 24 Saucisse et lait cru Casemore et al., 1986 

Mexique (1984) 22 Lait Elsser et al., 1986 

G. duodenalis 

Salvador (2011)  2 Inconnu  Kasper et al., 2012  

 26 Légumes crus Mintz et al., 1993 

 27 Glace Quick et al., 1992 

 - Soupe de tripes Karabiber et Akras, 1991 

Etats-Unis 10 Salade de fruits Porter et al., 1990 

 88 Sandwichs White et al., 1989 

 13 Salade de pâtes Peeters et al., 1989 

 29 Conserve de saumon Osterholm et al., 1981 

 3 Pudding de Noël Conroy, 1960 

T. gondii Brésil (2009) 14 Laitue Ekman et al., 2012 

 

 

3.3 Cas particulier des mollusques 

 Aucune épidémie alimentaire impliquant T. gondii, C. parvum ou G. duodenalis n’a 

été décrite et la majorité des études portent sur la détection des oocystes de C. parvum 

(Tableau V).  On peut tout de même noter l'intérêt grandissant pour les oocystes de T. gondii 

au cours de ces dernières années (Jones et al., 2014 ; Pal et al., 2014), suggérant un éventuel 

transfert trophique de T. gondii des mollusques contaminés aux mammifères aquatiques

(Shapiro et al., 2012, Simon et al., 2013, Goyette et al., 2014). 
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Tableau V : Prévalence des oocystes de T. gondii et C. parvum, et des kystes de G. 

duodenalis dans les mollusques bivalves. 

IFA : Immunofluorescence, FITC : Hybridation in situ en fluorescence. 

 

 Mollusques Pays Prévalence 
Méthode de 

détection 
Référence 

T. gondii 

Moules (Perna canaliculus) 
Nouvelle 

Zélande

16.4% (9,4% 

viable)

Nested PCR, 

nPCR-RFLP, 

RT-PCR 

Coupe et al., 

2018

Palourdes (Ruditapes decussatus) Tunisie 6.6% 
qPCR, 

séquençage 

Ghozzi et al., 

2017 

Moules (Mytilus spp. et un mélange de M. 

californianus/galloprovincialis/trossulus/edulis) 
Etats-Unis 43,5% qPCR 

Staggs et al., 

2015 

Mytilus californianus Etats-Unis 1,4% qPCR 
Shapiro et al., 

2015 

Huîtres (Crassostrea rhizophorae) Brésil 8,1%% PCR 
Ribeiro et al.,

2015 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Turquie 

39,6% 

qPCR 

Marangi et al., 

2015 

9.4% (6-30 

oocystes/moule) 

Aksoy et al., 

2014 

Huîtres (Crassostrea gigas) 
Italie 

16,7% Nested PCR, 

PCR 

Putignani et al., 

2011 Palourdes (Tapes decussatus) 3,6% 

Huîtres (Crassostrea rhizophorae) Brésil 3,3% 

Nested PCR, 

PCR-RFLP, in 

vivo 

Esmerini et al.,

2010 

Moules (Mytilus californianus) Etats-Unis 78,8% 
IFA, PCR-RFLP, 

séquençage 

Miller et al., 

2008 

G. duodenalis 

Moules (Perna canaliculus) 
Nouvelle 

Zélande 
1% Nested PCR 

Coupe et al., 

2018 

Palourdes (Ruditapes decussatus) Tunisie 1,6% 
qPCR, 

séquençage 

Ghozzi et al., 

2017 

Myes (Mya arenaria) 

Etats-Unis 

37,5% 

PCR Tei et al., 2016 
Moules (Geukensia demissa) 4,5% 

Huîtres (Crassotrea virginica) 60,0% 

Moules (Mytilus edulis) 20,6% 
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 Mollusques Pays Prévalence 
Méthode de 

détection 
Référence 

G. duodenalis 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Italie 10,0% qPCR Marangi et al., 2015 

Moules (Mytilus edulis) Canada 18,0% IFA Lévesque et al., 2010 

Moules (Mytilus edulis) 

Norvège 

59% - 70% 

IFA, FISH 
Robertson et Gjerde, 

2008 
Moules (Modiolus modiolus) 76,0% 

Huîtres (Ostrea edulis) 77,0% 

Moules (Mytilus edulis) Irlande 6,1  kystes/g IFA, FISH Lucy et al., 2008 

Huîtres (Crassostrea gigas) Hollande 3,4% IFA Schets et al., 2007 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Espagne 42,0% IFA 
Gómes-Courso et al., 

2005a; 2005b 

Palourdes (Corbicula fluminea) Etats-Unis ND IFA, PCR Miller et al., 2005 

Huîtres (Ostrea edulis) Espagne 11,1% Nested PCR 
Gómes-Couso et al., 

2004 

C. parvum 

Moules (Perna perna) Brésil 

10% (tractus 

gastrointestinaux) 

11% (branchies) 
Microscopie et 

immunomarquage 
Santos et al., 2018 

6,33% (tractus)

8,86% (branchies) 

Myes (Mya arenaria) 

Etats-Unis 

50,0% 

PCR Tei et al., 2016 Moules (Geukensia demissa) 11,0% 

Moules (Mytilus edulis) 1,0% 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Italie 43,3% qPCR Marangi et al., 2015 

Moules (Mytilus spp) Etats-Unis 26,9% qPCR Staggs et al., 2015 

Moules (Mytilus edulis) Canada 73,0% IFA Lévesque et al., 2010 

Moules (Perna viridis) Thaïlande 12,5% IFA 
Srisuphanunt et al., 

2009 

Moules (Mytilus edulis) Irlande 22,3 oocystes/g FISH-IFA Lucy et al., 2008 

Huîtres (Crassostrea rhizophorae) 
Brésil

10,0% 
IFA Guiguet et al., 2008

Coques (Tivela mactroides) 50,0% 

Moules (Mytilus edulis) 

Norvège 

75,5% - 84% 

IFA, FISH 
Robertson et Gjerde, 

2008 
Moules (Modiolus modiolus) 74,0% 

Huîtres (Ostrea edulis) 72,0% 

Huîtres (Crassostrea gigas) Hollande 6,1% IFA Schets et al., 2007 

Huîtres commerciales (Crassostrea 

virginica) 
Etats-Unis 

88,7% (23% 

viable) 
IFA, PCR, FISH Graczyk et al., 2007 

Palourdes (Ruditapes philippinarum) Italie 0,14% - 1,15% 
Semi-nested PCR, 

séquençage 
Molini et al., 2007 
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Mollusques Pays Prévalence 
Méthode de 

détection 
Référence 

C. parvum 

Palourdes (Dosinia exoleta, Ruditapes 

philippinarum, Venerupis pullastra, 

V. rhomboideus, Venus verrucosa), 

Moules (Mytilus galloprivincialis), 

Huîtres (Ostrea edulis) 

Espagne 95% (nested-PCR) 

IFA, nested 

PCR, PCR-

RFLP 

Leoni et al., 2007 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Espagne 29,3% 

IFA, nested 

PCR, PCR-

RFLP, 

séquençage 

Gómes-Courso et 

al., 2006 

Moules (Mytilus edulis) France 100,0% 
IFA, PCR, in 

vivo 
Li et al., 2006 

Palourdes (Corbicula fluminea) Etats-Unis 
38% (1-7 

oocystes/bivalve) 
IFA, PCR Miller et al., 2005 

Praires (Chamelea gallina) Italie 71,9% IFA, PCR 
Giangaspero et al., 

2005 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Royaume-Uni 15,0% 

IFA, nested 

PCR, PCR-

RFLP 

Gómez-Courso et 

al., 2004 

Coques (Cerastoderma edule) 

Royaume-Uni 

Espagne 

5,6% 

IFA, nested

PCR, PCR-

RFLP 

IFA,  

Marquage de 

viabilité (IP) 

Gómez-Courso 

et al., 2004 

Gómez-Couso et 

al., 2003 

Palourdes (Dosinia exoleta, Ruditapes 

philippinarum, Venerupis pullastra, 

V. rhomboideus, Venus verrucosa) 

50%-55,6% 

Moules (Mytilus galloprovincialis) Espagne 

Espagne, 

Italie, Irlande, 

Royame-Uni 

36,4% - 54,5% 

Huîtres (Ostrea edulis) 55,6% - 66,7% 

Moules (Mytilus galloprovincialis) 
32,7% (51,4 % 

viable) 

Palourdes (Ruditapes decussatus, 

uditapes philippinarum, Venerupis 

pulastra) Espagne, 

Italie, Irlande, 

Royame-Uni 

Egypte 

29,4% (60% viable) 
IFA,  

Marquage de 

viabilité (IP) 

Coloration 

Ziehl-

Neelsen, in 

vivo 

Gómez-Couso et 

al., 2003 

Negm, 2003 

Huîtres (Ostrea edulis) 
54,8% (47,8% 

viable) 

Coques (Cerastoderma edule) 20,8% (60% viable) 

Coques (Caelatura Iaronia pruneri / 

Donax trunculus limiacus) 
oocystes infectieux
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 Mollusques Pays Prévalence 
Méthode de 

détection 
Référence 

C. parvum 

Huîtres et Palourdes (Bivalves 

commerciaux) 
Etats-Unis 

3,7% (IFA), 35,2% (PCR), 

non infectieux (in vivo) 

IFA, PCR, 

nested PCR, 

PCR-RFLP, 

in vivo

Fayer et al., 2003 

Huîtres (Crassostrea virginica) Etats-Unis 81% (IFA) 

IFA, nested 

PCR, PCR-

RFLP 

Fayer et al., 2002 

Moules (Mytilus edulis) Irlande 12,5% 
IFA, PCR-

RFLP 
Lowery et al., 2001 

Palourdes (Ruditapes philippinarum) 
Italie/ 

Angleterre 
62,5% IFA 

Freire-Santos et al., 

2000 

Praires (Venus verrucosa) Espagne 100,0% IFA 

IFA 
Freire-Santos et 

al., 2000 

Gomez-Bautista et 

al., 2000 

Palourdes (Venerupis pullastra) 

Espagne 

Etats-Unis 

50,0% 

Dosinia exoleta 100,0% 

IFA 

IFA, PCR-

RFLP, in vivo 

Moules (Mytilus galloprovincialis) 40,0% 

Huîtres (Ostrea edulis) 83,3% 

Moules (Mytilus galloprovincialis), 

Coques (Cerastoderma edule) 

1,5 × 104 - 31× 105 

oocystes 

Coques (Cerastoderma edule) 3 × 104 oocystes IFA, PCR-

RFLP, in vivo 

IFA 

Gomez-Bautista et 

al., 2000 

Graczyk et al., 1999 
Moules (Ischadium recurvum) 51,1% 

Huîtres (Crassostrea virginica) Etats-Unis 
6,7% - 86,7% en fonction 

des sites 
IFA, in vivo Fayer et al., 1998a 

Moules (Mytilus edulis) Irlande 9,0% IFA Chalmers et al., 1997 

 

 

3.4 Biosurveillance des masses d’eau 

Les mollusques peuvent aussi avoir un rôle de surveillance de la qualité des eaux. 

Alors que les risques chimiques et bactériologiques dans l’eau sont maintenant bien connus, 

les risques liés aux parasites sont beaucoup moins documentés. Les invertébrés, et en 

particulier les bivalves, sont considérés comme des organismes sentinelles utilisés dans de 

nombreux programmes de biosurveillance. En Europe, le Programme de Biosurveillance 

Méditerranéenne du PNUE est responsable des travaux liés à la protection de la mer 

Méditerranée contre la pollution provenant de sources et d'activités terrestres ; la Commission 

OSPAR tente de protéger le milieu marin du Nord-Est Atlantique en utilisant les mollusques 

et les poissons comme outils bioindicateurs. Plus récemment, la directive-cadre européenne 
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sur l'eau a fait de la pollution de l'eau une priorité avec comme principaux objectifs (i) 

l’assainissement de l'eau polluée et (ii) garantir la propreté des eaux propres. La communauté 

des invertébrés a été utilisée pour discriminer les sites contaminés par des perturbateurs 

endocriniens (Matozzo et al., 2008), par les polluants organiques (Porte et al., 2006), par des 

traces de métaux (Amiard et al 2006) et par l'exposition aux pesticides (Fulton et Key, 2001). 

En tant qu'espèces filtrantes, les mollusques peuvent accumuler les contaminants et les 

concentrer en forte quantité dans leurs tissus (Graczyk et al., 2003; Palos Ladeiro et al., 

2014). Leurs larges distributions, leurs comportements sédentaires, la possibilité de les étudier 

en conditions contrôlées en laboratoire et in situ (encagement) en ont fait des bioindicateurs 

de choix pour l'analyse des sites. 

Les mollusques sont exposés au risque de contamination par les protozoaires qui 

pénètrent dans leurs écosystèmes marins, notamment via les écoulements agricoles et les 

rejets d’eaux usées (Gómez-Couso et al., 2005 ; Putignani et al., 2011). L’un des principaux 

mollusques utilisés en biosurveillance en eau douce de T. gondii, C. parvum et G. duodenalis 

est Dreissena polymorpha (2 - 3,5 cm de longueur), aussi appelée la moule zébrée (Graczyk et 

al., 2004 ; Lucy et al., 2008 ; Kerambrun et al., 2016) (Figure 7).  

 

 

 

Figure 7 : Moule zébrée utilisée en biosurveillance de la qualité des eaux douces.  

Source : ©BioPix : N Sloth.  

  

 La dreissène est capable de filtrer de grands volumes d'eau entre 5 mL/h et 400 

mL/h (Ackerman 1999, Costa et al., 2008) avec une préférence pour les particules comprises 

entre 15 μm - 40 μm) (Ten Winkel et Davids, 1982). Leur maintien en laboratoire est 

relativement facile et leurs réponses physiologiques au stress notamment chimique sont bien 
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documentées (Buschini et al., 2003 ; Voets et al., 2006 ; Binelli et al., 2008; Minguez et al., 

2009). Cette espèce envahissante peut être utilisée en biomonitoring passif (Camusso et al., 

2001 ; Le Goff et al., 2006) ou actif (Boening, 1999 ; Bervoets et al., 2004, 2005 ; Bourgeault 

et al., 2010 ; Palais et al., 2011) pour mettre en évidence une contamination de l’eau par les 

oocystes de C. parvum et les kystes de G. duodenalis (Graczyk et al., 2004 ; Lucy et al., 

2010). De plus, D. polymorpha a révélé une grande performance pour l’élimination de C. 

parvum et G. duodenalis dans de l’eau expérimentalement contaminée (Graczyk et al., 2003) 

et serait capable de bioaccumuler T. gondii, C. parvum et G. duodenalis de façon 

proportionnelle au niveau de contamination de son environnement (Palos-Ladeiro et al., 

2014).  

Les mollusques d'eau de mer peuvent également être utilisés en biosurveillance de la 

qualité de l’eau du littoral. C’est notament le cas de Mytilus edulis, aussi appelée moule bleue, 

qui est une espèce commerciale, généralement consommée peu cuite, et pouvant donc 

représenter un risque important pour la santé des consommateurs (Binelli et al., 2015). 

Considérée comme une espèce sentinelle, elle est présente au sud de l’océan Artique, au nord 

des océans Atlantique et Pacifique. Typique des eaux marines côtières (littorales et 

sublittorales; < 99 m), la moule bleue a déjà été recensée dans des eaux plus profondes (100 à 

499 m) et donc plus froides (Theroux et Wigler, 1983). Dans une moindre mesure que la 

dreissène, la moule bleue est capable de filtrer entre 1 313 mL/h et 2 410 mL/h (Winter, 

1973). 

M. edulis a d’abord été signalée comme hébergeant des oocystes de C. parvum en 

1997 (Chalmers et al., 1997) puis les oocystes sont retrouvés par la suite dans des moules 

provenant d'Espagne (Gomez-Bautista et al., 2000), du Royaume-Uni, d’autres pays 

européens (Lowery et al., 2001, Gómez-Couso et al., 2003, 2004), des États-Unis (Graczyk et 

al., 1999) et au Canada (Lévesque et al., 2010).
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4. Les méthodes d’analyses de T. gondii, C. parvum et G. 

duodenalis dans les denrées alimentaires 

 

 

A l’heure actuelle, des méthodes normalisées existent pour détecter les oocystes de C. 

parvum et les kystes de G. duodenalis dans l’eau et les végétaux à feuilles vertes et fruits à 

baies. Ces méthodes basées sur la microscopie ne permettent cependant pas de caractériser le 

potentiel infectieux des parasites détectés et donc de contribuer à l’évaluation du risque. Pour 

les oocystes de T. gondii en revanche, aucune méthode d’analyse normalisée n'est 

actuellement disponible. Quel que soit le parasite et la matrice concernée, aucune 

réglementation n'existe et aucun critère n’est établi. 

 

4.1 Méthodes de détection de T. gondii, C. parvum et G. duodenalis dans l’eau et 

les aliments 

 

Les oocystes de Cryptosporidium spp. et les kystes de Giardia bénéficient de deux 

techniques normalisées de détection dans les eaux : la méthode ICR-US-EPA de 1995 (ICR : 

Information Collection Rule) et une méthode qui regroupe la norme française NF T90-455 de 

l'AFNOR (2001) et la méthode 1623 de l'US-EPA (2001). A partir d’un grand volume d’eau, 

les oocystes et kystes sont concentrés par filtration sur cartouche, purifiés à l’aide d’une 

séparation immunomagnétique (IMS-CG) puis détectés en microscopie à 

immunofluorescence (IFA). Cependant, aucune méthode de référence n’existe pour la 

détection des oocystes de T. gondii dans l’eau. Toutefois les méthodes de recherche de ce 

parasite dans l’eau sont relativement proches de celles développées pour les oocystes de C. 

parvum et kystes de G. duodenalis. Selon le volume d’eau, trois méthodes de concentration 

ont été décrites: la filtration de grand volume d’eau (500 à 1000 L), à l’aide de cartouches, en 

acrylique tissé (Gelman Envirochek Standard) et en polyéthersulfone (High-Volume) (Isaac-

Renton et al., 1998 ; Villena et al., 2004) ; la floculation avec des sels de fer (Fe2(SO4)3) ou 

d’aluminium (Al2(SO4)3) qui n’est pas applicable au traitement de volumes 

importants (Kourenti et al., 2003) ; et la centrifugation pour analyser des prélèvements de 

faible volume. Cette étape est suivie d’une purification des oocystes par flottation en utilisant

des solutions de saccharose et de Percoll-saccharose ayant une densité différente (1,104-

1,140) (Dubey et al., 1970b; Isaac-Renton et al.,1998 ; Villena et al., 2004). En revanche, la 
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flottation ne permet pas la distinction microscopique de T. gondii par rapport à Hammondia et 

Neospora, autres coccidies proches du genre. Elle doit être associée à des essais in vivo ou des 

méthodes de détection par biologie moléculaire. Deux méthodes de capture des oocystes de T. 

gondii par IMS utilisant des anticorps monoclonaux (mAb 3G4 et 4B6) spécifiques de la paroi 

des oocystes ont été développées (Dumètre et Dardé, 2005, 2007). Cependant, ces deux 

anticorps se sont avérés réagir également avec les débris en suspension. Récemment, une 

nouvelle méthode de séparation magnétique à l’aide de lectines (LMS) couplée à une 

détection par microscopie ou PCRq a été décrite pour des échantillons d’eau concentrés 

(Harito et al., 2017a). Cette technique est basée sur la capacité de liaison entre la paroi des 

oocystes âgés et une lectine (Wheat Germ Agglutinin, WGA). L’application de la LMS aux 

oocystes fraîchement excrétés est tout de même possible en utilisant un pré-traitement à la 

pepsine (Harito, 2016). Contrairement à l'IMS, la LMS est une méthode de purification non 

spécifique en raison de la liaison de WGA à un très grand nombre de glycoconjugués 

également présents chez différents organismes dans l'eau. 

 

Seule la norme ISO 18744:2016 existe pour la recherche et le dénombrement par 

microscopie à fluorescence des oocystes de Cryptosporidium spp. et les kystes de G. 

duodenalis dans les légumes verts frais à feuilles et les fruits à baies. Comme pour l’eau, cette

méthode est basée sur une concentration des parasites à partir de la matrice alimentaire par 

centrifugation, puis une purification par IMS suivie par une détection et quantification des 

parasites par IFA. 

 

 Pour les oocystes de T. gondii, aucune méthode normalisée n’est disponible. La 

concentration peut se faire directement après élution des matrices (Hohweyer et al., 2016) 

mais des étapes préalables ont également été décrites telles que la filtration (Kniel et al., 2002 

; Lindsay et al., 2008) ou la flottation en saccharose (Lalonde et Gajadhar, 2016). Avant 

l’étape de lavage, une floculation au CaCO3 peut également être employée pour concentrer et 

récupérer les oocystes de T. gondii des fruits et des légumes (Lass et al., 2012). La détection 

peut être réalisée à l'aide d'une analyse microscopique basée sur des critères morphologiques 

(Al-Megrin, 2010, Shafa-ul-Haq et al., 2014), mais est limitée par le manque de sensibilité 

qui dépend notamment de l'interprétation de l'analyste. La détection dans les matrices 

végétales par qPCR a également été décrite (Lass et al., 2012, Hohweyer et al., 2016 ; 

Marchioro et al., 2016).  
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Concernant la détection des trois protozoaires dans les coquillages, différents 

protocoles dépendant de l’espèce et des tissus considérés pour l’analyse ont été décrits. Ceci a 

fait l’objet d’une revue bibliographique publiée par l’équipe (Hohweyer et al., 2013). 

Globalement, les échantillons subissent une étape d’homogénisation en présence ou non 

d’enzymes digestives, puis une étape de concentration est effectuée par 

filtration/centrifugation. La concentration peut être précédée d’une étape de purification par 

flotation, gradient ou IMS, associée ou non à une étape de délipidation. La détection est 

effectuée par microscopie ou biologie moléculaire (Hohweyer et al., 2013). Des optimisations 

dans le cadre de l’UMT Protorisk ont conduit à retenir un protocole de pré-traitement basé sur 

l’utilisation de la trypsine 1X en sac stomacher pour les matrices mollusques. 

 

Quelle que soit la méthode utilisée, normalisée ou non, aucune ne fournit une 

information concernant la viabilité et/ou l’infectiosité des oocystes de T. gondii et C. parvum, 

et les kystes de G. duodenalis. Or, étant donné que seul un parasite viable est potentiellement 

infectieux, et peut conduire à des symptômes chez l’Homme, il est donc nécessaire d’avoir 

des méthodes pour étudier ces deux paramètres. 

 

4.2 Méthodes d’étude de la viabilité et l’infectiosité 

 

Dès le commencement de cette thèse, une recherche bibliographique (Article 1 : 

Rousseau et al., 2018) a été réalisée afin de recenser toutes les méthodes disponibles pour 

évaluer la viabilité et l’infectiosité des oocystes de T. gondii et C. parvum, et des kystes de G. 

duodenalis dans l’eau et les matrices alimentaires. Les avantages/inconvénients de chaque 

méthode et une stratégie d’analyse a été proposée pour évaluer l’exposition de l’homme à ces 

trois protozoaires. 

 

Un kyste de Giardia infectieux est défini comme un kyste viable capable de libérer ses 

trophozoïtes, lesquels peuvent ensuite se multiplier dans des conditions de culture 

appropriées. Un oocyste infectieux de Cryptosporidium spp. ou T. gondii est défini comme un 

oocyste viable capable d'excyster et de libérer ses sporozoïtes, qui peut ensuite infecter les 

cellules hôtes et se différencier en un stade réplicatif. En revanche, un oocyste/kyste viable est 

défini comme étant vivant mais n’est pas nécessairement infectieux car ses 

trophozoïtes/sporozoïtes ne se répliqueraient pas dans l'hôte ou ne provoqueraient pas 

d'infection dans les cellules sensibles. 
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La méthode de référence pour étudier la viabilité des oocystes de T. gondii et C. 

parvum et des kystes de G. duodenalis est le modèle animal. L’inoculation d’oocystes ou de 

kystes in vivo permet aux parasites de pouvoir achever leur cycle infectieux. Pour chaque 

parasite, plusieurs modèles et méthodes sont décrits. Pour C. parvum, la méthode d'évaluation 

de l'infectiosité consiste à quantifier le nombre d'oocystes observés dans l'intestin ou dans les 

fèces. Les souris néonatales BALB/c et NMRI néonatales sont considérées comme les 

modèles les plus appropriés pour évaluer l'infectiosité des oocystes de C. parvum. Les 

gerbilles semblent être le seul modèle permettant l'évaluation de l'infectiosité des kystes de G. 

duodenalis et pour T. gondii, les souris mais également les chats et les cochons ont été utilisés 

pour mettre en évidence le caractère infectant. Ces modèles ont permis d’identifier des 

oocystes infectieux des trois parasites dans des échantillons d'eau et de mollusques et ont été 

largement utilisés pour déterminer l'efficacité d'inactivation de traitements chimiques et 

physiques dans une matrice simple et alimentaires. Cependant, l’utilisation des animaux est 

longue, coûteuse et soulève d’importants problèmes éthiques limitant leur utilisant en routine. 

Une méthode alternative aux bioessais est l’infection de cultures cellulaires, plus facile à 

mettre en œuvre en laboratoire et plus accessible pour les laboratoires d’analyse, permettant 

d’évaluer le risque lié à la présence de ces parasites dans les aliments. Cette méthode a été 

utilisée avec succès pour quantifier l’infectiosité des oocystes de Cryptosporidium spp. et de

T. gondii dans l'eau. Cependant, aucune méthode de ce type n'a été proposée à l’heure actuelle 

pour détecter des oocystes infectieux dans les matrices alimentaires. 

 

Comme seuls les parasites viables sont potentiellement infectieux et provoquent une 

maladie, la viabilité est une caractéristique majeure à déterminer pour l’évaluation des risques 

liés aux protozoaires dans les aliments. L’électrorotation et d'autres méthodes biophysiques 

permettent d’étudier la viabilité en partant du principe que toute modification visible de la 

morphologie, de l'intégrité de la paroi et du contenu interne des oocystes/kystes peut indiquer 

une perte de viabilité au niveau d’un seul parasite. Cependant, l'utilisation de ces méthodes n'a 

pas encore été adoptée et semble peu pertinente sur des matrices environnementales et 

alimentaires. 

 

Le dékystement in vitro et les marqueurs de viabilité sont deux autres méthodes qui 

ont été décrites en matrice eau pour étudier la viabilité de C. parvum et G. duodenalis. Ces 

méthodes présentes de nombreux inconvénients qui conduisent majoritairement à une 

estimation érronée de l’exposition aux dangers. Le dékystement in vitro nécessite une grande 

quantité de parasites et aucune corrélation avec l’infectiosité n’a été observée. La limite 
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majeure des approches d'exclusion de marqueurs est qu'une cellule non viable peut avoir une 

membrane intacte et exclure le marqueur comme une cellule viable. L’exposition à des 

parasites infectieux sera donc surestimée. Les méthodes basées sur l’inclusion et l’exclusion 

de marqueurs souffrent de la non-specificité des colorants dits vitaux.  

 

Plusieurs méthodes de biologie moléculaire ont été décrites pour étudier la viabilité 

des parasites. La majorité est basée sur la détection de l’ARN, produit uniquement par des 

cellules métaboliquement actives, par RT-qPCR, hybridation in situ de sondes fluorescentes 

(FISH) et amplification isothermale (NASBA). Cependant, le principal problème est la 

stabilité de l'ARN qui reste détectable même dans des parasites non infectieux. Par 

conséquent, ces méthodes peuvent surestimer le nombre d’oocystes et kystes viables et 

potentiellement infectieux, et par conséquent surestimer l'exposition des humains aux 

parasites infectieux.  

 

Une stratégie prometteuse, reposant sur l'utilisation de marqueurs intercalants d'acides 

nucléiques tels que le traitement au monoazoture d'éthidium ou de propidium (EMA ou PMA) 

couplée à un système PCR, a été décrite. Cette méthodologie a été largement appliquée aux 

bactéries, au virus, aux champignons et récemment aux parasites en particulier sur les 

oocystes de Cryptosporidium spp. et les kystes de G. duodenalis dans des échantillons d'eau. 

Jusqu'à présent, aucune étude n'a décrit ce type d’approche pour détecter la viabilité des 

oocystes de T. gondii, ni la viabilité des trois protozoaires dans des matrices alimentaires. 

 

Tous les tests de viabilité sont basés sur l'évaluation de paramètres physiologiques 

distincts qui peuvent varier selon les traitements appliqués, les protozoaires concernés et 

leur état physiologique d'origine. Par conséquent, les futures recherches devraient se 

concentrer sur la caractérisation de l'effet des méthodes d'inactivation sur la structure 

et le métabolisme des oocystes et des kystes afin de pouvoir sélectionner et développer 

des techniques appropriées pour la mesure de l'infectiosité. 
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Abstract --Giardia duodenalis,Cryptosporidium spp. andToxoplasma gondii are protozoan parasites that have
been highlighted as emerging foodborne pathogens by the Food and Agriculture Organization of the United
Nations and the World Health Organization. According to the European Food Safety Authority,
4786 foodborne and waterborne outbreaks were reported in Europe in 2016, of which 0.4% were attributed
to parasites including Cryptosporidium, Giardia and Trichinella. Until 2016, no standardized methods were
available to detectGiardia, Cryptosporidium andToxoplasma (oo)cysts in food. Therefore, no regulation exists
regarding these biohazards. Nevertheless, considering their low infective dose, ingestion of foodstuffs
contaminated by low quantities of these three parasites can lead to human infection. To evaluate the risk of
protozoan parasites in food, efforts must be made towards exposure assessment to estimate the contamination
along the food chain, from raw products to consumers. This requires determining: (i) the occurrence of infective
protozoan (oo)cysts in foods, and (ii) the efficacy of controlmeasures to eliminate this contamination. In order to
conduct such assessments, methods for identification of viable (i.e. live) and infective parasites are required.
This review describes the methods currently available to evaluate infectivity and viability of G. duodenalis
cysts, Cryptosporidium spp. andT. gondii oocysts, and their potential for application in exposure assessment to
determine the presence of the infective protozoa and/or to characterize the efficacy of control measures.
Advantages and limits of each method are highlighted and an analytical strategy is proposed to assess exposure
to these protozoa.

Key words: Viability, Infectivity, Cryptosporidium, Giardia, Toxoplasma, Risk assessment, Food, Methods

Résumé -- Estimation de la viabilité et infectiosité des stades (kystes et oocystes) de Giardia
duodenalis, Cryptosporidium spp. et Toxoplasma gondii transmis par la nourriture et l’eau : une
revue des méthodes. Giardia duodenalis, Cryptosporidium spp. et Toxoplasma gondii sont des parasites
protozoaires qui ont été soulignés comme agents pathogènes émergents dans les aliments par l’Organisation des
Nations Unies pour l’alimentation et l’agriculture et l’Organisation Mondiale de la Santé. Selon l’Autorité
Européenne de Sécurité des Aliments, 4786 épidémies d’origine alimentaire et hydrique ont été enregistrées en
Europe en 2016, dont 0.4% ont été attribuées à des parasites, incluantCryptosporidium,Giardia etTrichinella.
Jusqu’en 2016, aucune méthode standardisée n’était disponible pour détecter les kystes de Giardia et les
oocystes de Cryptosporidium et Toxoplasma dans les aliments. Aucune réglementation n’est donc proposée
concernant ces dangers. Cependant, compte tenu de leur faible dose infectieuse, l’ingestion d’une quantité
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d’aliments faiblement contaminés peut entraîner une infection de l’homme. Pour évaluer le risque lié aux
protozoaires dans les aliments, des efforts doivent être faits dans l’évaluation de l’exposition pour estimer la
contamination le long de la chaîne alimentaire, depuis la matière première jusqu’aux consommateurs. Cette
évaluation nécessite de déterminer : (i) la prévalence de parasites infectieux dans les aliments, (ii) l’efficacité des
mesures de maîtrise pour éliminer cette contamination. Pourmener une telle évaluation, des méthodes capables
d’identifier des parasites viables (vivants) et infectieux sont requises. Cette revue décrit les méthodes
actuellement disponibles permettant d’évaluer l’infectiosité et la viabilité des kystes de G. duodenalis et des
oocystes de Cryptosporidium spp. et T. gondii, et leur potentiel pour être appliquées dans l’évaluation de
l’exposition pour déterminer la présence de parasites infectieux et/ou caractériser l’efficacité des mesures de
maîtrise. Les avantages et limites de chaque méthode sont présentés et une stratégie d’analyses est proposée
pour évaluer l’exposition à ces protozoaires.

1 Introduction

Giardia duodenalis and Cryptosporidium spp. are
enteric parasites of humans and various other mammals
[205,206]. Their cysts and oocysts are usually excreted in
high numbers in the feces of infected hosts (e.g., up to
109Cryptosporidium oocysts per gram of calf feces) and are
immediately infectious upon excretion without requiring a
period of development in the environment. Oocysts of the
coccidian parasite Toxoplasma gondii are shed exclusively
in the feces of felids. One infected cat can excrete millions
of non-sporulated oocysts shortly after infection [56].
Oocysts become infectious for humans and other warm-
blooded animals by sporulation one to five days later,
depending on aerobic and temperature conditions [57].
Giardia duodenalis cysts, and Cryptosporidium spp. and
T. gondii oocysts can be encountered in different
terrestrial and aquatic ecosystems where they can persist
for months, possibly years. In addition, these parasites are
extremely resistant to many chemical and physical
inactivation agents [59]. The cysts and oocysts of these
parasites can be transmitted to humans by the fecal-oral
route, directly by contact with contaminated hosts
(animals or humans depending on the parasites), or
indirectly by the waterborne or foodborne routes. Consis-
tent with this, Cryptosporidium spp. and Giardia spp.
accounted for the largest waterborne outbreaks reported
between 1998 and 2012 in the European Nordic countries,
with more than 50,000 persons infected, although Cal-
iciviruses and Campylobacter were the pathogens most
frequently involved [95]. Concerning worldwide water-
borne outbreaks due to parasitic protozoa, Cryptosporidi-
um spp. andGiardia spp. are the most commonly reported
etiological agents [61]. T. gondii oocysts have been
responsible for waterborne outbreaks to a lesser extent,
being responsible for 2% of parasitic protozoan outbreaks
between January 2004 and December 2010 [16,120].
However, due to the usually non-acute nature of infection
with Toxoplasma, the number of waterborne infections
associated with this parasite is probably underestimated.
In 2016 in Europe, 4786 food-borne outbreaks, including
waterborne outbreaks, were reported, of which 0.4% were
due to parasites including Cryptosporidium, Giardia and

Trichinella [60]. However, this number may be under-
estimated considering the large number of outbreaks
where the causative agent remains unknown (36%). For
the foodborne route, fruits and vegetables, in particular
those consumed raw or minimally processed, are probably
of greatest relevance [155,175]. Waters used to irrigate
fruits and vegetables can be contaminated by Cryptospo-
ridium spp., G. duodenalis, and T. gondii
[10,39,147,161,207]. Foods can also be contaminated by
oocysts and cysts due to poor hygiene conditions during
transformation or preparations, through food handlers,
surfaces, or equipment [64,72]. Concerning T. gondii, food
transmission is more likely through ingestion of cysts in
raw or undercookedmeat but this is now considered to be a
less predominant source of infection in certain areas or
populations [31,201].

The low infectious dose for these protozoan parasites
means that the associated risk to public health is
increased. The ID50 (number of oocysts required to infect
50% of exposed people) was estimated to be between 10
and 83 oocysts in healthy adults for C. hominis [40],
and< 10 to 2000 oocysts for different strains of C. parvum
[170,204]. Similarly, 10 to 100 cysts of G. duodenalis can
lead to symptomatic parasitic disease [180]. Giardia and
Cryptosporidium infections cause mild to severe recurrent
diarrhea or intestinal disorders, and Cryptosporidium is
one of the four pathogens involved in most of the cases of
diarrhea in children younger than 5 years in low-income
countries [130]. For T. gondii, the ID50 is estimated
between 1 and 10 oocysts in rodent models [56]. In
immunocompetent individuals, infections are usually
asymptomatic, resulting in the formation of latent cysts
in tissues and organs throughout the body [182]. Infections
can, however, sometimes led to severe ocular, cerebral, or
multivisceral complications, especially in congenitally
infected infants and in immunocompromized people.
Along with the immunity status of the host, the genetic
type of Toxoplasma is also relevant regarding the
development of clinical disease.

Risk assessment in foods includes four components:
hazard identification, exposure assessment, hazard char-
acterization, and risk characterization [65]. The oocyst
and cyst stages ofCryptosporidium,T. gondii andGiardia
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are now recognized as hazards in some foodstuffs, and data
are available concerning their characterization. Efforts
should now focus on determining exposure assessment.
This step includes the estimation of the presence of
infective protozoa and their amounts in foods along the
food chain. For Cryptosporidium and Giardia (oo)cysts,
exposure assessment is partially addressed through the
species/genotypes and genetic assemblages, respectively.
Indeed, only some species and/or genotypes of Cryptospo-
ridium spp. are pathogenic in humans [167,174]. For G.
duodenalis, only assemblages A and B are responsible for
the vast majority of human infections [206]. In addition to
these taxonomic data, information on the infectivity of
(oo)cysts is also critical to establish the public health
significance of protozoan transmission stages in the
environment. However, the Standard Method now
available for detection of Cryptosporidium and Giardia
in fresh produce [112] is based on immunofluorescence
assay microscopy that does not provide this level of
information, and neither do other methods that are based
on molecular biology detection. These methods have been
used to detect these three protozoa in different types of
food [4,105,151]. Thus, a rapid and efficient method to
distinguish infective (oo)cysts from non-infective (oo)
cysts is needed for exposure assessment. Although both in
vitro and in vivomethods have been developed to evaluate
the viability and infectivity of the (oo)cysts of these
parasites, currently none of these seem to be suitable for
routine application in the water and food industries. In
vitro methods include parasite excystation, fluorogenic
dye inclusion/exclusion coupled with DNA amplification
or not, ability to invade cells and replicate within, reverse
transcriptase-polymerase chain reaction (RT-PCR) of
specific gene targets, and fluorescence in situ hybridization
(FISH). In vivo methods consist of animal infectivity
assays.

This paper aims to describe the different methods
currently available to determine the infectivity and
viability of G. duodenalis cysts, and Cryptosporidium
spp. and T. gondii oocysts. An infectious Giardia cyst is
defined as a viable cyst that is able to release its
trophozoites, which can then multiply under appropriate
culture conditions. An infectious oocyst of Cryptosporidi-
um spp. or T. gondii is defined as a viable (oo)cyst that is
able to excyst and release its sporozoites, which can then
infect host cells and differentiate within into a replicative
stage. In comparison, a viable (oo)cyst is defined as being
alive but not necessarily infective because its tropho-
zoites/sporozoites would fail to replicate in the host or to
cause infection in susceptible cells. The implementation of
these methods in the framework of exposure assessment in
food is also presented according to two main objectives: i)
determining the occurrence of infective parasites in
naturally contaminated samples; and ii) determining the
efficacy of control measures. Advantages and limitations
of each method are described in order to propose an
analytical strategy to address component three of risk
evaluation in foods, i.e. assessing exposure to these
infective parasites.

2 Evaluation of infectivity
2.2 Bioassay

The bioassay method consists of inoculating (oo)cysts
into animals in order to observe an infection. This
represents the gold standard to study (oo)cyst infectivity.
For each parasite, several models and methods are
described. However, as well as being extremely expensive,
the use of animals raises major ethical concerns that
complicate bioassay applications and should be limited.

2.2.1 Cryptosporidium spp.

Animal models, including calves, neonatal mice, pigs
and lambs, have shown that Cryptosporidium spp. and
strains vary in their ability to cause symptomatic
infections in various hosts. Models include drug-immuno-
suppressed and immunodeficient rats [32,179] and mice
(SCID, knockout) [21,38,94,156,177,212,230], pigs [101],
and gnotobiotic piglets [223,224]. However, the relevance
to human infections of infectivity data in animals is
unclear. Neonatal mouse models are becoming the
reference rodent models for the detection of infectious
C. parvum oocysts, allowing the determination of the ID50
or the lowest infectious dose (LID) required to establish
infection. Neonatal BALB/c [11,169] and NMRI suckling
mice [49,227] are considered the most appropriate models
to evaluate C. parvum infectivity, but other models have
been used (e.g., CD-1/ICR [73] and ARC/Swiss [102]). By
standardizing laboratory methods and data analysis,
Korich et al. [128] obtained reproducible results in inter-
laboratory trials usingCD-1 neonatalmice. Themethod to
assess infectivity involves quantifying the number of
oocysts observed in the intestine [73] or in the feces [103].
In terms of sensitivity, for some experiments andmodels, a
single oocyst can be recognized as infectious using this
approach [49,228]. However, because bioassays often use
different animals or strains of neonatal mice, different
strains of C. parvum, and/or different methods to detect
the infection, such studies have often produced contradic-
tory results [188,194]. Most of the animal models are not
susceptible to infection by C. hominis or by the other
species that sporadically infect humans (particularly
immunocompromized individuals) such as C. felis, C.
meleagridis, C. canis and C. cuniculus. The only animal
models, to date, for C. hominis infection are the
gnotobiotic pig model [224,225] and the immunosup-
pressed Mongolian gerbil model [14]. Mouse models allow
identification of infective C. parvum oocysts in water and
shellfish samples, and have been relatively widely used to
determine inactivation efficacy of chemical and physical
treatments in a simplematrix, but also in different types of
food matrices (beverages and solids) (Table 1).

2.2.2 Giardia duodenalis

Few rodent animal models have been described for
the evaluation of the infectivity of human isolates of
G. duodenalis, i.e. genetic assemblages A and B. These
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Table 1. Methods to determine (oo)cyst infectivity and their application in exposure assessment.

Methods Parasites Applications

Detection in naturally
contaminated samples

Determination of the efficacy of control measuresa

Bioassays !
Ability of (oo)cysts to
induce infection of
animals

Cp River water [210]
Wastewater [109]
Mussels, clams, oysters,
cockles
[67,69,70,71,88,90,143]

Simple matrixb:
H2O2-based disinfectants [176]
Chlorine dioxide [198]
Ozone [141,187], ozone+monochloramine/+chlorine [27,28]
Salinity: 10, 20 and 30ppt of salt at 10 °C or 20 °C (12w) [68]
UV [11,46,148,154,187,195,198]
US [172]
Pasteurization [99]
Storage 15 °C (9m) [115]
Storage 4 °C and 10 °C (8w) [142]
Storage !10 °C to+35 °C (24w) [68]

Food matrix:
UV ! Fresh apple cider [98]
PUV ! Raspberries [131]
HHP, e-beam, microwaves ! Oysters [42,43]
Heat (steam cooking) ! Mussels [91]
Pasteurization ! Milk [99]
Storage 6 °C (4w) –Apple [150]

G Wastewater [82,109,140] Simple matrix:
Raw and chlorinated
drinking water [111]

Ozone [74]
UV [37,139,140,154,196]
Gamma irradiation [203]

T Water [12,110,219]
Oysters, mussels [63]

Simple matrix:
Chlorine [222]
Ozone [59,222]
UV [59,220,223]
HHP [145]
Gamma-irradiation [55]
Radiofrequency [221]
Storage !10 °C to 70 °C (up to 54m) [53]
Food matrix:
HHP ! Raspberries [146]
Storage 4 °C (up to 8w) ! Raspberries and blueberries [126]

Cell culture infection ! Cp Wastewater [85]
Water [133,190]

Simple matrix:
Chlorine [15,193], Chlorine dioxide [198], MOS [122]

Ability of (oo)cysts to
invade and infect cells

Ozone [122,187]
UV [83,122,123,186,187,195,198]
Heat 38 °C to 70 °C [193]
Storage 15 °C (9m) [115]
Food matrix:
Organic acids and hydrogen peroxide ! Fruit juices [127]

Ch NA Simple matrix:
UV [118]

T NA Simple matrix:
Chlorine [218]
Iodophore-based disinfectants, formalin, acidified ethanol [218]
Ozone [59]
UV [59,223]

a Relevant for water and food industries;
b Simple matrix: water or buffer.
NA: No available data. Cp: C. parvum; Ch: C. hominis; G: Giardia duodenalis; T: Toxoplasma gondii.
H2O2: hydrogen peroxide; MOS: mixed-oxidant solution; UV: ultraviolet; PUV: pulsed-ultraviolet; HHP: high hydrostatic pressure;
US: ultrasound; m: months; w: weeks.
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assemblages are not naturally able to infect mice and rats
[132,232], but inoculation of trophozoites, and not cysts,
can still lead to infection of these animals (only neonatal
ones, however) [41,137].Mongolian gerbils appear to be the
only model enabling the assessment of cyst infectivity and
are also suitable to explore giardiasis symptoms and clinical
resistance [18]. In this model, cyst shedding seems
discontinuous and infection is usually assessed by deter-
mining thepresence of trophozoites in the small intestineby
microscopy 7 to 10days after parasite inoculation [2,137].
G. duodenalis genetic assemblagesA, B and E have all been
used to infect gerbils, although assemblageE is less virulent
[23]. This technique has been applied to evaluate the
efficacy of physical (UV and gamma irradiations) and
chemical (ozone) treatments on cysts in a simple matrix,
and to assess the exposure of humans to infective cysts in
naturally-contaminated samples (Table 1).

2.2.3 Toxoplasma gondii

A review of the relationship between seroprevalence in
the main livestock species and presence of T. gondii in
meat analyzed the data from studies providing a direct
comparison of two or more direct detection methods into a
performance matrix [171]. It was clear from this that the
cat bioassay performs best, followed by the mouse
bioassay. However, the bioassay in cats is performed in
very few laboratories because of the difficulty in
implementing an assay with considerable associated
ethical issues; therefore, Swiss Webster and SCID mice
are the main animal models to assess infectivity of
T. gondii oocysts [54,56,119], SCID mice being the most
sensitive. Mice are tested forT. gondii seroconversion four
weeks post-infection and brain preparations are then
examined for tissue cysts by microscopy [219]. Such
models have been used to evaluate the presence of infective
oocysts in water and shellfish samples (Table 1), and to
estimate infectivity of oocysts in soil [136]. Bioassays were
also successfully used to evaluate the efficacy of different
treatments (e.g., oxidants, UV, high hydrostatic pressure)
and the impact of storage time and temperatures on the
infectivity of oocysts in simple matrices or adhering to the
surface of raspberries and blueberries (Table 1).

To summarize, animal models have been reliably used
to evaluate the exposure of humans to infective parasites
and can be applied to foods. However, thesemethods suffer
from limitations, themajor one being ethical concerns, but
also definition of a suitable animalmodel, lack of reliability
when low numbers are used, and expense (Table 3). These
disadvantages challenge the scientific community to
develop and investigate alternative methods to accurately
assess infectivity.

2.3 Cell culture infection
2.3.1 Cryptosporidium spp.

Investigators have turned to cell cultures as amodel for
Cryptosporidium infection to avoid the problems associ-
ated with animal models. Multiple cell lines support

Cryptosporidium replication, and complete life cycle
development has been established in several of them
[35,214]. Human cell lines are of particular interest, since
they can support the development of C. parvum and C.
hominis parasites. These cell lines are highly relevant for
human infections as oocyst infectivity and dose-response
relationships can easily be studied, and some aspects of
Cryptosporidium pathogenicity, such as cell damage and
barrier permeability, can also be examined. Human
enterocytes HCT-8 are currently the model of choice for
evaluating oocyst infectivity because they are relatively
easy to maintain and support infection with low oocyst
numbers [214].Moreover, the results obtainedwithHCT-8
cell lines have been shown to have a better correlation with
the neonate BALB/c and CD-1 mouse models than those
obtained with Caco-2 and MDCK cell lines [187,198]. A
non-carcinoma, human small intestinal epithelial cell
type, named FHs 74 Int has been described as exhibiting
higher levels of infection susceptibility compared with
other cell types [216]. A recent study described a further
cell line (COLO-680N) as a cell-culture platform that is
easy-to-handle and enables the long-term sustainable
production of infective oocysts at a laboratory scale, and is
presumed will provide a valuable tool for viability
assessment as well as other investigations [159].

Cell cultures can be inoculated with whole purified
oocysts, mixtures of intact and excysted oocysts, and free
or purified sporozoites. Numerous studies have tried to
improve the success of cell culture assays by pre-activation
of oocysts with bile salts [124], improving culture medium
composition [122,213], and favoring sporozoite-host cell
contact by centrifugation before co-culture [125]. Com-
pared with PCR and RT-qPCR [51,133], fluorescent
labeling and enumeration of developing parasitic foci in
cell monolayers is one of the simplest and the most reliable
ways to assess oocyst infectivity [117,190,197]. It has been
shown that an electrical impedance-based device is able to
provide insights on Cryptosporidium development in
HCT-8 cell cultures. By quantifying the magnitude of
the impedimetric response, this device can be used as an
infectivity sensor as early as 12 h post-infection [52]. Cell
culture assays have been reported to achieve a sensitivity
of one single infectious oocyst and are unlikely to be
subject to false-positive results [117]. However, no data are
available for species other thanC. parvum andC. hominis.

Cell-culture assays have been used to assess the
exposure of humans to infective Cryptosporidium spp.
oocysts in various types of environmental water samples
(Table 1), although in the most recent large waterborne
outbreaks of cryptosporidiosis, they do not appear to have
been applied [22,50]. This approach also seems relevant to
assess the efficacy of control measures that can be used in
food industries (i.e. oxidants, organic acids, heating or
storage at 2-8 °C) in simplematrices and in fruit juices, but
it has not been extensively applied in foods (Table 1).

2.3.2 Giardia duodenalis
Two studies have described in vitro cell culture of

G. duodenalis combined with PCR or RT-PCR assay
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[8,84]. However, as Giardia is not an intracellular parasite
and can be successfully cultivated in the absence of other
cells (i.e., axenic culture), the value of such an assay to
assess the infective potential is unclear.

2.3.3 Toxoplasma gondii

Toxoplasma gondii parasites can multiply in virtually
any nucleated cell types; however, only murine L20B
fibroblasts and human foreskin fibroblasts (HFF) cells
have been used to determine the impact of UV, oxidants
and other chemicals on oocysts in simple matrices,
combined with microscopy to detect tachyzoite foci
(Table 1). To date, there seems to have been no
application of this method to food matrices.

In conclusion, cell culture appears to be a good
alternative method to bioassays for those parasites that
are intracellular, showing a good correlation with
infectivity for both Cryptosporidium and T. gondii
oocysts. Thus, this technique has the potential to provide
reliable estimates of exposure to infective protozoa from
field to fork. Nevertheless, application of this method on
complex food matrices has still not been described
(Table 3). Due to its shorter time-to-results than bioassays
and its reported ability to detect as few as one infective
oocyst (C. parvum), this method should be of interest in
prospective occurrence investigations. However, for retro-
spective investigations, when hazards are detected in foods
or in case of foodborne outbreaks, more rapid results are
essential so that contaminated foods can be removed from
the market.

3 Evaluation of viability

Evaluation of viability means determining whether
(oo)cysts are alive. However, living, intact, metabolically
functional (oo)cysts are not necessarily infective, because
their trophozoites/sporozoites can fail to cause infection of
their hosts. Hence, to obtain a reliable assessment of the
exposure of humans to infective parasites, methods to
measure viability are of greatest use if they correlate with
the results from infectivity assays. If such a correlation is
not established, then detection of viable (oo)cysts does not
mean that infective parasites are present, and thus any
riskmay be overestimated. It thus follows, in using such an
assay to determine the efficacy of a treatment process, the
effectiveness of the process may be underestimated or the
process may be wrongly considered non-effective. In
contrast, if false negatives are found, or the method has
a poor recovery performance, the population of infective
(oo)cysts may be underestimated. In these latter cases, the
efficacy of a particular process could be overestimated, and
the subsequent risk posed to the population under-
estimated. In terms of food safety, it is generally
considered preferable to use an assay that may overesti-
mate the risk (and underestimate process efficacy), than
the other way around, as this conservative approach
(“worst-case scenario” approach) ensures that the public
health risk is minimized.

3.1 Changes in morphology and physical properties

Any visible modification in the morphology, wall
integrity, and internal content of the cysts and oocysts
may indicate a loss of viability at the single parasite level.
Cysts and oocysts with shape deformation, openings in
their walls, and/or filled with a granular content with no
evidence of intact sporozoites (C. parvum andT. gondii) or
internal bodies (G. duodenalis), likely represent non-
viable parasites that can be observed microscopically
[215]. Non-invasive methods have been described to
determine the viability of the oocysts and cysts as a
function of their size, morphology and surface electric
charges. For instance, electrorotation is a qualitative
technique that can be used to detect changes in the
morphology and physicochemical properties of micro-
organisms subjected to an electric rotating field. This
approach has been successfully used to investigate the
viability of C. parvum [86,87] and G. intestinalis [47], and
the sporulation state of Cyclospora cayetanensis which is
closely related to T. gondii [47]. More recently, micro-
fluidic devices have been designed to measure the size and
deformability of C. parvum and C. muris oocysts by force
spectroscopy [153]. This method has been reported to
reliably discriminate C. parvum from C. muris oocysts,
and viable from heat-killed C. parvum oocysts based on
the deformability properties of the oocysts. Such methods
could be useful for evaluating the viability of C. parvum
oocysts in environmental samples with low backgrounds,
such as drinking water. However, the use of these methods
has not yet been widely adopted, if at all, and their use in
the framework of exposure assessment in foods has not
been investigated. As the structure and physico-chemical
properties of (oo)cysts may be modified in the environ-
ment, including in food matrices, and following stressing
treatments [160], without affecting viability, it seems
unlikely that electrorotation and other biophysical
methods will develop beyond being research tools.

3.2 Excystation assays

It is generally assumed that parasites able to excyst in
vitro are viable and likely to be infectious. In order to
induce excystation and release of sporozoites (Cryptospo-
ridium and T. gondii) and trophozoites (Giardia), several
treatments have been described that are based upon
mimicking the conditions that the parasite would
encounter in vivo in a susceptible host. Thus, C. parvum
oocysts can be incubated at 37 °C in solutions containing
trypsin with or without sodium taurocholate, or surfac-
tants (sodium dodecyl sulfate) [36,66,178], but excysta-
tion rates can vary depending on the dose, time and pre-
treatment temperature [124]. Pre-treating C. parvum
oocysts with acidic and sodium hypochlorite solutions can
enhance excystation of the sporozoites [36,184]. An
excystation assay has also been described for C. muris
[157]. Due to the additional presence of sporocysts in
T. gondii oocysts, sporozoite excystation first requires
opening of the oocyst wall, which is usually achieved in
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vitro by physical means (sonication or bead beating), then
disruption of the sporocyst wall following incubation in
digestive solution containing bile salts [79]. Standard
protocols for excystation of Giardia trophozoites from
cysts have been available formany decades [25,26,100,181]
and tend to use two sequential steps, a low-pH induction
step (using, for example, acidified saline solutions at pH 2-
2.7, often supplemented with L-cysteine hydrochloride
and glutathione), followed by an excystation step in which
the cysts are exposed to a medium such as trypsin in
Tyrodes solution at pH 8. Bile supplementation may also
be used. However, successful in vitro excystation is
assemblage-dependent, and researchers often struggle to
achieve excystation when working with non-laboratory
adapted field strains [211].

Excystation is measured as the percentage of excysted
(oo)cysts determined by phase contrast microscopy, or
qPCR assays [173]. In order to differentiate between
excystation and “bursting” of the oocysts due to stress, it is
important, for Cryptosporidium at least, that active
sporozoite ratios are also determined. Sporozoites that
have failed to excyst can be visualized inside the oocysts
with a DNA binding dye, such as 4’, 6-diamidino-2-
phenylindole (DAPI) [36]. The excystation method
requires a large number of purified (oo)cysts, and an
insufficient number may occur when investigating natu-
rally contaminated samples. Consistent with this, only one
study reported the use of excystation assays to assess
exposure to infective C. parvum in drinking water
(Table 2). In most studies evaluating the impact of
oxidants or UV on Cryptosporidium and Giardia (oo)
cysts, excystation does not correlate with infectivity
assays (Table 2). Indeed, the ability of the parasites to
excyst does not necessarily mean that the parasites will
complete their development in the host. Thus, excysta-
tion methods overestimate the exposure of humans to
infective parasites, and treatments that do not kill the
parasites but cause them to become no longer infectious
to cells, may have their inactivation credit under-
estimated. However, in contrast, in vitro excystation
may also overestimate inactivation efficacy should
substantial numbers of viable (potentially infectious)
(oo)cysts fail to excyst when subject to a particular
protocol, but nevertheless still remain infective for
animals [108]. The same overestimation could also occur
should excysted sporozoites of C. parvum rapidly lose
their viability in vitro [152].

To conclude, despite there being a good correlation
with the viability measure based on vital dyes exclusion
(PI), excystation assays havemany limitations and cannot
be considered as an appropriate method to assess the risk
of infection associated with exposure to parasites detected
in food (Table 3).

3.3 Viability assays using dyes for live and dead cells

A commonly used approach to assess viability is to use
inclusion and exclusion of specific dyes, often known as

vital dye assays, as colored markers of viability. The dye
inclusion or exclusion can be evaluated by microscopy
(fluorescence microscopy, if the dye used is fluorescent).
As each cell (or parasite) can be coded individually
according to its dye uptake/activation or exclusion, the
assay can be applied to individual parasites or low
numbers. If large numbers of parasites are used, then
flow cytometry or cell sorting can be used [164]. Relatively
few experiments have investigated the use of such dyes for
investigating the viability of Toxoplasma oocysts, and the
double walls of oocysts and sporocysts indicate that
uptake of dyes into these oocysts may be more complex. In
addition, the characteristic autofluorescence occurring
with T. gondii oocysts may act as a confounder [58].

3.3.1 Dye exclusion methods

These methods are based on dyes that can penetrate
selectively into cells that have lost their membrane
integrity and are excluded by live cells, thus these dyes
stain parasites that are dead. Dyes that have been used
successfully for this assessment include non-fluorescent
dyes such as trypan blue [202], and fluorescent dyes such as
eosin, ethidium bromide (EB), ethidium monoazide
(EMA), propidium monoazide (PMA), and propidium
iodide (PI). EB has been extensively used as a DNA
intercalating agent, emitting red fluorescence in the dead
cells [229], as well as PI. EMA and PMA, both similar to
EB and PI respectively, display an azide group, allowing
cross-linkage to DNA upon light exposure, but the
main limit of EMA is that it can penetrate into intact
cells [168].

Trypan blue stain has been used to assess the effect of
household disinfectants on protozoan parasites contami-
nating fresh produce, including Giardia cysts and
Cryptosporidium oocysts, with preliminary results sup-
ported by infection studies [62]. PI has been successfully
applied to assess the viability ofC. parvum oocysts in such
complex food matrices as shellfish [78]. This dye probably
remains the most commonly used and thus, only studies
referring to PI are reviewed in Table 2. Whereas PI assays
have been shown to correlate with in vitro excystation of
C. parvum oocysts [36], and have been widely used in
studies in which natural die off in the environment is
measured, for investigation of the use of oxidants and UV,
PI staining of C. parvum and Giardia (oo)cysts in simple
matrices tends not to correlate with infectivity (Table 2).
This is probably due to the method by which these
decontamination treatments interact with the parasite
DNA.

One major limitation of dye-exclusion approaches is
that a cell can have an intact membrane but will
nevertheless be non-viable. Thus, parasites that are non-
viable but have an intact membrane will not stain with
those dyes. Hence, dye-exclusion technique leads to the
overestimation of the exposure of humans to infective
parasites and to the underestimation of the efficacy of
control measures.
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Table 2. Methods to determine (oo)cyst viability and their application in exposure assessment.

Methods Parasites

Applications

Detection in
naturally

contaminated
samples

Agreement
with

infectivity
assays

Determination of the efficacy of control
measuresa

Agreement
with

infectivity
assays

Excystation
Ability of
trophozoites /
sporozoites to escape
from the cysts /
oocysts after
stimulation

Cp Drinking water [80] NA Simple matrixb:
H2O2-based disinfectants [176] –

Chlorine [29], Chlorine dioxide,
Monochloramine [129]

–

Ozone [29,34,73,129] –

Ammonia [116] –

Liming, alum and ferric sulfate floccing
[183]

NA

UV [77,89,123,154,158] !
Freezing [183] NA
Storage at 4 °C and 10 °C (8w) [142] –

Dessication [183] NA
G NA NA Simple matrix:

Vinegar (acetic acid 4%) à 4 °C et 21 °C [45] NA
UV [84] –

Storage at 4 °C (up to 56 d) [25] NA

Vital dye-exclusion
(propidium iodide)
Ability of cells to
exclude the dye
(membrane intact
cells) & staining of
dead cells

Cp Wastewater [6] NA Simple matrix:
Surface water [190] ! x H2O2-based disinfectants [176] –

Marine water [191] NA Chlorine [29] –

Drinking water [6] NA Ozone [29,34] –

Cockles, mussels,
clams [90]

NA Ammonia [116]
Liming, alum and ferric sulfate floccing
[183]

–
NA

Oysters [90,191] NA UV [77,89,154,158] +/!
Freeze-thaw [121] NA
Freezing [183] NA
Storage 4 °C and 20 °C (12w) [166] NA
Dessication [183] NA

G Drinking and
wastewater [6]

NA Simple matrix:
UV [37,84,162] –

Gamma radiation [203] –

Storage 4 °C (up to 56 d) [24] NA

RT-PCR
Ability of cells to
produce mRNA

Cp NA NA Simple matrix:
H2O2 [hsp70] [144] NA
Chlorine, Chlorine dioxide, MOS [hsp70,

b-tubulin] [15,97]
–

Ozone [hsp70] [97] NA
Ammonia [hsp70] [144] NA
Heat 60 °C to 95 °C [hsp70] [97,209] –

Freeze [hsp70] [97] NA
Storage 15 °C (9m) [cpag] [114,115] +/!
Storage 4 °C (48m) [hsp70] [144] NA
Storage RT and 4 °C (20 to 39w)

[b-tubulin] [226]
+

Food matrix:
Storage 4 °C (8 d) ! Basil [hsp70] [104] NA

G Wastewater [17,24] NA Simple matrix:
Heat 60 °C to 95 °C [b-giardin] [209] –

Food matrix:
Storage 4 °C (8 d) ! Basil [b-giardin] [104] NA
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3.3.2 Dye inclusion/exclusion methods

In order to overcome some of the deficiencies of the dye
exclusion technique, inclusion-exclusion methods have
been developed in which viable cells, as well as excluding
specific dyes, also include specific dyes, and the dyes are
used simultaneously in an inclusion-exclusion assay. One
approach is to incubate cells with a non-fluorescent dye.
These diffuse into living cells and then, following cleavage
by intracellular enzymes present only in live cells, a
fluorescent molecule is produced which is then detected.
One such dye is fluorescein diacetate (FDA), which is
nontoxic for many cell types [189], and is a substrate for a
cell-permanent esterase leading to the production of
fluorescein, which accumulates in live cells only if their
membrane is intact, and exhibits green fluorescence when
excited by blue light, indicating a viable cell. This was

suggested to be used in conjunction with PI as an
exclusion-inclusion assay for Giardia muris cysts, as a
model for G. duodenalis [192]. Unfortunately, however,
further investigation revealed that G. duodenalis cysts
that stained with PI could also often stain with FDA [199],
presumably because of the enzyme remaining active
despite the cyst itself no longer being viable. A similar
approach has also been followed with the redox dye 5-
cyano-2,3-ditolyl tetrazolium chloride (CTC), that should
only show stainingwhen the respiratory electron transport
system (ETS) shows activity (i.e., the parasite is viable).
Although initial studies provided promising results [113],
the same type of problem of activity even in dead cells is
likely to limit the usefulness of this approach. An
alternative approach to these non-fluorescent dyes is the
use of dyes that are nuclear intercalates such as SYTO-9,
SYTO-17, SYTO-59-64 and hexidium, and DAPI. SYTO-

Table 2. (continued).

Methods Parasites

Applications

Detection in
naturally

contaminated
samples

Agreement
with

infectivity
assays

Determination of the efficacy of control
measuresa

Agreement
with

infectivity
assays

T NA NA Simple matrix:
Chlorine-based disinfectant [sporoSAG,

ACT1] [218]
+

Acidified ethanol and iodophore-based
disinfectant

+

[sporoSAG, ACT1] [218]
Formalin [sporoSAG, ACT1] [218] –

UV [sporoSAG, ACT1] [223] –

Heat 60 °C to 80 °C [sporoSAG, ACT1]
[209,218]

–

Food matrix:
Storage 4 °C (8 d) ! Basil [sporoSAG] [104] NA

FISH
Ability of cells to
produce rRNA

Cp Water [138]
Oysters [93]

NA
NA

Simple matrix:
Gamma irradiation [185]

NA

Storage 15 °C (9m) [93] –

G Water [138] NA NA NA

PMA-PCR
Ability of cells to
exclude PMA
(membrane intact
cells) & no
mplification in dead
cells

Cp Water [149] NA Simple matrix:
H2O2 [144] NA
Ammonia [144] NA
Heat 70 °C [33] NA
Storage at RT (14m) [33] NA
Storage 4 °C (up to 48m) [hsp70] [144] NA

G Water [149] NA NA NA
a Relevant for water and food industries;
b Simple matrix: water or buffer.
NA: No available data. Cp:C. parvum; G:Giardia duodenalis; T:Toxoplasma gondii.
H2O2: hydrogen peroxide; UV: ultraviolet; RT: room temperature; m: months; w: weeks; d: days.
(!): no agreement with infectivity assays means that: i) viability and infectivity assays are not concordant (i.e. viability (+) and
infectivity (!), and conversely (rarely)); ii) and/or lower inactivation levels or no inactivation are measured by viability assays
compared to infectivity assays.
(+): viability and infectivity assays are concordant.
(+/!): agreement with infectivity varies according to studies
x: 12/15 samples showed no correlation with cell culture assays.
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dyes seem to provide viability assay results that correlate
with the infectivity ofC. parvum oocysts to CD-1mice but
not to excystation assays [19,20,165] assessing the efficacy
of oxidants, UV and thermal treatments. That said, recent
experiments have shown that of seven SYTO dyes
investigated, all were more likely to stain dead Crypto-
sporidium oocysts than live oocysts [208], indicating some
degree of confusion around use of vital dye stains.

In conclusion, there is considerable confusion and
potential for subjectivity regarding dyes used for inclu-
sion. Vital dye exclusion overestimates the exposure of
humans to infective protozoa, suggesting that this
technique may not be appropriate for exposure assess-
ment. However, given its applicability to foods, its
suitability for low numbers of parasites, and its cost-
effectiveness, among others advantages (Table 3), it may

Table 3. Advantages and limitations of the techniques used to assess infectivity and viability.

Methods Parasites Advantages Limitations
Bioassays

[I]
Cp & Ch / G / T - Requires a single (oo)cyst

- Application on complex food matrices
- Reliable exposure assessment of humans
to infective protozoa.
! Reliable assessment of inactivation
efficacy

- Ethical concerns
- Expensive method and labor intensive
- Lack of reliability with low numbers of (oo)cysts
- Discrimination of large but not fine differences
between treatments
- Long time-to-results (one week minimum)

Cell Culture
[I]

Cp & Ch / T - Correlation with bioassays
- Requires a single (oo)cyst
- Reliable exposure assessment of humans
to infective protozoa
- Reliable assessment of inactivation
efficacy

- Lack of standardized assays
- Medium (48/72h) to long (10 days) time to
results
- Not applicable to Giardia
- No application on complex food matrices

Methods based on
morphology and

physical properties
[V]

C / G - Correlation between electrorotation and
PI exclusion method
- Rapid
- Require a single (oo)cyst

- Require purified (oo)cysts
- No data on viability relative to infectivity
measure
- No application in exposure assessment in food

Excystation
[V]

C / G / T - Correlation with PI exclusion method
- Rapid
- Non-expensive

- Requires large numbers of purified (oo)cysts
- Variable excystation rate
- Over/underestimation of the exposure of
humans to infective protozoa*

- Over/underestimation of inactivation efficacy*

- No application on complex food matrices

Vital dye exclusion
[V]

C / G / T - Correlation with excystation for PI
dye (C)
- Rapid and relatively simple
- Non-expensive
- Requires a single (oo)cysts
- Application on complex food matrices

- Requires purified (oo)cysts
- Few applications for T. gondii
- Overestimation of the exposure of humans to
infective protozoa*

- Underestimation of inactivation efficacy*

RT-PCR
[V]

C / G / T - Rapid
- Identification of (oo)cysts of human
health significance
- Easy to standardize
- Requires low numbers of (oo)cysts
- Application on complex food matrices

- Limit of detection variable depending on
matrices
- Overestimation of the exposure of humans to
infective protozoa*

- Underestimation of inactivation efficacy*

FISH
[V]

C - Rapid
- Non-expensive
- Requires a single (oo)cysts

- Requires purified (oo)cysts
- Overestimation of the exposure of humans to
infective protozoa*

- Underestimation of inactivation efficacy*

- No application on complex food matrices

NASBA
[V]

C - Correlation with PI exclusion method
- Rapid
- Non-expensive
- Requires low numbers of (oo)cysts

- Overestimation of the viable population
- Non-quantitative
- No data on viability relative to infectivity
measure
- No application in exposure assessment in food

PMA-PCR
[V]

C - Rapid
- Requires low numbers of (oo)cysts
- Can be coupled to genotyping
- Easy to standardize

- Overestimation of the viable population
- No data on viability relative to infectivity
measure
- No application in exposure assessment in food

[I]: infectivity. [V]: viability. C: Cryptosporidium spp.; Cp: C. parvum; Ch: C. hominis; G:Giardia duodenalis; T: Toxoplasma gondii.
* Based on the comparison of viability relative to infectivity.
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provide initial results, particularly when investigating
whether individual parasites identified on fresh produce
are potentially infectious or whether a treatment is
efficient to kill (oo)cysts.

3.4 Molecular methods
3.4.1 RNA-based methods

3.4.1.1 Reverse Transcriptase-PCR (RT-PCR)

RT-PCR techniques are emerging as alternatives to
the use of vital dyes for evaluating viability. These
methods are based on the production of mRNA in cells
that are metabolically functional and active, and hence
considered as viable.

3.4.1.1.1 Cryptosporidium parvum

For Cryptosporidium oocysts, RT-PCR assays target-
ing the hsp70 gene have been described as being highly
sensitive. Indeed, the level of hsp70 mRNA can be
enhanced by heating. This allows increasing the sensitivity
especially when working on initial low levels of mRNA or
in complex matrices [81]. Other targets have also been
described, such as genes encoding b-tubulin [226],
amylogluconidase [114], COWP, CP2 or 18S rDNA
[135]. However, 18S rRNA remains stable for a prolonged
period (up to at least 48 h) in heat-killed oocysts, and
hence is not a good marker of viability [76,135]. RT-PCR
was used to assess the efficacy of temperature and
chemicals on Cryptosporidium oocysts in simple and
complex matrices (Table 2). However, correlation with
infectivity seems to depend on the applied treatments and
the targeted mRNA: b-tubulin mRNA production was
reported to correlate with oocyst infectivity after long-
term storage at cold and room temperatures but not
following oxidant treatments, while hsp70mRNA produc-
tion correlated with cell culture assays in oocysts
submitted to oxidants, but not to heat treatment
(Table 2).

3.4.1.1.2 Giardia duodenalis

The hsp70 gene has also been described for the
detection of viable Giardia cysts in simplex assays
[1,134], but also in duplex RT-PCR with C. parvum
[163]. Other targets such as ef1a, adhe and b-giardin
mRNAs have been used, the latter being the most suitable
to study the viability of Giardia cysts in environmental
samples (Table 2). However, b-giardin mRNA RT-PCR
assays have been shown to detect viable but non-infectious
cysts following heat treatments, indicating that this
method underestimates the efficacy of these treatments
(Tables 2 and 3).

3.4.1.1.3 Toxoplasma gondii

To estimate the viability of T. gondii oocysts, RT-
PCR assays targeting two genes have been described:

SporoSAG, which is highly expressed in the sporulated
oocyst, and act1 expressed in both sporulated and
unsporulated oocysts [218]. As previously described for
Cryptosporidium, correlation of RT-PCR with infectivity
assays appears variable according to the applied treat-
ments, with good agreement following chlorine- and
iodine-based disinfectants, and acidified-ethanol, but
not after heating or exposure to formalin or UV (Table 2).

To summarize, the RT-qPCR technique is rapid,
sensitive, and can directly assess the likelihood for a
human to be infected by detected protozoa. However,
although mRNA is the least stable nucleic acid, compared
with rDNA, tRNA and rRNA, it can nevertheless persist
for a long time after the death of the parasites, even in non-
favorable conditions. This has recently been described for
mRNA from dead Plasmodium ookinetes that remained
detectable more than 24 h inside themosquitomidgut [96].
Hence, RT-qPCR assays can overestimate the number of
viable and potentially infectious (oo)cysts, and conse-
quently will overestimate the exposure of humans to
infective parasites andunderestimate the efficacy of control
measures (Table 3).However, thismethod canbeuseful as a
first step of screening of different treatments applied to
complex matrices to benchmark inactivation potential.

3.4.1.2 Fluorescence in situ hybridization (FISH)

The fluorescence in situ hybridization (FISH) method
consists in targeting a nucleic acid sequence using a
specific synthetic fluorescent oligonucleotide probe. rRNA
is considered to be the ideal viability target for several
reasons: (i) high sensitivity; (ii) short half-life (although as
described in 3.4.1.1, in parasites the half-life is longer); (iii)
present in high copy number in viable cells [9]. Hence, a
FISH ’positive’ signal depends on the amount of target
rRNAs present in a cell, the longevity of that target within
the cell and accessibility for probing, the fluorescence
intensity of bound probe and the presence of RNases.
Probes targeting different regions of the 18S rRNA specific
to C. parvum, C. hominis and G. duodenalis have been
described for the detection of viable (oo)cyst [5,48,92,217].
The FISH technique is described as a rapid and cheap
method, with a fast time-to-result (3 hours), enabling the
specific simultaneous visualization of one or more viable
(oo)cyst species [92,138]. Nevertheless, it remains scarcely
used in surveys (Table 2). Although in some studies FISH
assays have shown correlation with in vitro excystation of
C. parvum oocysts [217], this is not always the case and no
agreement with infectivity assays has been observed [115].
Furthermore, rRNA is able to persist for 6 days after C.
parvum oocyst heat treatment, presumably because it is
protected within the oocyst [200], and consistent with this,
gamma-irradiated oocysts of Cryptosporidium have been
shown to give a positive FISH signal while being dead
(Table 2). Thus, this method cannot be considered as a
reliable measure to assess the exposure of humans to
infective (oo)cysts and the inactivation efficacy of treat-
ments (Table 3).
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3.4.1.3 Nucleic Acid Sequence-Based Amplification
(NASBA)

Nucleic acid sequence-based amplification (NASBA) is
an isothermal and sensitive technique for amplification of
RNA targets that has been described for many micro-
organisms and has recently been reviewed [106]. This
method can detect viable cells through selective amplifi-
cation of mRNA, even in a background of genomic DNA.
Compared with RT-qPCR techniques, amplification is
performed at a single temperature (41 °C), and conse-
quently does not need thermal cycling equipment. The
detection of products of NASBA reaction is quite labor-
intensive including ethidium bromide-stained agarose gel
electrophoresis, which requires a confirmatory step by
probe hybridization, enzyme-linked gel assays, electro-
chemiluminescence (ECL) detection and fluorescence
correlation spectroscopy. MIC1 and hsp70mRNAs have
been described as target molecules for Cryptosporidium
oocysts [13,107]. This method has been shown to correlate
with the PI exclusion method [44] and to be suitable to
detect viable C. parvum oocysts in spiked environmental
waters, in the presence of organic, inorganic and biological
contaminants, and with detection limit below ten viable
oocysts per analyzed sample [13]. However, oocysts that
had been killed by exposure to sodium hypochlorite,
freeze-thawing or boiling were also detected, indicating
again the stability of the RNA and the lack of suitability of
this method for detecting only viable oocysts; indeed,
freeze-thawing seemed to give an even stronger NASBA
signal [107]. To date, no study describes the use of this
method to evaluate the occurrence of parasites in naturally
contaminated samples and to assess the efficacy of
industrial processes on the protozoan parasites, and no
such assays have been proposed for T. gondii or G.
duodenalis.

In conclusion, because of the stability of mRNA for
extended periods in oocysts that have been experimentally
inactivated (e.g., after heating, freeze-thawing or chemical
treatments), it is clear that this technique detects both live
and dead oocysts. Moreover, although quantitative
NASBA has been described, the cell concentration seems
not to be reliable, and thus this method is unsuitable for
inactivation studies. Therefore, this technique appears not
to be appropriate for exposure assessment in food
(Table 3).

3.4.2 DNA-based methods: EMA/PMA PCR

Combination of viability dyes like EMA and PMA
with PCR has been developed to study the viability of
different foodborne pathogens [231]. As described in the
“dyes” section (3.3.1), the use of EMA and PMA in
viability assessment is based on the impermeability of live
cells to both dyes that penetrate damaged and permeable
cell (considered as non-viable) only. Once inside the
nucleus, EMA and PMA can be photoactivated, which
leads to their covalent binding to DNA and prevents PCR
amplification in non-viable cells [30,75]. Thus, a PCR

signal should be obtained only for viable cells (i.e. non-
damaged and non-permeable cells). However, in contrast
with PMA, EMA has been described as able to penetrate
into viable cells due to the variability of cell membrane
structure and of active membrane transport efficacy
[75,168]. EMA is also considered more toxic than PMA
and this toxicity is time and temperature dependent [75].
Hence, PMA should lead to better discrimination of viable
cells than EMA.

PMA-PCR and PMA-qPCR targeting the hsp70,
COWP and 18S rRNAencoding genes have been described
for Cryptosporidium oocysts [3,7,33,144]. For Giardia,
PMA-qPCR based on the detection of the b-giardin gene
has been shown to be able to quantify viable cysts in
artificially contaminated wastewater samples accurately.
This target has appeared as more effective than the
triosephosphate isomerase (tpi) and glutamate dehydro-
genase (GDH) genes [7]. In this study, the authors have
also shown that the longer the amplicon, themore effective
the exclusion of dead cysts. Comparison with infectivity
assays has not been performed, and PMA-qPCR appears
not to correlate with RT-qPCR data (unpublished data).
Only a few studies have described the use of PMA-PCR to
identify viable parasites in naturally contaminated water
samples, and to assess the efficacy of chemicals and
temperature on Cryptosporidium oocysts and Giardia
cysts (Table 2). Up to now, no study has described PMA-
qPCR applied to T. gondii. However, the ability to
specifically detect viable protozoa seems to depend on the
applied treatment and is impaired in complex samples
(unpublished data). Thus, this technique may overesti-
mate the exposure to infective protozoa.

4 Conclusion

To date, only techniques allowing infectivity evalua-
tion are able to provide a reliable assessment of the
exposure of humans to protozoa in food (Table 3). They
can even be sufficiently sensitive to detect low levels of
contamination and directly address the likelihood that
individuals will be infected by consumption of contami-
nated food. On the one hand, bioassays can be directly
applied to food samples but they suffer from major ethical
concerns; additionally they are restrictive, expensive, and
implementation is complex, with prolonged time-to-
results. Hence, bioassays are not suitable for routine
analysis for control measure verifications or any surveys
intended to assess the global exposure of consumers. On
the other hand, cell cultures can produce results more
rapidly (but still 2 to 10 days), and this method could be
more available and appropriate for routine laboratories
(but still requiring specific skills, including long-term cell
culture). However, it requires purified (oo)cysts, which
can be challenging to obtain when working on food
matrices. Both methods produce reliable inactivation
data, but some authors have suggested that bioassays and
cell culture may be able to highlight only substantial
inactivation.
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Most techniques assessing (oo)cyst viability appear to
overestimate the occurrence of infective parasites and
subsequent exposure of humans along the food chain.
When used for investigating the efficacy of control
measures, they tend to underestimate their inactivation
efficacy (Table 3). RNA-amplification based assays (RT-
PCR, NASBA) are interesting alternative techniques
because they can be standardized and may be suitable for
routine analyses of food samples (implementation and
results interpretation). Moreover, being a quantitative
approach, RT-qPCR allows the definition of viability
reduction levels. However, these positive aspects are
undermined by the apparent and clear stability of RNA
within parasites, such that dead parasites are likely to be
considered viable, overestimating exposure of humans to
infective parasites and underestimating the efficacy of
control measures. Although PMA-PCR seems to be an
exciting and relevant technique, unfortunately it is only
limited to simple matrices and to the evaluation of control
measures that would permeabilize the (oo)cysts and allow
the dye to penetrate. Excystation assays provide an active
measure of activity and the effect of an intervention, but
require clean suspensions and high numbers of parasites to
be of any use. Their application beyond experimental
studies of Cryptosporidium oocysts seems limited, and
they are not easy to standardize in routine laboratory
analyses. Although vital dye assays have considerable
limitations, particularly with respect to overestimation of
viability due to membrane impermeability not necessarily
correlating with viability, and the subjectivity of any
microscopy-based technique, their simplicity, cost-effec-
tiveness, and potential for application to low parasite
numbers may make them useful for initial screening
purposes ! both with regard to assessing infection
potential of contaminant parasites and investigating
treatment effects. However, results should always be
backed up with another technique, and their disadvan-
tages should not be overlooked.

To conclude, none of the techniques currently
available appear to be entirely suitable for reliable
assessment of the exposure of humans to infective
protozoa in food or for routine verifications of control
measures. In order to be able to produce data to refine
exposure and subsequently better characterize the risk, we
suggest that two actions should be carried out in parallel:
– i) Determine initial levels of contamination using DNA-
based assays: these are known to be sensitive enough for
detecting low quantities of parasites, are easy to
standardize, and are accessible for routine analyses.
Although false positives are not expected, their potential
should not be overlooked due to the occurrence of “loose”
target DNA, without the actual organism being present.
These methods overestimate the exposure to infective
parasites by detecting all populations of (oo)cysts (i.e.
live and infectious, live and non-infectious, dead), and
therefore will give the maximum occurrence and level of
contamination for a given matrix. For Cryptosporidium
and Giardia, determination of the species and the
genetic assemblages respectively, is part of the exposure

assessment. These important taxonomic details can be
determined by DNA-based assays and directly address
the infectious potential for humans.

– ii) Characterize the efficacy of treatments in place to
control parasites using a combination of techniques.
Simple vital dye inclusion/exclusion methods may be
the preliminary approach, providing initial data on the
inactivation potential of different treatments. To
determine inactivation levels, which are the reference
measure for food operators (log10 viability reduction),
RT-qPCR-based assays could be applied. They will
overestimate the level of infective protozoa (quantifica-
tion of live and infectious, live and non-infectious, and
possibly dead (oo)cysts), leading to an underestimation
of the efficacy of the treatments. But this action will
allow the determination of the “worst case scenario” for a
specific combination food/process, providing at the
same time, confidence that when a target inactivation is
reached, higher inactivation occurs in reality. Cell
culture methods are improving in applicability, and, as
imaging techniques become more accessible and cheap,
will be of value in assessing invasion of cell cultures.
Appropriate infectivity assays (bioassays), should be
minimized for ethical and operational reasons, but can be
used to confirm results obtained by in vitro assays.

All viability assays are based on evaluation of distinct
physiological parameters that could vary depending on the
applied treatments, the protozoa in question, and their
original physiological state. Hence, future research should
focus on the characterization of the effect of inactivation
methods on the structure and the metabolism of (oo)cysts
to be able to select and develop suitable techniques for
infectivity measurement.
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5. Stratégies développées dans la thèse 

 

Pour des raisons de praticabilité en laboratoire et de rapidité de réponse, nous nous 

sommes concentrés tout d’abord sur des méthodes moléculaires de mesure de la. L’objectif 

visé était d’avoir une méthode commune aux trois parasites (T. gondii, C. parvum et G. 

duodenalis), applicable en matrice simple (matrice eau) et en matrice complexe, Mytilus 

edulis (moule bleue) et Dreissena polymorpha (moule zébrée), deux mollusques qui 

représentent un intérêt sur les plans sanitaire et/ou environnemental.  

Tout d’abord, la qPCR couplée à l’utilisation du PMA (propidium monoazide) a été 

évaluée. La stratégie adoptée a consisté à évaluer dans un premier temps, cette technique en 

matrice simple pour T. gondii, cela n’ayant jamais été réalisé pour ce parasite (Partie 1.A.1.1, 

Rousseau et al., 2019), puis pour C. parvum and G. duodenalis, dans l’optique de proposer un 

protocole commun aux trois parasites. Nos résultats nous ont cependant conduits à ne pas 

poursuivre avec cette méthode sur matrice complexe.  

En parallèlle, une approche alternative reposant sur la multiplication sur tapis 

cellulaire couplée à une détection en qPCR a été évaluée pour déterminer la viabilité des 

kystes de G. duodenalis en matrice eau. Finalement, nous avons adapté la RT-qPCR, 

disponible au laboratoire, pour étudier la viabilité des trois parasites en matrices mollusques. 

Le danger pour le consommateur est uniquement lié à l’infectiosité des parasites. 

L’évaluation de l’infectiosité des parasites est classiquement réalisée par des essais in vivo. 

Cependant, ces essais nécessitent une animalerie suffisamment grande pour accueillir 

différentes espèces animales (souris et gerbilles) selon les modèles d’infection et soulèvent 

des problèmes éthiques. Afin de proposer une méthode permettant de mesurer directement 

l’infectiosité des parasites, et adaptée à l’évaluation de l’efficacité des procédés dans les 

industries agro-alimentaire ainsi qu’à l’évaluation de l’exposition dans l’environnement, nous 

avons développé, la Culture Cellulaire couplée à la qPCR (CC-qPCR) comme méthode 

alternative aux bioessais pour les oocystes de T. gondii et C. parvum en matrice eau mais

aussi mollusque (M. edulis et D. polymorpha). Le développement sur les oocystes de T. 

gondii dans les matrices eau et mollusque fait l’objet d’un article à soumettre dans Applied 

Environmental Microbiology. 
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  Les méthodes testées et développées au cours de la thèse sur chacune des matrices 

(eau et mollusques) pour les trois parasites en viabilité et en infectiosité sont détaillées dans le 

Tableau VI.  

L’ensemble des méthodes précédemment décrites a été appliqué pour étudier la 

capacité de survie des deux protozoaires (T. gondii et C. parvum) au cours de la 

bioaccumulation dans des conditions contrôlées de laboratoire, par Mytilus edulis et 

Dreissena polymorpha, ainsi que lors de la dépuration (Partie 3).  

Les résultats obtenus au cours des trois années de thèse sont présentés en trois parties : 

(1) le développement de méthodes moléculaires pour étudier la viabilité des oocystes de T. 

gondii et C. parvum et kystes de G. duodenalis en matrice eau et mollusque, (2) le 

développement d’une méthode alternative aux bioessais pour étudier l’infectiosité des 

oocystes de T. gondii et C. parvum en matrice eau et mollusque et (3) l’évaluation de la survie 

des oocystes de T. gondii et C. parvum au cours de la bioaccumulation et la dépuration des 

moules. Au sein des parties 1 et 2, les articles mentionnés ci-dessus sont inclus. 
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Tableau VI : Synthèse de toutes les méthodes évaluées sur chacune des matrices en viabilité et en infectiosité. 

 T. gondii C. parvum      G. duodenalis 

 

 VIABILITE INFECTIOSITE 
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Comme nous l’avons indiqué dans la revue (Rousseau et al., 2018), l’unique méthode 

moléculaire disponible pour étudier la viabilité des trois protozoaires est la RT-qPCR. 

Cependant, le principal inconvénient de cette méthode est la possibilité de persistance de 

l'ARNm dans les cellules mortes (Sung et al., 2005 ; Xiao et al., 2012 ; Habtewold et al., 

2015) et en fonction du traitement appliqué aux oocystes/kystes, la RT-qPCR n’est pas 

toujours corrélée avec les bioessais (Travaillé et al., 2016). Ceci peut donc conduire à des 

surestimations du nombre de parasite viables et potentiellement infectieux pour l’Homme 

(Rousseau et al., 2018).  

 

L’objectif de cette première partie du travail de thèse était donc :  

1) d’évaluer d’autres méthodes moléculaires de mesure de la viabilité des parasites sur une 

matrice simple, l’eau (Partie 1.A).  

Les méthodes qui ont été testées sont la PMA-qPCR pour les trois parasites et la 

multiplication in vitro couplée à la qPCR pour les kystes de G. duodenalis. Concernant la 

PMA-qPCR, l’idée initiale étant d’avoir un protocole commun pour étudier simultanément la 

viabilité des trois protozoaires et dans la mesure où aucune méthode PMA-qPCR n’était

décrite pour T. gondii, nous avons d’abord développé la PMA-qPCR et caractériser la 

méthode pour les oocystes de T. gondii (Rousseau et al., 2019), puis appliqué la même 

démarche expérimentale sur les oocystes de C. parvum et les kystes de G. duodenalis.  

 

2) de proposer une méthode moléculaire permettant d’étudier la viabilité des trois protozoaires 

en matrices complexes : les moules Dreissena polymorpha et Mytilus edulis (Partie 1.B). 

Etant donné que la PMA-qPCR ne s’est pas avérée pertinente en matrice simple, la méthode 

de RT-qPCR précédemment développée (Travaillé et al., 2016) a été adaptée pour une 

application sur moule. 
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PARTIE 1.A. : MATRICE EAU 
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1.A.1 Évaluation du monoazoture de propidium couplé à la qPCR pour détecter les 

oocystes/kystes viables  

 
 

Pour éviter les inconvénients liés à l’utilisation des ARNm comme marqueurs de 

viabilité, une stratégie prometteuse reposant sur l'utilisation d’un agent intercalant de l’ADN 

tel que le monoazoture de propidium couplée à la qPCR (PMA-qPCR) a été décrite pour de 

nombreuses bactéries, des virus mais aussi pour les oocystes de Cryptosporidium spp. et les 

kystes de G. duodenalis dans des échantillons d’eau. Lors du traitement, le PMA pénètre 

uniquement dans les cellules ayant perdu leur intégrité membranaire et après photoactivation, 

se fixe de façon covalente à l’ADN, bloquant ainsi l’amplification (Fittipaldi et al., 2012). La 

PCR n’a donc lieu que dans les cellules considérées comme viables. Une telle méthodologie 

n’a pas encore été évaluée pour les oocystes de T. gondii.

 

 

1.A.1.1. PMA-qPCR pour mesurer la viabilité de T. gondii 

 
Etant donné qu’aucune étude n'a décrit l'application de la PMA-qPCR sur les oocystes 

de T. gondii, l'objectif de ce travail a donc été d'évaluer le potentiel d’une telle approche pour 

déterminer leur viabilité.

 

Pour pouvoir utiliser le PMA en qPCR, il a d’abord été nécessaire de vérifier que des 

oocystes de T. gondii inactivés étaient bien perméables au PMA et que ce marqueur de 

viabilité avait bien la capacité à atteindre l’ADN présent dans les sporozoïtes. Dans cette 

étude, l’inactivation des oocystes a été réalisée par traitement thermique (5 min à 99°C). Par 

microscopie, nous avons démontré que le PMA pouvait pénétrer dans les oocystes et atteindre 

l’intérieur des sporozoïtes. De plus, les oocystes tués par la chaleur se sont avérés plus 

perméables au PMA que les oocystes non traités (=viables), avec respectivement 91,1% et 

22,9% d’oocystes marqués au PMA mis en évidence par cytométrie en flux. Pour définir les 

conditions optimales pour détecter spécifiquement les oocystes viables par PMA-qPCR, deux 

paramètres ont été étudiés : la concentration de PMA (50 à 150 μM) et la température 

d'incubation (température ambiante, 37°C, 45°C). Ni l’augmentation de la concentration en 

PMA, ni l’augmentation de la température n’a permis d’abolir le signal qPCR dans les 

oocystes inactivés, ni d’améliorer la discrimination entre les oocystes non traités et chauffés. 

Les effets de la longueur de l'amplicon, du nombre de copies de la cible et du type de 

marqueur (PMA ou PMAxx) sur la détection d’oocystes viables spécifiquement ont également 
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été évalués. Un amplicon de 123 pb de la cible correspondant à une séquence nucléique 

répétée de 529 pb (Repeat-Element, RE) a conduit à la plus grande réduction du signal de 

PCR dans les oocystes tués par la chaleur avec le PMA et le PMAxx (100 μM, température 

ambiante). Cette condition a également permis de distinguer des oocystes tués par la chaleur 

d’oocystes viables. Cependant, le niveau de réduction de viabilité induit par le traitement à 

température élevée reste faible et un signal PCR est toujours détecté dans les oocystes tués par 

la chaleur. Ces résultats ne sont pas en accord avec l’absence de signal observés en RT-qPCR 

dans le cas de notre étude, et la perte d’infectiosité in vivo précédemment décrite dans la 

littérature.  

 

La PMA-qPCR développée permet de détecter des oocystes viables de T. gondii et 

de mesurer la réduction de viabilité induite suite à l’inactivation par la chaleur. Mais le 

niveau de réduction mesuré est faible et des oocystes inactivés et donc « considérés 

comme non viables » sont encore détectés. Cette technique ne semble donc pas adaptée à 

une large application visant à évaluer l'efficacité des procédés industriels et l'exposition 

des humains vis-à-vis de T. gondii. L’ensemble des résultats a fait l’objet d’un article 

publié dans Parasitology Research. 
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Abstract
Information on the viability of Toxoplasma gondii oocysts is crucial to establish the public health significance of this environ-
mental transmission stage that can contaminate water and foods. Interest for molecular-based methods to assess viability is
growing and the aim of our study was to assess, for the first time, a propidium monoazide (PMA)–qPCR approach to determine
the viability of T. gondii oocysts. Untreated and heat-killed (99 °C, 5 min) oocysts were incubated with PMA, a photoreactive
DNA binding dye, and analyzed by confocal microscopy and flow cytometry to characterize oocysts’ dye permeability. Different
PMA concentrations (50 to 150 μM), incubation temperatures (22, 37, and 45 °C), amplicon length, selected targeted gene, and
dyes (PMA, PMAxx™) were evaluated to define optimal conditions to discriminate specifically viable oocysts by PMA–qPCR.
In theory, PMA binding to DNAwould inhibit PCR amplification in dead but not in viable oocysts. Incubation at 22 °C with
100 μMPMA coupled to qPCR targeting a 123-bp sequence of the 529-bp repeat element allowed the distinction between viable
and heated oocysts. However, the reduction of viability following heating of oocysts at high temperature was slight and,
contrarily to reverse transcriptase-qPCR, the qPCR signal was not totally suppressed in heated suspensions. Therefore, PMA–
qPCR is able to assess the impact of heating on T. gondii oocysts’ viability but underestimates the efficacy of this treatment. The
relevance of this technique to evaluate the efficacy of other inactivation processes and assess exposure of humans to this pathogen
requires further investigations.

Keywords Toxoplasma gondii . Oocysts . Viability . PMA/PMAxx™ . qPCR . Heat inactivation

Introduction

Toxoplasma gondii is a protozoan parasite that can infect
humans either following ingesting meat containing cysts of
the parasite or water and foods contaminated by oocysts.
Irrespective of the transmission route, T. gondii infections
are usually asymptomatic in immunocompetent individuals,
resulting in the formation of latent cysts in tissues and organs
throughout the body (Robert-Gangneux and Dardé 2012). The
parasite can sometimes lead to severe ocular, cerebral, or
multivisceral complications, especially in congenitally infect-
ed infants and in immunocompromised individuals. T. gondii
oocysts were responsible for 2% of parasitic protozoan water-
borne outbreaks reported between January 2004 and
December 2010 (Baldursson and Karanis 2011). For the
foodborne route, fruits and vegetables consumed raw, un-
washed, or minimally processed are of greatest relevance
(Kapperud et al. 1996; Baril et al. 1999) and contaminated
irrigation waters represent the main vector of contamination
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(Moreno et al. 2018). Shellfishes are also at risk due to their
production in potentially contaminated waters (Tei et al. 2016;
Ghozzi et al. 2017).

Contrarily to other waterborne pathogenic protozoa such as
Cryptosporidium spp. oocysts or Giardia duodenalis cysts,
there are no standardized methods available for detection of
T. gondii oocysts in water and food samples. Current methods
are mainly based on PCR (Villena et al. 2004; Karanis et al.
2012; Wells et al. 2015; Marchioro et al. 2016; Cong et al.
2017; Lalle et al. 2018) and microscopy (Al-Megrin 2010;
Harito et al. 2017; Caradonna et al. 2017); however, they do
not provide information regarding the viability of the detected
parasites. Interest for molecular-based methods to assess via-
bility of food and waterborne parasites is growing. Among
them, reverse transcriptase-qPCR (RT-qPCR) can detect
mRNA, which is only produced by metabolically active par-
asites hence considered as viable (Cancino-Faure et al. 2016;
Rousseau et al. 2018). However, the main drawback of this
method is the persistence of mRNA even in dead organisms
(Sung et al. 2005; Xiao et al. 2012; Habtewold et al. 2015).
RT-qPCR assays have been developed to detect viable
T. gondii oocysts and measure the efficacy of inactivation
treatments. However, depending on the treatment applied to
oocysts, RT-qPCR assays do not always correlate with infec-
tivity assays (cell culture, mouse inoculation) and consequent-
ly can overestimate the number of viable and potentially in-
fective oocysts (Rousseau et al. 2018).

Another promising strategy to assess cell viability relies on
the use of nucleic acid intercalating dyes such as ethidium
monoazide (EMA) or propidium monoazide (PMA) in com-
bination with specific PCR amplification (Elizaquível et al.
2014; Inoue et al. 2015; Lee et al. 2015; Cattani et al. 2016).
This method is based on the membrane integrity of cells, as
intact cell membranes (i.e., viable cells) are not permeable to
these dyes contrarily to compromised cell membranes (i.e.,
dead cells). EMA is considered more toxic than PMA and
has been shown to enter also in intact cells (Fittipaldi et al.
2012). Hence, PMA should lead to better discrimination of
viable cells than EMA, although its mechanism of action re-
mains unclear. Once inside membrane-compromised cells,
PMA intercalates into nucleic acids and, after photoactivation,
binds covalently to DNA, thanks to its azide group. The in-
soluble and stable PMA/DNA complex then prevents DNA
amplification in dead cells. Consequently, the PCR signal is
strongly reduced even suppressed in membrane-compromised
cells compared to intact cells. This methodology has been
widely applied to detect viable bacteria (Yu et al. 2017), vi-
ruses (Fongaro et al. 2016), fungi (Vesper et al. 2008) in food
and environmental samples, and Cryptosporidium spp. oo-
cysts and G. duodenalis cysts in water and wastewater efflu-
ents (Brescia et al. 2009; Liang and Keeley 2012; Agulló-
Barceló et al. 2014; Alonso et al. 2014; Ma et al. 2016;
Vande Burgt et al. 2018). However, due to incomplete signal

suppression, the PMA–PCR-based methods can result in
false-positive amplification. Successful PMA–PCR assays de-
pend on a number of factors including the selected targeted
gene (length, copy number), PMA incubation and
photoactivation conditions, and the presence of organic sub-
stances such as clay, silt, or microorganisms (Contreras et al.
2011; Liang and Keeley 2012; Nkuipou-Kenfack et al. 2013).
Recent studies have demonstrated that PMAxx™, a new and
improved version of PMA, leads to better discrimination be-
tween intact and inactivated Norovirus compared to other in-
tercalating dyes (Randazzo et al. 2016, 2018).

In this study, we developed a PMA–qPCR assay for
assessing, for the first time, T. gondii oocysts’ viability.
Toward that aim, the permeability to PMA of heat-killed ver-
sus untreated oocysts was first addressed, and then different
experimental conditions were tested to discriminate live/dead
oocysts by PMA–qPCR.

Materials and methods

Parasites

T. gondii oocysts of VEG genotype III strain were produced
and sporulated as previously described (Dubey 2010). Oocyst
stock suspension contained 86.1% of sporulated oocysts and
70% of viable oocysts as determined by RT-qPCR (see be-
low), and was stored in a 2% H2SO4 aqueous solution at 4 °C
until use. Prior to experiments, oocysts were washed three
times in sterile distilled water (dH2O) to remove sulfuric acid.
Then their concentration was calibrated by counting oocysts
in dH2O containing 0.5% sodium dodecyl sulfate (SDS), on
Kova Slide (Kova® Slide 10) using a phase contrast micro-
scope (Axioskop 40, Zeiss, magnification × 400). Oocysts less
than 8 months old were used throughout this study. For com-
parison between experiments, oocysts of the same age were
used. Heat-killed oocysts were obtained following incubation
of the parasites in water at 99 °C for 5 min. The absence of
viable oocysts following heating was evaluated with RT-
qPCR.

PMA/PMAxx™ treatments

Untreated or heat-killed oocysts were incubated with 25 to
150 μM of PMA (Biotium Inc., Hayward, WI, USA) for
30 min in dark at room temperature (mean temperature
22 °C), 37 °C, or 45 °C, with vortexing every 5 min.
PMAxx™ was applied at 100 μM for 30 min at 22 °C. For
each set of qPCR experiments, untreated and heat-killed oo-
cysts were submitted in parallel to the same incubation condi-
tions but in the absence of PMA/PMAxx™. Then, samples
were exposed to a light-emitting diode (LED) source for
15 min using the PhAST Blue photoactivation device (λ =

1000 Parasitol Res (2019) 118:999–1010
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464–476 nm, 60W; PhAST Blue PhotoActivation System for
Tubes, GenIUL, Barcelona, Spain). After exposure, oocysts
were washed three times with dH2O (5000×g, 5 min). The
supernatant was discarded and the pellet was resuspended in
dH2O.

Confocal microscopy

Untreated or heat-killed oocysts (106) were incubated with
25 μM PMA for 30 min at 22 °C and processed as described
above. Pelleted oocysts were resuspended in 50 μl dH2O and
10 μl was used for confocal microscopy analyses. Oocysts’
blue autofluorescence and PMA red fluorescence were ob-
served under the appropriate excitation wavelength/filter sets,
using a LSM 710 NLO confocal microscope (Zeiss,
Germany) linked to a Chameleon infrared biphoton laser
(Coherent, USA) and piloted by ZEN software (Zeiss,
Germany).

Flow cytometry

Untreated or heat-killed oocysts (105) were stained with
150 μM PMA for 30 min at 22 °C and processed as described
above. Pelleted oocysts were resuspended in 200 μl dH2O.
Data acquisition was performed using a BDAccuri™C6 flow
cytometer (BD Biosciences, San Jose, USA) equipped with
375 and 488 nm excitation lasers and set to acquire forward
scatter (FSC), side scatter (SSC), and fluorescence. The oocyst
autofluorescence and PMA fluorescence were collected on the
fluorescence detector at 427 ± 20 nm and at 670 nm LP, re-
spectively. The flow cytometer was set to acquire between
12,000 and 22,000 oocysts in P1 gate. The gate P1 was de-
fined according to the size and granularity of blue
autofluorescent elements (i.e., sporulated and unsporulated
oocysts). The bivariate dot plot of PMA intensity versus au-
tofluorescence intensity (UV) was established in gate P1 to
select the sporulated oocysts and to estimate the percent of
sporulated oocysts that have incorporated PMA (PMA+) or
not (PMA−). Data were analyzed with the FlowJo LLC soft-
ware (Oregon, USA).

DNA extraction and qPCR assays

DNA was extracted from 104 oocysts in 55 μl dH2O using
InstaGene™ Matrix kit as previously described (Hohweyer
et al. 2016). DNAwas amplified by qPCR targeting the 529-
bp repeat element (RE; AF487550) or SporoSAG gene
(AY492338), producing an amplicon of 81 bp (Toxo-F/
Toxo-R) and 71 bp, respectively, as described previously
(Palos Ladeiro et al. 2014; Travaillé et al. 2016). For the RE
target, two additional forward primers REF2 (5′-TGTG
CTTGGAGCCACAGAAG-3′) and REF3 (5′-AAGA
TGTTTCCGGCTTGGCT-3 ′) were designed using

Primer3Plus according to their melting temperature (around
60 °C), amplicon length (< 300 pb), GC percent (50–55%),
presence of G or C nucleotides at 3′ end, no repeat sequence,
and specificity using Blast score. These two new primers were
combined to Toxo-R reverse primer to increase the amplicon
size of the 529-bp RE to 123 bp (R/REF3) and 283 bp
(R/REF2). PCR was performed using SimpliAmp™
Thermal Cycler (ThermoFisher Scientific Inc., Villebon-sur-
Yvette, France) in a final volume of 25 μl containing 12.5 μl
of iQ™ Supermix (BioRad, Marnes la Coquette, France), 1 μl
of BSA (10 mg/ml; SIGMA, France), 1 μl of each primer
(20 μM), 0.5 μl of probe (10 μM), 5 μl of DNA template,
and 4 μl of DNase–RNase-free water (5PRIME). The cycling
parameters included a denaturation step at 95 °C for 3 min
followed by 40 cycles at 95 °C for 15 s and 60 °C for 1 min.
Each PCR reaction was performed in duplicate. The Cq value
corresponds to the cycle number at which the fluorescence
exceeds a fixed threshold and allows the quantification of
the amount of the target DNA.

Reverse-transcriptase qPCR assays

Extraction of mRNA was performed using 104 oocysts in
200 μl dH2O and mRNA was eluted in 50 μl of Tris–HCl
10 mM (Travaillé et al. 2016). Thirty microliters of purified
mRNAwas then submitted to DNase treatment using 1 μl of
TURBO™ DNase (Life Technologies, Villebon-sur-Yvette,
France). Following incubation for 30 min at 37 °C, DNase
was inactivated and mRNAwas stored at − 20 °C until anal-
yses. Reverse transcriptase-qPCR assays targeting the
SporoSAG gene were performed using the OneStep RT-PCR
Kit (Qiagen, Courtaboeuf, France) on 2 μl of mRNA as pre-
viously described (Travaillé et al. 2016). The cycling param-
eters included an initial reverse transcriptase step at 50 °C for
30 min followed by a denaturation step at 95 °C for 15 min
and 40 cycles at 95 °C for 15 s and 60 °C for 1 min.

Determination of the percentage of viable oocysts
and signal reduction values using PMA
or PMAxx™–qPCR assays

The calculation of viability percentage was based on the the-
oretical qPCR amplification equation NCq =N0 × 2Cq, with N0

representing the initial number of oocysts in the PCRmix,NCq

the number of oocysts in the mix at the Cq cycle, and 2 rep-
resents the optimal qPCR efficiency. The initial number of
viable oocysts was derived from the Cq values obtained with
PMA (= Cq + PMA): N0 + PMA =NCq + PMA/2

(Cq + PMA). The
initial number of total oocysts (i.e., viable and dead) was de-
rived from the Cq values obtained without PMA (= Cq −
PMA): N0 − PMA = NCq − PMA/2

(Cq − PMA). The percentage of
viable oocysts in each suspension (untreated and heat-killed)
was determined as follows: N0 + PMA/N0 − PMA = 2(Cq − PMA −
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Cq + PMA) × 100. Cq − PMA −Cq + PMA (ΔCq) corresponded
to the signal reduction and was calculated between each Cq
value obtained with and without PMA (two independent DNA
extractions and two PCR replicates per DNA extraction min-
imum). Viability percentage was established for each ΔCq
and plotted as the mean, maximum, minimum, first and third
quartiles, and median values. The signal reduction data (ΔCq)
were expressed as means with standard deviations.

Determination of the viability percentage in oocyst
suspensions using RT-qPCR assays

The number of total oocysts (N0tot) was determined using
calibration curves that were established as follows. DNA
was extracted from tenfold serial dilutions of known quantities
of oocysts and amplified (see above). The log10 number of
total oocysts per reaction was then plotted against Cq values
obtained from each dilution. The number of viable oocysts
(N0viable) was also derived from calibration curves that were
established as follows: mRNAwas extracted from tenfold se-
rial dilutions of known quantities of oocysts and submitted to
RT-qPCR (see above). The log10 number of viable oocysts per
reaction was then plotted against Cq values obtained from
each dilution. The viability percentage N0viable/N0tot × 100
was calculated for each control suspension.

Statistical analysis

According to the Shapiro–Wilk test, the data sets followed a
non-normal distribution (p < 0.05). The viability percentages
and signal reduction values were compared using the non-
parametric Kruskal–Wallis test. If the null hypothesis H0 (Bthe
tested conditions have no effect on the measured value^) was
rejected, then post hoc Dunn tests were performed for pairwise
multiple comparisons. All statistical tests were performedwith
the AnaStats plugin for Microsoft® Excel 2010 (http://www.
anastats.fr/outils.php). Statistical difference was considered as
p < 0.05.

Results

Permeability of T. gondii oocysts to PMA

Microscopic analyses revealed that sporozoites in untreated
oocysts did not stain red following PMA incubation (Fig. 1a,
panels 1–6) while the majority of heat-killed oocysts showed
red staining within the sporocysts and sporozoites (Fig. 1a,
panels 7–12). Release of sporocysts from heated oocysts
was observed (asterisk, Fig. 1a, panel 12), reflecting the dam-
ages that were induced by heating to the oocyst wall. The
proportion of sporulated oocysts that were permeable to
PMA (PMA positive, PMA+) in untreated and heat-killed

oocysts populations was then assessed by flow cytometry
(Fig. 1b). Untreated and heat-killed oocyst suspensions
contained 22.9% and 91.1% PMA+ oocysts, respectively
(Fig. 1b, panels 3–4). These data demonstrated that PMA
was able to penetrate within oocysts and sporozoites, and that
heat-killed oocysts were more permeable to PMA than un-
treated oocysts in the tested conditions.

Optimization of PMA treatment to detect viable
oocysts by PMA–qPCR

Untreated and heat-killed oocysts (sporulated and
unsporulated) were incubated with different PMA concentra-
tions (50, 100, and 150 μM) and incubation temperatures (22,
37, and 45 °C) and viable oocysts were detected by qPCR
(Table 1). At 22 °C, none of the tested PMA concentrations
allow the abolition of the PCR signal in heat-killed oocysts,
while heat-killed oocysts were not detected by RT-qPCR
(Table 1). The mean viability percentage of untreated oocysts
ranged between 27.2% and 48.9% and decreased as the PMA
concentration increased (p < 0.05; Fig. 2). The mean viability
percentages were very similar in heat-killed oocysts (24.9% to
41.2%) (p > 0.05 when compared to untreated oocysts at each
PMA concentration). This result could be due to the incom-
plete penetration of PMA in heat-killed oocysts still leading to
a qPCR signal. In order to increase oocyst permeability to
PMA, higher incubation temperatures (37 and 45 °C) were
tested. As observed at 22 °C, PCR amplification was not
abolished in heat-killed oocysts following incubation with
100 μM PMA (Table 1). The viability percentage of heated
oocysts was lower at 45 °C compared to 37 °C (respectively
22.0% and 45.6%; p < 0.05; Fig. 3), suggesting that the pen-
etration of PMAwas favored at 45 °C. However, the viability
of untreated oocysts was also significantly affected at 45 °C
(26.2% at 45 °C vs. 54.1% at 37 °C; p < 0.05; Fig. 3). Overall,
untreated and heated oocysts showed the same levels of via-
bility, irrespective of the incubation temperatures with PMA
(p > 0.05; Fig. 3 and Online Resource 1). The mean viability
of untreated and/or heat-killed oocysts also tended to decrease
as the PMA concentration increased at both temperatures, as
observed at 22 °C (p < 0.05; Online Resources 1 and 2). Based
on these results, oocysts were incubated with 100 μM PMA
for 30 min at 22 °C in the following experiments.

Effect of the amplicon length on PMA–qPCR signal
reduction in heat-killed oocysts

Two new primers were designed to increase the length of the
amplicon of the 529-bp repeat element (RE) target, while
keeping the TaqMan probe and respecting the conditions suit-
able for qPCR analyses (see BMaterials and methods^ sec-
tion). The two PCR assays were applied on untreated and
heat-killed oocysts incubated with 100 μM PMA for 30 min
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at 22 °C. None of them led to a complete PCR signal extinc-
tion in heat-killed oocysts (Table 2). The longer amplicons of
the RE target (123 and 283 bp) produced larger reductions in
the PCR signal (ΔCq) compared to the reference 81 bp
amplicon in heat-killed oocysts (p < 0.05; Table 2 and
Online Resource 3). However, for the 283-bp amplicon, a
significant increased ΔCq was also observed in the untreated
oocysts compared to the other amplicons (p < 0.05; Table 2,
Online Resource 3), preventing to measure viability reduction
(0.003 log10; Table 2) and to discriminate viable from dead
oocysts (p > 0.05; Online Resource 3). At the opposite, the
123-bp amplicon led to significant differences between un-
treated and heat-killed oocysts (p < 0.05; Online Resource
3). Although discriminative, this assay was able to measure
only 0.5 log10 reduction of oocyst viability following heating
(Table 2).

Effect of the number of targeted copy on PMA–qPCR
signal reduction in heat-killed oocysts

The use of the multicopy target 529-bp RE might not favor
PCR signal suppression due to copies not modified by PMA.
The single-copy gene (SporoSAG) was therefore evaluated to
increase the probability that PMA bound the targeted se-
quence. A PCR signal could still be detected in heat-killed
oocysts using the SporoSAG target (Table 2). Signal reduction
in heat-killed oocysts was slightly enhanced using the single
copy target (− 2.27, Table 2) compared to the multicopy 81-bp
RE reference amplicon (− 1.51; p < 0.05; Table 2 and Online
Resource 3) but remained significantly lower relative to the
RE 123-bp amplicon (− 3.36; p < 0.05; Table 2 and Online
Resource 3). Moreover, the SporoSAG target did not lead to
significant difference between untreated and heat-killed oo-
cysts (− 0.15 log10 viability reduction; p > 0.05; Table 2 and
Online Resource 3).

Impact of PMAxx™ on the discrimination
between viable and dead oocysts

As observed with PMA, the signal reduction of PMAxx™–
qPCR targeting the 123-bp RE sequence was significantly
higher in heated oocysts compared to untreated oocysts
(p < 0.05, Fig. 4). However, unlike PMA, PMAxx™ caused
a significant reduction of the PCR signal also in untreated
oocysts (p < 0.05; Fig. 4). These results suggested that
PMAxx™ would be less specific to heat-killed oocysts and/
or that control oocysts would bemore permeable to PMAxx™
than to PMA. Similar results were obtained for other RE-
amplicon length and SporoSAG gene (Online Resource 4).
Hence, in the tested conditions, PMAxx™ did not improve
the discrimination between viable and dead oocysts compared
to PMA.

Discussion

Information on the viability of T. gondii oocysts is crucial to
establish the public health significance of the environmental
transmission of the parasite. To date, only approaches based
on infectivity of the parasites in laboratory animals and
in vitro cell culture infection assays provide reliable informa-
tion on oocyst viability and infectivity (Rousseau et al. 2018).
However, these methods are not suitable for the assessment of
exposure in humans, mainly due to their long time-to-results
and ethical concerns for animal testing. In this regard, PMA-
based PCR techniques appear promising in terms of imple-
mentation, cost, sensitivity, and rapid results (Zeng et al.
2016). In this purpose, our study addressed for the first time
the potential of PMA-qPCR assay to discriminate viable ver-
sus dead T. gondii oocysts.

Fig. 1 Permeability of T. gondii oocysts to PMA assessed by (a)
confocal microscopy and (b) flow cytometry. (a) Panels 1–6,
untreated oocysts; panels 7–12, heat-killed oocysts (99 °C,
5 min). Oocysts were observed for their blue autofluorescence
(1–2, 7–8), PMA staining (3–4, 9–10), and corresponding merge
(5–6, 11–12). Arrow shows a sporozoite inside a sporocyst and
asterisk shows the partial release of a sporocyst from the oocyst.
Bar = 5 μm. (b) Panels 1–3, untreated oocysts; panels 2–4, heat-
killed oocysts. Size (FSC-A) and granularity (SSC-A) dot plots of
oocysts (1–2); the gate (P1) was defined to include all blue
autofluorescent elements with size and granularity of oocysts
(sporulated and unsporulated). Percentage of sporulated oocysts
that have incorporated PMA (PMA+) or not (PMA−) (3–4). The
x-axis represents the PMA fluorescence intensity. The y-axis indi-
cates the percentage of oocysts (number of oocysts at each fluo-
rescence intensity relative to the total number of oocysts in each
population, i.e., PMA+ or PMA−)

Table 1 Cq values obtained by PMA–qPCR in different incubation
conditions (temperature and PMA concentrations) and by RT-qPCR, in
untreated and heat-killed (99 °C, 5 min) oocysts

Incubation
temperature
(°C)

PMA
concentration
(μM)

Cqa

Untreated
Cqa

Heat-killed

PMA–qPCR 22 °C 0 20.65 ± 0.17 22.38 ± 0.21

50 21.70 ± 0.10 23.69 ± 0.19

100 22.23 ± 0.34 24.40 ± 0.26

150 22.55 ± 0.19 24.48 ± 0.47

37 °C 0 23.26 ± 0.38 22.88 ± 0.28

100 24.19 ± 0.05 24.04 ± 0.12

45 °C 0 22.73 ± 0.01 25.12 ± 1.13

100 25.09 ± 0.33 27.40 ± 0.53

RT-qPCR 29.36 ± 0.76 ND

aResults are mean values of two independent experiments, each in dupli-
cates. Standard deviations are indicated

ND not detected

R
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Fig. 2 Effect of PMA concentrations on the quantification of viable
T. gondii oocysts in untreated and heat-killed suspensions. Untreated
(white box) and heat-killed (99 °C, 5 min; gray box) oocysts (sporulated
and unsporulated) were submitted to different PMA concentrations (50 to
150 μM) for 30 min in dark at 22 °C. Percentages of viable oocysts for
each concentration were determined relative to oocysts without PMA.

Each box represents the interquartile range and the horizontal line repre-
sents the median viability percentage (n = 2 independent experiments in
duplicates). The whiskers end at the largest and smallest viability percent-
ages. Mean values (diamonds) are indicated. Asterisks and double traits
show significant differences (p < 0.05); Bns^ and single trait indicate no
significant difference (p > 0.05)
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icant differences (p < 0.05); Bns^ and single trait indicate no significant
difference (p > 0.05)
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Oocysts of T. gondii are considered to be almost imperme-
able to water-soluble molecules due to the molecular organiza-
tion of the bilayered oocyst and sporocyst walls that surround
the sporozoites (Ferguson et al. 1975; Speer et al. 1998;
Dumètre et al. 2013). Consistent with this, most of the untreated
oocysts excluded PMAwhile oocysts heated at 99 °C for 5 min
were more permeable to PMA as assessed by confocal
microscopy and flow cytometry. This suggests that such
heating conditions could alter the integrity of the oocyst and
sporocyst walls and sporozoite membrane thus favoring PMA
inclusion into DNA. The effect of heating on the oocyst wall
structure remains poorly documented in T. gondii. In contrast to
our observations, Dumètre et al. (2013) reported that heating
oocysts at 80 °C for 10 min can reduce infiltration of an IgM

monoclonal antibody specific to the inner layer of the oocysts
wall, suggesting that, in these experimental conditions, heating
did not affect microscopically the integrity of the oocyst walls.
However, these results cannot be directly compared with our
data as oocyst suspensions differed in age (< 3 m.o. vs. 8 m.o.)
and storage conditions (dH2O vs. sulfuric acid solution), and
PMA is a much smaller molecule (440 Da) than IgM
(970 kDa). Heating oocysts at 99 °C for 5min could also induce
more severe damages to oocysts than at 80 °C for 10 min,
leading to PMA inclusion. Preliminary experiments showed
that freeze/thaw cycling and heating allowed the incorporation
of PMA into sporozoites while sonication treatment did not
(data not shown). These results suggest that PMA staining
could give information on the overall permeability of the

Table 2 Effect of amplicon length and of selected target gene on PMA–qPCR signal reduction (ΔCq) in untreated and heat-killed (99 °C, 5 min)
oocysts

Multicopy
529-bp RE sequence

Monocopy
SporoSAG gene

81 bp 123 bp 283 bp 71 bp

ΔCqa Untreated − 1.90 ± 0.62 − 1.69 ± 0.66 − 2.62 ± 0.95 − 1.78 ± 1.06
Heat-killed − 1.51 ± 0.37 − 3.36 ± 0.85 − 2.63 ± 1.05 − 2.27 ± 0.55

Log10 viability reduction
b 0.12 − 0.5 0.003 − 0.15

aΔCq = Cq − PMA −Cq + PMA (100 μM, room temperature); mean values and standard deviations of three independent experiments, each in dupli-
cates, are indicated
bViability reduction = 2ΔΔCq ; ΔΔCq =ΔCq heat-killed −ΔCq untreated
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Fig. 4 Comparison of PMA and
PMAxx™ qPCR assays in
untreated and heat-killed T. gondii
oocysts. Untreated (white bar)
and heat-killed (99 °C, 5 min;
gray bar) oocysts (sporulated and
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30 min in dark at 22 °C. The 123-
bp RE sequence was amplified by
qPCR. Signal reduction values
were obtained by subtracting the
Cq values of dye-treated oocysts
from oocysts without dye. Means
and standard deviations of three
independent experiments in du-
plicates are indicated. Asterisks
show significant differences
(p < 0.05)
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sporocyst and oocyst walls and be helpful to screen disinfecting
agents acting on the oocyst wall structure and permeability. On
the other hand, considering that some untreated viable oocysts
can incorporate PMA, this dye would probably be not appro-
priate to assess the killing effect of molecules.

PMA treatment was then coupled with qPCR assays for
viable/dead oocyst discrimination. The untreated oocyst sus-
pensions showed between 27.2% and 48.9% of viable oocysts
depending on PMA concentration. These percentages ap-
peared to be lower than those determined by RT-qPCR assays
(70%). However, viability percentages determined by these
different methods could not be compared, as the recovery rates
and stability of extracted DNA and mRNA could be different.
The low level of viability measured in the untreated oocyst
suspension by PMA–qPCR may reflect the existence of
membrane-compromised oocysts as already described for
bacteria (Fittipaldi et al. 2012). In our study, oocysts were
purified from cat feces by sucrose flotation. This process
could lead to the purification of wall compromised and even
dead oocys t s a s r epo r t ed fo r suc ro se -pu r i f i ed
Cryptosporidium parvum oocysts (Kar et al. 2011). Flow cy-
tometry analyses support these findings showing 22.9% of
PMA-positive oocysts in the untreated suspension.

The proportion of viable oocysts in untreated suspension
decreased as PMA concentration increased up to 150 μM.
These results could be due to a cytotoxic effect of PMA in
viable oocysts as described for bacteria such as Listeria
monocytogenes and Legionella pneumophila (Fittipaldi et al.
2012). Such cytotoxicity was not observed in C. parvum oo-
cysts submitted to 150 μM PMA (Brescia et al. 2009).
However, in their study, oocyst viability was determined by
measuring the band intensity of PCR products on agarose gel
which is a less sensitive method than qPCR performed in our
study.

In the heat-killed oocyst suspension, PCR signal was still
detected and the percentage of viability was not significantly
different from the untreated oocysts. One can hypothesize that
some oocysts still remained viable in the heated suspension.
Based on mouse bioassays, T. gondii oocysts are no longer
infective following heating above 60 °C (Ito et al. 1975;
Travaillé et al. 2016; Ware et al. 2010). However, using RT-
qPCR assays, it has been shown that non-infective oocysts may
still be viable (Travaillé et al. 2016). In this study, inactivation
following heating 5 min at 99 °C has been assessed by RT-
qPCR and no signal was measured by RT-qPCR in heated
oocysts indicating that no viable oocysts were present and that
oocysts were efficiently killed, as already described (Travaillé
et al. 2016). Such discrepancy between PMA–qPCR and RT-
qPCR assays was already reported in C. parvum oocysts fol-
lowing exposure to ammonia (Liang and Keeley 2012).
Altogether, our data indicate that oocysts were fully inactivated
by heating for 5 min at 99 °C but that PMA–qPCR assay did
not allow the observation of such inactivation.

Flow cytometry analyses revealed that 8.9% of heat-killed
T. gondii oocysts remained impermeable to PMA. This result
can suggest that heating does not lead to efficient oocyst wall
permeabilization and PMA penetration, producing similar vi-
ability percentages in the control and heated oocyst suspen-
sions. To improve PMA inclusion, oocysts were incubated
with PMA at 37 and 45 °C with the aim of increasing wall
permeability as described for the wall of bacteria and spores
(Rawsthorne et al. 2009; Nkuipou-Kenfack et al. 2013). A
lower viability percentage was indeed measured in heat-
killed oocysts following PMA incubation at 45 °C, suggesting
that PMA penetration was favored at this temperature.
However, the viability percentage was also lowered in untreat-
ed oocysts, while no effect on viability was measured by RT-
qPCR analyses (data not shown). This suggests that untreated
oocysts were likely more permeable to PMA at 45 °C.
Alternatively, the PMA pre-incubation step might impact on
the efficacy of DNA extraction and/or DNA integrity, rather
than on the oocysts’ viability. Taken together, none of the pre-
incubation conditions we tested allow an optimal discrimina-
tion of viable and heat-killed oocysts.

The length of the nucleic acid target has been shown to play
a crucial role in the suppression of PMA–PCR signal
(Contreras et al. 2011). qPCR signal was abolished for heated
G. duodenalis cysts with a 605-bp but not 77-bp amplicon of
the tpi gene (Alonso et al. 2014)). In the same way, Agullo-
Barcello and collaborators (2014) also described a larger signal
reduction using PMA–qPCR assays targeting a 834-bp versus
108-bp sequence of the 18S gene of C. parvum oocysts. In our
study, new primers were designed to increase the amplicon
length of the 529-bp RE target from 81 to 283 bp, while re-
maining suitable for TaqMan qPCR assays (Rodríguez-Lázaro
and Hernández 2013). The 123-bp amplicon showed the larger
signal reduction in heat-killed oocysts and allowed viable/dead
oocyst discrimination contrarily to other amplicon lengths.
However, as reported in C. parvum (Alonso et al. 2014), an
increase in amplicon length was correlated with the decrease
of PCR efficacy (85% for the 283-bp amplicon compared to
92% for the reference).

The 529-bp RE has been shown to be repeated 200 to 300
times in the genome of T. gondii.RE-based qPCR assays have
been correlated with higher sensitivity for parasite detection in
clinical (Homan et al. 2000; Edvinsson et al. 2006), food
(Hohweyer et al. 2016), and water (Yang et al. 2009) samples.
However, as suggested by Contreras and collaborators (2011),
a high number of copies could limit the efficacy of the PMA
assay because PMA could not bind covalently to some copies.
To overcome this drawback, the single-copy SporoSAG was
tested using already published TaqMan qPCR system
(Travaillé et al. 2016); however, it failed to completely abolish
PCR signal in heat-killed oocyst suspension and no significant
difference could be measured between untreated and heated
oocysts using this PCR target.
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The new dye PMAxx™ is considered to be more ef-
fective than PMA at eliminating DNA amplification from
dead cells. Moreover, it has been shown to be the best
photoactivatable dye to detect signal reduction in thermal-
ly inactivated enteric viruses (Randazzo et al. 2016,
2018). Our results showed that, irrespective of the
amplicon length and nucleic acid target, PMAxx™ PCR
signals were still detected in heat-killed oocyst suspen-
sions. With the exception of the SporoSAG gene, the
PCR signal reductions measured in heated oocysts incu-
bated with PMA and PMAxx™ were not significantly
different. It should be noted that PMAxx™ was applied
in distilled water that could limit its performances. Indeed,
recent studies showed that the efficacy of PMAxx™ assay
was improved by using PBS or Biotium Enhancer buffers
instead of water (Randazzo et al. 2016, 2018). Like PMA,
PMAxx™ provided discrimination between untreated and
heat-killed oocysts only with the 123-bp RE amplicon.
However, PMA–qPCR assay showed the highest level of
viability reduction (0.5 log10) following heating of oo-
cysts. This level remains however very low compared to
the 3–4 log10 viability reduction levels which are typically
required for treatments intended to kill microorganisms
(Nkuipou-Kenfack et al. 2013). Altogether, our results
suggest that, in the tested conditions, PMA–qPCR under-
estimates the efficacy of heating in killing T. gondii
oocysts.

The efficacy of PMA-based assay can be directly linked to
the applied inactivation treatments and their effects on the cell
integrity and membrane permeabilization that can correlate or
not with the loss of viability (Cangelosi and Meschke 2014).
Consistent with this, PMA–qPCR assays were able to show a
decline in the viability of C. parvum oocysts exposed to hy-
drogen peroxide but not to ammonia, or following long-term
storage (Liang and Keeley 2012). Preliminary results for
T. gondii oocysts exposed to detergents showed a larger
PMA–qPCR signal reduction than following heating treat-
ment while still being infective (data not shown). Hence, the
efficacy of PMA–qPCR assays for T. gondii oocysts submit-
ted to other inactivation treatments have to be evaluated.

In conclusion, in the conditions tested in this study, PMA–
qPCR is able to assess the reduction of T. gondii oocyst via-
bility following heating. However, PCR signals can still be
detected in heat-killed oocysts leading to an underestimation
of the inactivation efficacy of heating. In this regard, further
works are required to evaluate the potential of this technique
following other inactivation treatments than heating and the
relevance of PMA–qPCR assays to characterize inactivation
efficacy of industrial processes. Considering that animal as-
says are not realistic for such assessments, the scientific com-
munity is challenged to develop a laboratory-accessible meth-
od for discriminating viable/infective from non-infective
T. gondii oocysts.
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�8 

Statistical analyses of viability percentages in untreated and heat-killed (99°C, 5 min) oocyst 9 

suspensions determined by PMA-qPCR (data obtained with AnaStats). �10 

 PMA incubation temperature 

 37°C  45°C 

Number of groups 6a  6a 
Number of datab 96  72 
Kruskal-Wallis statistic (H) 66.8  32.9 
Alpha 0.05  0.05 
Is the test significant?  Yes  Yes 

Dunn's multiple comparisons test 
Mean rank 
differencec  

Significative?  
Mean rank 
differencec  

Significative? 

Untreated 50 vs. 100 7.16 No  15.44 No 
Untreated 50 vs. 150 43.50 Yes  25.75 No 
Untreated 100 vs. 150 36.34 Yes  10.31 No 
Heat-killed 50 vs. 100 23.63 No  16.47 No 
Heat-killed 50 vs. 150 64.00 Yes  38.13 No 
Heat-killed 100 vs. 150 40.38 Yes  21.66 Yes 
Untreated 50 vs. Heat-killed 50 6.22 No  5.19 No 
Untreated 100 vs. Heat-killed 100 10.25 No  4.16 No 
Untreated 150 vs. Heat-killed 150 14.28 No  7.19 No 
a Untreated vs. Heat-killed (sporulated and unsporulated); 50 vs. 100 vs. 150 µM PMA 11 

b Percentage viability values 12 

c Absolute value 13 
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�8 

Mean viability percentages of untreated and heat-killed (99°C, 5 min) oocyst suspensions (sporulated 9 

and unsporulated) measured by PMA-qPCR targeting the 81 bp-RE sequence.  10 

 PMA incubation temperature 
 RT  37°C  45°C 
 PMA concentration 

(µM)  
PMA concentration  
(µM)  

PMA concentration  
(µM) 

 50 100 150  50 100 150  50 100 150 
Untreated a 48.9% 34.8% 27.2%  61.8% 54.1% 27.2%  25.1% 26.2% 14.0% 
Heat-killed a 41.2% 25.3% 24.9%  68.9% 45.6% 14.9%  33.2% 22.0% 12.3% 

a Viability % = 2�Cq x 100. with �Cq = Cq-PMA - Cq+PMA. Mean values of a minimum of two 11 

independent experiments. each in duplicates.   12 
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�8 

Statistical analyses of signal reductions obtained in untreated and heat-killed (99°C, 5 min) oocyst 9 

suspensions by PMA-qPCR with different amplicon length of the multicopy 529 pb-RE and with the 10 

monocopy SporoSAG gene (data obtained with AnaStats). 11 

Number of groups  8a 
Number of datab 288 
Kruskal-Wallis statistic (H)  94.5 
Alpha 0.05 
Is the test significatif?  Yes 

Dunn's multiple comparisons test 
Mean rank 
differencec 

Significatif? 

Untreated 80 bp-RE vs. 123 bp-RE 22.42 No 
Untreated 80 bp-RE vs.283 bp-RE 60.22 Yes 
Untreated 123 bp-RE vs.283 bp-RE 82.64 Yes 
Untreated 80 bp-RE vs. SporoSAG 4.64 No 
Untreated 123 bp-RE vs. SporoSAG 17.78 No 
Untreated 283 bp-RE vs. SporoSAG 64.86 Yes 
Heat-killed 80 bp-RE vs.123 bp-RE 152.78 Yes 
Heat-killed 80 bp-RE vs. 283 bp-RE 97.47 Yes 
Heat-killed 123 bp-RE vs. 283 bp-RE 55.31 No 
Heat-killed 80 bp-RE vs. SporoSAG 77.14 Yes 
Heat-killed 123 bp-RE vs. SporoSAG 75.64 Yes 
Heat-killed 283 bp-RE vs. SporoSAG 20.33 No 
Untreated 80 bp-RE vs. heat-killed 80 bp-RE 39.36 No 
Untreated 123 bp-RE vs. heat-killed 123 bp-RE 135.83 Yes
Untreated 283 bp-RE vs. heat-killed 283 bp-RE 2.11 No 
Untreated SporoSAG vs. heat-killed SporoSAG 42.42 No 
a Untreated vs. Heat-killed (sporulated and unsporulated); 80 vs. 123 vs. 283 bp-RE vs. SporoSAG 12 

b Signal reduction values, �Cq = Cq-PMA-Cq+PMA (100 µM at RT) 13 

c Absolute value 14 

RE, Repeat-Element 15 
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�8 

Effect of amplicon length and of the copy number of the target sequence on PMAxxTM-qPCR signal 9 

reduction (�Cq) in untreated and heat-killed (99°C, 5 min) oocysts (sporulated and unsporulated). 10 

� �
Multicopy  
529 bp-RE sequence 

 
Monocopy  
SporoSAG gene�

� � 81 bp� 123 bp� 283 bp�  71 bp�

�Cqa� Untreated -2.29 ± 0.45 -2.59 ± 0.42� -3.54 ± 0.84�  -3.32 ± 0.75�

� Heat-killed -1.89 ± 0.82 -4.08 ± 1.13� -2.04 ± 0.93  -3.87 ± 1.52�

log10 Viability reductionb� 0.12� -0.45� 0.45�  -0.17�

a �Cq = Cq-PMAxxTM – Cq+PMAxxTM (100 µmol l-1, room temperature); mean values of three 11 

independent experiments, each in duplicates. 12 

b Viability reduction = 2��Cq; ��Cq = �Cq Heat-killed - �Cq Untreated.  13 
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1.A.1.2. PMA-qPCR pour évaluer la viabilité des oocystes de C. parvum et des kystes de 

G. duodenalis. 

 
Matériels et méthodes 
 
 

a) Oocystes et kystes : non traités et inactivés 

Des oocystes de C. parvum (isolat Iowa) et les kystes de G. duodenalis (isolat H3, 

assemblage B) viables, provenant respectivement de selles de veaux et de gerbilles 

expérimentalement infectés, fournis par WaterborneTM Inc (Nouvelle-Orléans, Etats-Unis ; 

ref. C. parvum �P102C ; ref G. duodenalis �P101). Les suspensions de parasites sont stockées 

à 4°C en PBS 1X en présence d’antibiotiques (pénicilline, streptomycine, gentamycine), 

amphotéricine B et 0,01% de Tween 20 sur des durées n’excédant pas un mois (G. 

duodenalis) ou 3-4 mois (C. parvum) afin de garantir leur viabilité. Chaque suspension 

parasitaire reçue par le laboratoire est numérée sur lame Kova (Kova® Slide 10) en PBS 1X 

par microscopie en contraste de phase avec un grossissement 400 (Axioskop 40, ZEISS SAS, 

Allemagne). 

Les pourcentages de viabilité de chaque suspension d'oocystes de C. parvum et de 

kystes de G. duodenalis sont déterminés par RT-qPCR (cf. Partie 1.A.1.2.  Section c) et sont 

estimés à 96% pour C. parvum et à 87% pour G. duodenalis  

Des oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis traités par le froid (-20°C à 

-15°C pendant une nuit) et la chaleur (+70°C, 15 min) sont fournis par WaterborneTM Inc 

(Nouvelle-Orléans, Etats-Unis; ref. C. parvum �P102C; ref G. duodenalis �P101). Des 

parasites ont aussi été inactivés au laboratoire (+70°C, 15 min). L’absence de viabilité de 

chaque suspension parasitaire inactivée est contrôlée par RT-qPCR (cf. Partie 1.A.1.2. Section 

c). 

 
 

b) Marquage PMA, extraction d’ADN et qPCR 

Les procédures décrites pour les oocystes de T. gondii (Rousseau et al., 2019 ; cf. 

Partie 1.A.1.1.) ont été appliquées. Brièvement : 10 000 oocystes/kystes non traités et 

inactivés par la chaleur ou le froid ont été incubés avec 50, 100 ou 150 µM de PMA (Biotium 

Inc, Hayward, WI, USA) à température ambiante, 37°C ou 45°C pendant 30 min à l'obscurité, 

en vortexant toutes les 5 min. Pour chaque série d'expériences, des oocystes non traités et tués 

à la chaleur ont subi les mêmes conditions d'incubation sans PMA. Les échantillons ont 

ensuite été photoactivés par exposition aux LEDs pendant 15 min (Système PhAST Blue ; 

GenIUL, Barcelona, Spain), puis lavés trois fois avec de l’eau milliQ (5 000 g, 5 min). Le 
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culot d'oocystes/kystes a enfin été remis en suspension dans 55 μL de d’eau milliQ et l'ADN a 

été extrait en utilisant le kit InstaGeneTM Matrix selon les recommandations du fabricant.  

La qPCR a été réalisée à l'aide du thermocycleur Quant studio® 3 Real-Time PCR 

System (ThermoFisher, Scientific Inc, Villebon-sur-Yvette, France). Pour G. duodenalis la 

réaction de qPCR est effectuée dans un volume final de 25 μL contenant 12,5 μl de iQ ™ 

Supermix (Bio Rad, Marnes la Coquette, France), 1 μL de BSA 10 mg / mL (SIGMA, 

France), 1 μL de chaque amorce 20 μM, 0,5 μL de sonde 10 μM, 5 μL de matrice d'ADN et 4 

μL d'eau DNAse-RNAse (5PRIME). Pour C. parvum, 0,25 μL de sonde 10 μM et 4,25 μL 

d'eau DNAse-RNAse (5PRIME) sont utilisés. Les caractéristiques des amorces et sondes sont 

présentées dans le Tableau VII.  

 

Tableau VII : Cibles de qPCR pour C. parvum et G. duodenalis.  

Organisme 
Région 

ciblée 
Séquences des amorces Séquence des sondes 

Taille 

amplicon 
Références 

G. 

duodenalis

16S-like 

RNA 

(M54878.1) 

G-127R:  5’-TTG CCA GCG GTG 

TCC G- 3’ GP-105T: TXR 5’ CCC GCG GCG 

GTC CCT GCT AG 3’ BHQ2  
63 pb 

Verweij et al., 

2003G-80F : 5’-GAC GGC TCA GGA 

CAA CGG TT- 3’

C. parvum AF188110  

CRYPTO-F: 5’ CGC TTC TCT AGC 

CTT TTC ATG A 3’  
CRYPTO-P: FAM 5’CCA ATC ACA 

GAA TCA TCA GAA TCG ACT GGT 

ATC 3’ BQH1 

138 pb 

Laxer et al., 1991 

Fontaine et Guillot, 

2002 
CRYPTO-R:  5’ CTT CAC GTG TGT 

TTG CCA AT 3’

 

Les paramètres du cycle qPCR comprennent une étape de dénaturation à + 95 ° C 

pendant 3 min, suivie de 40 cycles à + 95 ° C pendant 15 secondes et de + 65 ° C pendant 1 

minute. Les valeurs de Cq correspondent au cycle de quantification. 

 

c) Extraction d’ARNm et RT-qPCR 

L’extraction d’ARNm est réalisée à partir de 104 oocystes de G. duodenalis et C. 

parvum resuspendus dans 200 μL d’eau et les ARNm sont élués dans 50 μL de Tris-HCL 10 

mM (Travaillé et al., 2016) puis traités à la Dnase comme précédemment décrit (Rousseau et 

al., 2019, Partie 1.A.1.1).  

La RT-qPCR est réalisée sur 2 μL d'ARNm traités à la DNase comme publiée 

précédemment (Travaillé et al., 2016 ; Rousseau et al., 2019 ; Partie 1.A.1.1). Les 

caractéristiques des amorces et sondes sont présentées dans le Tableau VIII.  
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Tableau VIII : Cibles de RT-qPCR pour C. parvum et G. duodenalis. 

Organisme 
Région 

ciblée 
Séquences des amorces Séquence des sondes 

Taille 

amplicon 
Références 

G. 

duodenalis 
βgiardine 

βgiardine-F    5’-CCT CAA GAG CCT 

GAA CGA-3’   βgiardine P: 5’FAM-AGA CGG GCA 

TTG CCA CGG AGA A-3’ BHQ1 
75 pb 

Travaillé et 

al., 2016 βgiardine-R   5’-AGC TGG TCG TAC 

ATC TTC TT-3’  

C. parvum HSP70 

HSP70-F   5’-GGA TGC AGG TGC 

AAT TGC T-3’ 
HSP70-P : 5’CY5-ATG TAA TGA 

GAA TCA TTA ACG AGC CAA CTG 

CAG CT-3’ BHQ2 

97 pb 
Travaillé et 

al., 2016 HSP70-R   5’-CTC TCG CCA GTT 

CCT TTC TTA TCA-3’ 

 

 

d) Analyses statistiques 

Les pourcentages de viabilité et les valeurs de réduction du signal ont été comparés en 

utilisant le test non paramétrique de Kruskal Wallis. Si l'hypothèse nulle H0 (les conditions 

testées n'ont pas d'effet sur la valeur mesurée) est rejetée, le test post hoc de Wilcoxon-Mann-

Whitney est appliqué pour deux échantillons indépendants. Tous les tests statistiques ont été 

effectués à l'aide de StatXact7. La différence était considérée significative lorsque la p-value 

< 0,05. 
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Résultats 
 
 

Une approche similaire à celle publiée pour les oocystes de T. gondii (Rousseau et al.,

2019, Partie 1.A.1.1) a été mise en œuvre pour les oocystes de C. parvum et les kystes de G. 

duodenalis. Plusieurs paramètres ont été étudiés : la concentration en PMA (50, 100 et 150 

µM) et la température d’incubation (température ambiante, 37°C et 45°C). D’après les valeurs 

de Cq obtenues en qPCR après incubation avec PMA (Tableau IX), les pourcentages de 

viabilité ont été calculés (2(Cq-PMA - Cq+PMA) x 100) dans chacune des conditions et chacune des 

suspensions comme décrit pour T. gondii (Rousseau et al., 2019, Partie 1.A.1.1).  

 

Quelle que soit la concentration de PMA à température ambiante, aucune condition 

d’inactivation ne permet d’abolir totalement le signal en qPCR des oocystes/kystes inactivés 

par le froid ou par la chaleur, alors qu'aucun parasite viable n'a été détecté par RT-qPCR 

(Tableau IX). La viabilité moyenne des kystes de G. duodenalis non traités varie de 27,2% à 

97,5% et diminue plus la concentration de PMA augmente (Figure 8, p-value < 0,05). Ces 

premiers résultats soulignent un potentiel effet toxique du PMA à forte concentration sur les 

kystes de Giardia. La viabilité des kystes de Giardia inactivés par la chaleur est 

significativement plus faible à 100 µM de PMA (2,6%, p-value < 0,05) par rapport à 50 et 150 

µM de PMA (respectivement 15,2% et 16,0%). Pour les kystes de Giardia inactivés par le 

froid, la viabilité moyenne varie entre 12,7 et 20%. La différence du pourcentage de viabilité 

entre les kystes non traités et inactivés par la chaleur est plus importante que lors de 

l’inactivation par le froid à 100 et 150 µM de PMA (p-value < 0,05). Ainsi, en fonction du 

traitement d’inactivation, la reduction de la viabilité des kystes de G. duodenalis mesurée en 

PMA-qPCR est variable. Pour les oocystes de C. parvum non traités, la viabilité moyenne 

détectée est très faible (2,4% à 7,2%) et diminue encore significativement avec 

l’augmentation de la concentration de PMA (Figure 8 ; p-value < 0,05). Aucune différence 

entre les oocystes non traités et inactivés (par le froid ou la chaleur) ne peut être mise en 

évidence dans ces conditions (Figure 8, p-value > 0,05). Par conséquent, l’effet des différents 

traitements d’inactivation sur les oocystes de C. parvum ne peut être évalué après incubation 

du PMA à température ambiante. 



A. ROUSSEAU 
 

 
 

106 

Tableau IX: Valeurs de Cq obtenues par PMA-qPCR et RT-qPCR pour des oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis viables 

et inactivés par le froid (une nuit entre -20 et -15°C) ou la chaleur (15 min, 70°C).  

Les résultats à différentes concentrations de PMA (0 à 150 µM) et températures d’incubation (température ambiante (RT), 37 et 45°C) sont 

présentés. La moyenne des Cq et les écart-types sont indiqués. (a) : 2/4 réplicats positifs ; (b) : 1/4 réplicats positifs. 

 

Incubation 
T°C

[PMA] (µM) 0 50 100 150 0 50 100 150 0 50 100 150

Cq moyen 22,18 21,86 22,67 24,26 22,52 21,97 22,17 23,19 22,37 23,55 23,04 23,38 32,10

Ecart-type 0,06 0,45 0,42 0,91 0,65 0,14 0,46 1,33 0,15 0,56 0,11 0,30 0,51

Cq moyen 22,61 25,82 29,22 25,27 22,49 26,47 25,89 25,59 22,94 26,43 26,07 28,42 N/A

Ecart-type 0,30 1,42 2,61 0,06 0,09 0,76 0,05 0,70 0,92 0,85 0,68 0,87 N/A

Cq moyen 21,21 23,54 24,32 24,19 23,17 25,85 24,80 25,45 23,94 28,08 27,21 28,82 N/A

Ecart-type 0,02 0,11 1,16 0,15 0,04 1,44 0,94 0,17 0,19 1,29 0,97 0,18 N/A

Cq moyen 27,68 31,54 33,13 33,12 32,12 31,97 32,89 32,89 28,63 30,76 31,73 33,07 31,91

Ecart-type 0,29 0,40 0,48 0,88 0,13 0,54 1,33 1,33 0,43 0,49 0,57 0,47 0,03

Cq moyen 30,94 35,50 36,07 35,23 31,08 35,39 38,11 38,89 30,16 38,58 (a) 38,39 (b) N/A N/A

Ecart-type 0,47 0,90 1,86 1,58 0,49 0,71 1,89 0,52 0,25 2,06 N/A N/A N/A

Cq moyen 28,57 33,14 34,33 35,06 29,01 34,19 34,68 35,37 29,39 35,76 37,67 37,08 N/A

Ecart-type 0,03 0,28 0,24 1,87 0,20 0,78 1,14 0,67 0,21 0,38 1,25 0,92 N/A

C. parvum

Non traités

15 min 70°C

 une nuit   
-20 à -15°C

RT 37°C 45°C

G. duodenalis

Non traités

15 min 70°C

 une nuit   
-20 à -15°C

RT-qPCR 

PMA qPCR
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Figure 8 : Effet des concentrations de PMA appliquées à température ambiante sur des 

suspensions d’oocystes de C. parvum (C) et de kystes de G. duodenalis (G) viables et 

inactivées par la chaleur ou le froid.  

A. oocystes (C)/kystes (G) non traités (=viables) ; B. oocystes (C)/kystes (G) inactivés par la 

chaleur (15 min 75°C) ; C. oocystes (C)/kystes (G) inactivés par le froid (une nuit entre -20 et 

-15°C). Chacune des suspensions d’oocystes/kystes a été soumise ou non à différentes 

concentrations de PMA (50 à 150 μM) pendant 30 min à l'obscurité et à température 

ambiante. Les pourcentages d'oocystes viables pour chaque concentration ont été calculés par 

rapport aux oocystes incubés sans PMA. La valeur du 1er quartile (25% des échantillons) 

correspond au trait inférieur de la boîte et le 3ème quartile (75% des échantillons), au trait 

supérieur de la boîte. La valeur du 2ème quartile (50% des échantillons), correspondant au 

pourcentage de viabilité médian, est représentée par un trait horizontal à l’intérieur de la boîte. 

Les moustaches représentées de part et d’autre de la boîte correspondent au plus grand et plus 

petit pourcentage de viabilité. Les valeurs moyennes sont représentées par des losanges. Les 

astérisques montrent des différences significatives (p-value <0,05). 
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Afin de vérifier si la persistance d’un signal en PMA-qPCR dans les parasites 

inactivés était dûe à un défaut de pénétration du PMA dans les oocystes et kystes, des 

températures d'incubation plus élevées (37 et 45°C) ont été testées pour accroître la 

perméabilité au PMA. Une réduction totale du signal de qPCR est observée uniquement pour 

les oocystes de C. parvum inactivés par la chaleur à 45°C à 150 µM de PMA (Tableau IX). 

C’est la seule condition qui permet de corréler les résultats de viabilité mesurés en PMA-

qPCR et RT-qPCR.  

 

Les pourcentages de viabilité ont été calculés à 37°C et 45°C pour des suspensions 

d’oocystes/kystes non traitées et inactivées par le froid ou la chaleur pour G. duodenalis et C. 

parvum à 50 µM de PMA (Figure 9). Cette concentration a été retenue car : (i) elle permettait 

d’obtenir le pourcentage de viabilité le plus élevé dans les suspensions d’oocystes/kystes non 

traités ; (ii) pour C. parvum, cette concentration est la seule qui a permis d’obtenir un 

pourcentage de viabilité significativement différent (p < 0,05) entre la suspension non traitée 

(7,2%) et les suspensions inactivées par le froid (4,3%) ou la chaleur (5,0%) ;  (ii) pour 

Giardia, l’estimation de la viabilité de la suspension non traitée en PMA-qPCR (97%) était la 

plus proche de celle obtenue en RT-qPCR (87%) ; enfin (iv) cette concentration permet 

d’appliquer un protocole unique sur Giardia et Cryptosporidium. 

 

La viabilité des kystes de G. duodenalis inactivés par le froid est plus faible à 45°C 

(8% de viabilité) qu’à 37°C (22% de viabilité) (Figure 9, p-value < 0,05). L’incorporation du 

PMA semble donc être favorisée à 45°C mais la viabilité des kystes non traités est fortement 

altérée à cette température (98% à 37°C et 37% à 45°C, Figure 9, p-value < 0,05). En 

revanche, le phénomène inverse est observé pour les kystes de Giardia inactivés par la 

chaleur avec 7% de viabilité à 37°C et 29 % à 45°C (p-value < 0,05). Au vu de l’ensemble des 

résultats pour G. duodenalis, le protocole de PMA-qPCR retenu pour les kystes est le 

suivant : 50 µM de PMA pendant 30 minutes à 37°C.

 

Concernant les oocystes de C. parvum non traités, le pourcentage de viabilité (6%) 

reste très faible à 37°C (Figure 9), comme à température ambiante. Aucune différence entre 

la condition non traitée et l’inactivation par le froid ou la chaleur ne peut être observée 

(Figure 9, p-value > 0,05). Cependant à 45°C, le pourcentage de viabilité augmente dans la 

suspension non traitée (15%) mais reste tout de même très largement en dessous des 96% de 

viabilité estimée en RT-qPCR. Le pourcentage de viabilité diminue pour les oocystes 

inactivés par la chaleur (0%) et le froid (1,4%), mettant en évidence une différence 
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significative entre les suspensions non traitées et traitées, bien que faible (Figure 9, p-value < 

0,05). Ainsi, le protocole de PMA-qPCR pour les oocystes de C. parvum retenu est le 

suivant : 50 µM de PMA pendant 30 minutes à 45°C. 

 

 

Figure 9 : Effet des températures d'incubation du PMA sur des suspensions d’oocystes 

de C. parvum et de kystes de G. duodenalis viables et inactivées par la chaleur ou le froid. 

A. oocystes/kystes non traités (=viables) ; B. oocystes/kystes inactivés par la chaleur (15 min 

75°C); C. oocystes/kystes inactivés par le froid (une nuit entre -20 et -15°C). Les kystes de G. 

duodenalis et les oocystes de C. parvum (non traités et inactivés par le froid ou la chaleur) ont 

été soumis ou non à 50 µM de PMA pendant 30 minutes à l'obscurité à 37°C ou 45°C. Les 

pourcentages d'oocystes/kystes viables pour chaque concentration ont été calculés par rapport 

aux oocystes/kystes incubés sans PMA. La valeur du 1er quartile (25% des échantillons) 

correspond au trait inférieur de la boîte et le 3ème quartile (75% des échantillons), au trait 

supérieur de la boîte. La valeur du 2ème quartile (50% des échantillons), correspondant au 

pourcentage de viabilité médian, est représentée par un trait horizontal à l’intérieur de la boîte. 

Les moustaches représentées de part et d’autre de la boîte correspondent au plus grand et plus 

petit pourcentage de viabilité. Les valeurs moyennes sont représentées par des losanges. Les 

astérisques montrent des différences significatives (p-value <0,05). 
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1.A.1.3. La PMA-qPCR pour mesurer la viabilité des oocystes et kystes : 

Conclusions/discussion 

 

Notre principal objectif était d’obtenir une méthode permettant de détecter la viabilité 

des trois protozoaires T. gondii, C. parvum et G. duodenalis de façon simultanée. Une 

approche basée sur la PMA-qPCR a été évaluée sur les oocystes de T. gondii dans un premier 

temps (Rousseau et al., 2019) puis sur les oocystes de C. parvum et les kystes de G. 

duodenalis. A la différence de T. gondii, la PMA-qPCR avait déjà été décrite dans la 

littérature pour étudier la viabilité des oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis 

(Alonso et al., 2014 ; Agulló-Barcelló et al., 2014 ; Liang et Keeley, 2011 ; Brescia et al., 

2009) mais pour C. parvum, aucun concensus n’a pu être établi. 

 

L’une des stratégies pour améliorer la discrimination entre les parasites viables et 

inactivés par la chaleur est l’application de concentrations plus élevées de PMA (Fittipaldi et 

al., 2012). Ainsi, des oocystes/kystes viables et inactivés par le froid ou la chaleur ont tout 

d’abord été incubés avec différentes concentrations de PMA (50 à 150 μM) pendant 30 

minutes à température ambiante. Excepté Giardia, le pourcentage de viabilité mesuré 

déterminé en PMA-qPCR pour des oocystes de C. parvum et T. gondii non traités s’est avéré 

beaucoup plus faible que celui mesuré en RT-qPCR. Bien que la comparaison ne soit pas 

pertinente en raison de la différence de stabilité des acides nucléiques (ADN ou ARN) et du 

rendement d’extraction des deux méthodes, ces résultats suggèrent que l’oocyste et le kyste 

ont des comportements différents vis-à-vis du PMA. En outre, il a été démontré que la 

méthode de purification mise en œuvre pour les oocystes (flotation par gradient de 

saccharose) augmentait le pourcentage d’oocystes de C. parvum dégénérés (Kar et al., 2011). 

Ces derniers seraient alors plus perméables au PMA affectant ainsi le signal en PMA-qPCR 

mais pas en RT-qPCR. La viabilité des oocystes et des kystes chute pour une concentration 

élevée en PMA (150 μM), suggérant un effet cytotoxique du PMA sur les trois parasites. 

Pourtant, aucun effet toxique du PMA à de forte concentration (100, 150 et 200 μM) n’a été 

décrit chez les protozoaires Cryptosporidium (Brescia et al., 2009) ou Acanthamoeba 

castellanii (Fittipaldi et al., 2011). Cependant, l’utilisation d’une sonde Taqman dans nos 

essais peut révéler des variations de la viabilité plus fines que des méthodes de détection 

basées sur la détection sur gel d’agarose ou en SYBR green. 

 

A température ambiante, un signal en qPCR est toujours détecté pour des 

oocystes/kystes inactivés par le froid ou la chaleur, alors qu’aucun signal n’est obtenu en RT-
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qPCR, indiquant que les parasites sont non viables. Cette discordance entre ces deux 

méthodes a déjà été décrite pour des oocystes de C. parvum inactivés par de l’amomonium et 

le stockage à 4°C (Liang et Keeley, 2012).  

 

En fonction du traitement d’inactivation appliqué aux kystes de G. duodenalis (chaleur 

ou froid), le pourcentage de viabilité mesuré par PMA-qPCR (100 et 150 µM) varie alors 

qu’aucune différence n’est observée en RT-qPCR (aucun signal quel que soit le traitement). 

Selon le traitement, cette méthode pourrait donc permettre de mettre en évidence des 

réductions de viabilité plus finement que d’autres. Ceci peut présenter un intérêt pour la 

qualification précise de barèmes thermiques par exemple. Cependant, le fait que la réponse en 

PMA-qPCR varie selon le traitement subi par les cellules peut également traduire une 

différence de perméabilité au PMA, comme cela a été suggéré pour des oocystes de C. 

parvum soumis à de l’H2O2 et de l’ammonium (Liang et Keeley, 2012). Ces résultats 

indiquent qu’une stratégie basée sur la perméabilité des cellules pour mesurer la viabilité des 

kystes et des oocystes n’est sans doute pas applicable de manière systématique pour étudier 

l’efficacité d’inactivation de différents procédés sur les parasites.  

 

Des essais complémentaires à ces travaux devraient donc être menés pour évaluer 

d’autres traitements d’inactivation chimiques (acides, oxydants…) ou physiques (ultrasons, 

cycles de congélations/décongélations…) ayant un impact sur la paroi des oocystes et kystes 

afin de permettre l’incorporation du PMA. L’utilisation d’une molécule facillitant 

l’incorporation du PMA pourrait aussi être testée. 

 

Afin d’augmenter la perméabilité des parois des oocystes/kystes au PMA et 

d’améliorer la discrimination entre des parasites viables et non viables, nous avons augmenté 

la température d’incubation du PMA (Nkuipou-Kenfack et al., 2013 ; Rawsthorne et al., 

2009). Bien que non systématique, une réduction totale du signal de qPCR a pu être observée

pour les oocystes de C. parvum inactivés par la chaleur à 45°C 150 µM de PMA. En revanche 

pour les autres conditions testées, un signal est toujours détecté en PMA-qPCR contrairement 

à la RT-qPCR. L’incubation à 45°C avec 50 µM de PMA a tout de même permis de mesurer 

le pourcentage de viabilité le plus élevé dans la suspension non traitée de C. parvum et, par 

conséquent, a conduit à une meilleure discrimination entre les oocystes viables et les oocystes 

inactivés par la chaleur et le froid. Ce résultat très surprenant, pourrait s’expliquer par une 

extraction d’ADN facilitée suite à l’exposition à 45°C qui contribuerait à un meilleur 

rendement d’extraction. Le même protocole, appliqué cependant à température ambiante, a 
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été utilisé avec succès également par Agulló-Barcelló et al. (2014). Contrairement aux 

oocystes de C. parvum, la température de 45°C a un impact négatif sur la viabilité des kystes 

de G. duodenalis et les oocystes de T. gondii et/ou augmente leur perméabilité au PMA. 

 

Ainsi, le protocole de PMA-qPCR retenu dans notre étude pour évaluer la viabilité des 

oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis diverge de ceux précédemment décrits 

dans la littérature (Brescia et al., 2009 ; Liang et Keeley, 2011 ; Alonso et al., 2014 ; Agulló-

Barcelló et al., 2014). Pour C. parvum, une incubation à 45°C avec 50 µM PMA pendant 30 

minutes semble la plus efficace pour distinguer des oocystes viables d’oocystes inactivés, 

quel que soit le traitement d’inactivation appliqué. Cependant, le faible niveau de viabilité 

mesuré dans la suspension d’oocystes non traités ne permet pas de conclure quant à un 

éventuel effet du traitement d’inactivation, ni sur la pertinence de la technique. Pour les kystes 

de G. duodenalis, l’incubation avec 50 µM de PMA pendant 30 minutes à température 

ambiante et 37°C apparaît efficace pour mettre en évidence l’inactivation des kystes par la 

chaleur et le froid. Ce protocole est différent de celui retenu par Alonso et al. (2014) qui 

consistait en une incubation à température ambiante de 5 min avec 150 µM de PMA. 

Cependant, un temps d’incubation plus long peut favoriser la pénétration du PMA dans les 

cellules ayant perdu leur intégrité membranaire puis son s’intégration dans leur ADN 

(Fittipaldi et al., 2012). Ainsi, une incubation de 30 min a été rapportée pour Acanthamoeba 

castellanii (Fittipaldi et al., 2011). Etant donné la faible concentration de PMA retenu dans 

notre protocole, nous avons donc opté pour un temps d’incubation plus long (30 min). D’autre 

part, l’utilisation de LED permet de s’affranchir de l'excès de chaleur généré par les lampes 

halogènes, ce qui pourrait rendre les membranes cellulaires permissives à la pénétration du 

PMA en leur infligeant des dommages (Wang et al., 2009).  

 

La longueur du gène cible amplifié est aussi un paramètre déterminant dans la 

suppression du signal dans les cellules non viables. Plus la taille de l’amplicon est grande, 

plus la probabilité que l’ADN polymérase rencontre une molécule de PMA fixée de façon 

covalente sur l’ADN est grande (Contreras et al., 2011). Dans le cas de T. gondii, 

l’augmentation de la taille du fragment amplifié de 83 à 123 pb a en effet permis d’améliorer 

significativement la réduction de signal des les oocystes inactivés par la chaleur, mais n’a pas 

conduit à l’abolition du signal. Pour G. duodenalis et C. parvum, des fragments de 63 et 138 

pb ont été amplifiés dans notre étude, et aucune extinction de signal n’a pu être observée en 

PMA-qPCR (excepté à 45°C pour C. parvum). Or, des études antérieures ont mis en évidence 

que le signal PMA-qPCR était éliminé pour des kystes de G. duodenalis inactivés par la 
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chaleur avec un amplicon de 605 pb mais pas de 77 pb ciblant le gène tpi (Alonso et al., 

2014), et pour les oocystes de C. parvum, qu’une réduction de signal plus importante était 

obtenue en amplifiant une séquence de 834 pb du gène 18S, contre 108 pb (Agulló-Barcelló, 

2014). Ainsi, pour Giardia et Cryptosporidium, il conviendrait d’évaluer la PMA-qPCR dans 

les conditions définies ci-dessus (température et concentration) en ciblant des régions 

nucléiques plus longues. Cependant, afin d’être compatible avec des essais en qPCR, des 

fragments < 300 pb devront être ciblés.  

 

D’après l’ensemble des optimisations de la PMA-qPCR mené sur les trois parasites en 

matrice eau, les conditions de marquage au PMA retenue sont différentes : 100 μM de PMA 

pendant 30 min à température ambiante pour T. gondii, 50 μM de PMA pendant 30 min à 

37°C pour C. parvum et 45°C pour G. duodenalis. Un protocole commun aux trois parasites 

pour mettre en évidence leur viabilité par PMA-qPCR n’a donc pas pû être validé. Cependant, 

considérant que les trois parasites ont une taille, une structure mais aussi une paroi de 

composition différente, le développement d’un protocole unique s’avérait ambitieux. 

L’application de la PMA-qPCR sur matrice complexe a été décrite pour détecter la viabilité 

de la bactérie Campylobacter dans des carcasses de poulet (Josefsen et al., 2010), Escherichia 

coli, Listeria monocytogenes et Salmonella à partir de légumes coupés frais (Elizaquivel et 

al., 2012) ou de la viande hachée (Yang et al., 2013). Cependant, Elizaquivel et ses 

collaborateurs (2012) ont noté qu’en présence d’une forte concentration de L. monocytogenes, 

le traitement par PMA n’est pas approprié dans les légumes frais coupés. Par ailleurs, selon 

Liang et Keeley (2012), des eaux trop chargées pourraient réduire la pénétration de la lumière 

à travers l’échantillon et empêcher la fixation du PMA de façon covalente à l’ADN.  

 

En conclusion, suite à ces travaux, l’approche PMA-qPCR n’est pas considérée 

comme une stratégie pertinente pour déterminer la viabilité des parasites en matrice eau et n’a 

donc pas été évaluée sur matrice complexe alimentaire.  
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1.A.2 Evaluation de la multiplication in vitro couplée à la qPCR pour étudier la viabilité 

des kystes de G. duodenalis  

 
Giardia est un parasite extracellulaire qui présente l’avantage de pouvoir se multiplier 

sous forme trophozoïtes, après dékystement des kystes. Si la multiplication in vitro des 

trophozoïtes ne peut caractériser l’infectiosité puisqu’elle ne permet pas d’observer 

d’infection, elle renseigne cependant sur la viabilité du parasite. Cette approche, couplée à 

une détection moléculaire des trophozoïtes par qPCR, a donc été explorée pour étudier la 

viabilité des kystes de G. duodenalis, dans une matrice simple dans un premier temps.  

 
Matériels et méthodes 

a) Kystes de G. duodenalis : non traités et inactivés 

Les kystes de G. duodenalis (isolat H3, assemblage B) non traités ou inactivés par la 

chaleur (+70°C, 15 min) fournis par WaterborneTM Inc (Nouvelle-Orléans, Etats-Unis ; ref G. 

duodenalis �P101) ont été utilisés (cf. partie 1.A.1.2. Section a). 

 
b) Entretien des lignées cellulaires 

La lignée cellulaire HCT-8 (cellules d'adénocarcinome de la valvule iléo-cæcale de 

l'intestin humain, ATCC No. CCL-244: American Type Culture Collection, Rockville, MD) a 

été utilisée pour étudier la viabilité des kystes de G. duodenalis. Les cellules adhérentes sont 

maintenues en milieu de culture IMDM contenant du glutaMAXTM (ThermoFisher, USA) 

supplémenté par 5% (v/v) de sérum de veau foetal inactivé à 56°C pendant 30 minutes 

(Eurobio, France), 100 µg/ml de streptomycine (Gibco®) et 100 U/mL de pénicilline 

(Gibco®) dans des boîtes de culture cellulaire (T75 cm² ; VWR, Canada) dans une 

atmosphère humidifiée à 5% de CO2 à 37 ° C. A partir de 80% de confluence (après 24h à 

37°C), les cellules sont lavées avec du PBS 1X puis trypsinées pour décoller les cellules de la 

boîte de culture. 

 

c) Obtention de trophozoïtes et infection des cellules

Avant l'inoculation des parasites, environ 2.105 cellules ont été ensemencées dans du 

milieu de culture en plaque 96 puits. 

Dix mille kystes de G. duodenalis sont incubés en milieu acide dans 200 μL HCl pH 2 

(Bimgham et Meyer, 1979) ou HBSS pH 2,7 (Garvey et al., 2010; 2014) pendant 1h à 37°C 

pour induire le dékystement et la formation de trophozoïtes. Après centrifugation (5 min à 

5 000g), le culot de trophozoïtes est resuspendu dans du milieu de culture puis ensemencé sur 
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des cellules HCT-8 (confluence 80%) ou en absence de cellules (culture axénique). Un témoin 

de culture cellulaire (cellule HCT-8 sans parasite) est réalisé. La culture cellulaire est arrêtée 

directement après la mise en culture (T0) et après l’incubation pendant 48h à 37°C (T48h). La 

limite de détection de la méthode a été estimée grâce à une série de dilutions de kystes viables 

allant de 1 à 10 000. 

 

d) Extraction d’ADN de trophozoïtes et qPCR 

L’extraction d’ADN des trophozoïtes est réalisée en utilisant le kit QIAamp DNA 

Mini (QIAGEN, Courtaboeuf, France). Le surnageant est récupéré des puits, centrifugé 5 min 

à 5 000g puis le culot est remis en suspension dans 180 μL du tampon ATL et 20 μL de 

protéinase K. La suspension est transférée dans un tube Eppendorf de 1,5 mL et l'échantillon 

est traité selon les recommandations du fabricant.  

L’ADN de Giardia est détecté par qPCR selon le protocole décrit précédemment (cf. 

partie 1.A.1.2. section b).   

Une diminution de Cq entre T0 et le temps d’arrêt de la culture met en évidence une 

multiplication parasitaire qui traduit la viabilité des kystes de G. duodenalis. La différence de 

signal en qPCR est calculée (ΔCq = CqT0 – Cqarrêt de culture). 

 

e) Analyses statistiques 

Les valeurs de Cq et de ΔCq ont été comparés en utilisant le test non paramétrique de 

Kruskal Wallis. Si l'hypothèse nulle H0 (les conditions testées n'ont pas d'effet sur la valeur 

mesurée) est rejetée, le test post hoc de Wilcoxon-Mann-Whitney est appliqué pour deux 

échantillons indépendants. Tous les tests statistiques ont été effectués à l'aide de StatXact7. La 

différence était considérée significative lorsque la p-value < 0,05. 
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Résultats  
 
 

Deux protocoles de dékystement des kystes en trophozoïtes en milieu acide ont été 

testés (HCl à pH 2 ou HBSS à pH 2,7). Les résultats sont présentés en Figure 10. 

            

                

Figure 10 : Impact du protocole de dékystement sur la multiplication in vitro des 

trophozoïtes de G. duodenalis mesurée par qPCR. 

Les kystes de G. duodenalis (10 000) ont été soumis à un traitement de dékystement en HCl 

pH 2 ou HBSS pH 2,7 pendant 1h à 37°C. Après centrifugation, le culot de trophozoïtes 

obtenu est resuspendu en milieu de culture puis déposé sur un tapis de cellules HCT-8 

(confluence 80%) incubé à 37°C. L’ADN est extrait à partir du surnageant de culture, 

immédiatement après la mise en culture des trophozoïtes (T0) et après culture pendant 48 h 

(T48h). Chaque extrait d’ADN est testé en duplicat en qPCR pour détecter Giardia à T0 et 

T48h. Les astérisques montrent des différences significatives de Cq (p-value < 0,05).  

 

  

 Entre T0 et T48h, le signal de qPCR diminue (ΔCq = 5,8 p-value < 0,05) de manière 

comparable, quel que soit le traitement de dékystement utilisé (p-value < 0,05). Ces résultats 

montrent la capacité des trophozoïtes de G. duodenalis à se multiplier dans le surnageant en 

présence de cellules HCT-8 et donc la viabilité de ces derniers. 

Giardia étant un parasite extracellulaire, on peut s’interroger sur la nécessité d’utiliser 

des cellules HCT-8 pour permettre la multiplication des trophozoïtes de Giardia. Nous avons 

donc comparé la multiplication des trophozoïtes avec cellules HCT-8 ou sans (culture 

axénique : milieu de culture seul). Les résultats sont présentés en Figure 11. 
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Figure 11 : Multiplication in vitro de trophozoïtes de G. duodenalis en présence ou 

absence de cellules HCT-8 (n=2). 

Les kystes de G. duodenalis (10 000) ont été dékystés en HBSS pH 2,7 pendant 1h à 37°C. 

Après centrifugation, le culot de trophozoïtes obtenu est resuspendu en milieu de culture

directement incubé à 37°C (culture axénique) ou déposé sur un tapis de cellules HCT-8 

(confluence 80%) incubé à 37°C. L’ADN est extrait du surnageant immédiatement après la 

mise en culture des trophozoïtes (T0) et après culture pendant 48h (T48h) avec ou sans 

cellules HCT-8. Chaque extrait d’ADN est testé en duplicat en qPCR pour détecter Giardia à 

T0 et T48h. Les astérisques montrent des différences significatives de Cq (p-value < 0,05).  

 

 

Entre T0 et T48h, le signal de qPCR diminue de façon significative en absence et en 

présence de cellules HCT-8 (p-value < 0,05). Ces résultats montrent que les trophozoïtes de 

G. duodenalis sont capables de se multiplier en culture axénique et sont donc viables. 

Cependant, la différence de signal entre T0 et T48h est plus importante en présence des 

cellules HCT-8 (ΔCq = 5,7) par rapport à la culture axénique (ΔCq = 2,6) indiquant que les 

cellules favorisent la multiplication des trophozoïtes. Le protocole retenu pour la suite des 

essais pour étudier la viabilité des kystes de G. duodenalis est donc le dékystement en HBSS 

pH 2,7 (1h à 37°C) suivi d’une multiplication des trophozoïtes en présence des cellules HCT-

8 pendant 48h à 37°C. 

 

Nous avons ensuite vérifié que seul un parasite vivant était capable de se multiplier en 

culture et induire une réduction de signal en qPCR significative après 48h de culture.  Des 
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kystes vivants ont été inactivés par la chaleur (15 min à 75°C). Les résultats sont présentés en 

Figure 12.  

 

 

 

Figure 12 : Etude de la viabilité de kystes de G. duodenalis non traités et inactivés par la 

chaleur (15 min 75°C) par multiplication in vitro couplée à la qPCR (n=3). 

Les kystes de G. duodenalis (10 000) non traités (gris) ou traités par la chaleur pendant 15 

min à 70°C (rouge) ont été dékystés en HBSS pH 2,7 pendant 1h à 37°C. Après 

centrifugation, le culot de trophozoïtes obtenu est resuspendu en milieu de culture puis déposé 

sur un tapis de cellules HCT-8 (confluence 80%) incubé à 37°C. L’ADN est extrait du 

surnageant immédiatement après la mise en culture des trophozoïtes (T0) et après culture 

pendant 48h (T48h). Chaque extrait d’ADN est testé en duplicat en qPCR pour détecter 

Giardia à T0 et T48h. Les astérisques montrent des différences significatives de Cq (p-value 

< 0,05). 

 

 

Lorsque l’on compare le Cq obtenu à T0 par rapport à celui obtenu à T48h pour les 

kystes non traités, la différence de signal en qPCR est significativement diminuée (DCq = 

3,0 ; p-value < 0,05). Les kystes non traités sont donc viables. En revanche, le signal en qPCR 

est stable pour les kystes inactivés par la chaleur (T48h) par rapport à la condition contrôle 

(T0) (p-value > 0,05). Les kystes inactivés par la chaleur ne sont plus viables. Il est 

intéressant de noter que le nombre de trophozoites à T0 est variable d’une expérience à l’autre 

pour une même quantité de kystes initiale (comparer Figure 11, HCT-8 et Figure 12). Le 
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rendement de dékystement apparaît donc peu reproductible. Cependant, ceci ne semble pas 

affecter le résultat final, puisqu’après 48h à 37°C, les Cq équivalents sont identiques 

suggérant qu’on a atteint un plateau de multiplication (Figures 11 et 12).  

 

Afin d’estimer la limite de détection de la méthode, une gamme de dilution en série 

allant de 1 à 10 000 kystes de G. duodenalis a été réalisée. Chaque quantité parasitaire a été 

testée en triplicat (Tableau X).  

 

Tableau X : Evaluation de la limite de détection du protocole de mutliplication in vitro 

couplée à la qPCR à partir de kystes de G. duodenalis en matrice eau (n=3). 

Des kystes de G. duodenalis (1 à 10 000) sont dékystés en HBSS pH 2,7 pendant 1h à 37°C. 

Les trophozoïtes sont ensuite mis en culture sur un tapis de cellules HCT-8 pendant 48h à 

37°C. L’ADN est extrait du surnageant à T0 et T48h, et testé en duplicat en qPCR pour 

détecter Giardia.   

 

 Quantité de kystes Cq moyen ± écart-type 

T0 10 000 26,70 ± 0,71 

T48h 

10 000 23,32 ± 0,46 

1 000 27,19 ± 0,24 

100 30,53 ± 0,43 

50 31,81 ± 0,70 

10 32,65 ± 0,89

5 36,43 ± 0,82 

1 38,02 ± 0,54 

 

 

Pour 10 000 kystes de G. duodenalis, le signal de qPCR diminue significativement 

entre T0 et T48h de culture cellulaire (ΔCq = 3,4), mettant en évidence la viabilité des kystes 

de G. duodenalis. Les résultats montrent que la technique basée sur la multiplication in vitro

de trophozoïtescouplée à la qPCR permet de détecter moins d’un kyste viable de G. 

duodenalis dans la matrice eau. La technique semble également quantitative (R² = 0,98).  

Cette approche permet donc de déterminer la viabilité des kystes et leur quantification. 
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La multiplication in vitro couplée à la qPCR pour étudier la viabilité des kystes de G. 

duodenalis : Conclusions/Discussion  

 
Bien que l’on s'intéresse de plus en plus à l’utilisation de la culture cellulaire comme 

méthode alternative aux bioessais pour étudier la pathogénicité et l’infectiosité des oocystes 

de C. parvum ou T. gondii dans l’eau (Hijjawi, 2010 ; Villegas et al., 2010), seules deux 

études ont décrit cette approche à partir de kystes de G. duodenalis associée à la PCR ou la 

RT-PCR (Alum et al., 2012 ; Garvey et al., 2014). Cependant, comme Giardia n'est pas un 

parasite intracellulaire, les cellules ne sont pas infectées par le parasite. Ainsi, l’utilisation de 

ces techniques pour évaluer le potentiel infectieux est discutable (Rousseau et al., 2018). En 

revanche, ces approches permettent d’estimer la multiplication des trophozoïtes et donc 

d’évaluer la viabilité des kystes de G. duodenalis. 

 

 Afin d'induire le dékystement et la libération des trophozoïtes à partir de kystes de G. 

duodenalis, deux traitements en milieu acide (HCl pH 2 et HBSS pH 2,7) ont été décrits 

(Bingham et Meyer, 1979 ; Garvey et al., 2014), basés sur l'imitation des conditions 

rencontrées in vivo par le parasite chez un hôte sensible. Dans notre étude, quel que soit le 

traitement de dékystement, le signal de qPCR diminue entre T0 et T48h, montrant la capacité

des trophozoïtes de G. duodenalis à se multiplier dans le surnageant en présence de cellules 

HCT-8 et donc la viabilité des kystes au départ. Le nombre de trophozoïtes obtenus à T0 

apparaît cependant variable. Ceci peut traduire une variabilité du nombre de kystes viables 

dans la suspension de départ ou encore un rendement de dékystement non optimal et donc peu 

reproductible. Cependant, une incubation de 48h semble permettre de s’affranchir de cette 

variabilité, ce qui présente tout son intérêt dans un contexte environnemental ou alimentaire 

dans lequel on ne connaît pas l’état des parasites. Un travail complémentaire est malgré tout 

nécessaire pour déterminer le rendement du dékystement des kystes (étape limitante du 

protocole) et si besoin pour l’optimiser. Une diminution de signal n’est pas observée après 

inactivation des kystes par la chaleur démontrant que cette approche permet de mettre en 

évidence spécifiquement des kystes viables. 

 

 Nous avons par ailleurs montré que la culture axénique (sans cellules), décrite par 

plusieurs auteurs (Vargas-Villarreal et al., 2014 ; Gasser et al., 1987), permet d’évaluer la 

viabilité des kystes de Giardia. Cependant, la différence de signal entre T0 et T48h est plus 

importante en présence des cellules HCT-8 (ΔCq = 5,7) par rapport à la culture axénique 

(ΔCq = 2,6). Ces résultats sont en accord avec des travaux antérieurs qui ont démontré que les 
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trophozoïtes ont besoin d’un attachement aux surfaces épithéliales pour se multiplier et 

qu’une variation de la quantité de cellules hôtes disponibles pour Giardia avait un impact sur 

sa prolifération (Garvey et al., 2014). Alternativement, les cellules pourraient sécréter des 

molécules qui favoriseraient la mutliplication des trophozoïtes. Pour vérifier cette hypothèse, 

il pourrait être envisagé de mettre les trophozoïtes en présence de différents surnageants de 

culture cellulaire (par exemple : HCT-8, Véro) ou utiliser des inserts de culture cellulaire, 

Transwell® (VWR) permettant d’éviter tout contact entre les cellules mises en culture et les 

trophozoïtes. 

 

 Nous avons montré que la limite de détection de notre protocole de multiplication in 

vitro couplée à la qPCR est égale à un kyste de G. duodenalis. Cette limite de détection est 

inférieure à celle obtenue par Alum et ses collaborateurs (2012) avec G. muris, ainsi qu’à 

celle atteinte en RT-qPCR pour détecter des kystes de G. duodenalis viables en matrice 

simple (50 kystes ; Travaillé et al., 2016). De plus, cette technique permet de quantifier les 

parasites viables. Ainsi, cette approche s’avère pertinente pour évaluer la viabilité des kystes 

de Giardia en matrice eau dans un contexte de biosurveillance et pour étudier l’efficacité des 

procédés industriels de décontamination (Garvey et al., 2014). Cependant, considérant que la 

mesure de la viabilité est rarement corrélée à l’infectiosité (Rousseau et al., 2018), il 

conviendra de compléter ces travaux par la comparaison de la technique de multiplication in 

vitro à de essais in vivo (modèle gerbille).  

 

Ainsi, cette approche semble prometteuse pour une application en matrice mollusque, 

mais nécessite encore d’évaluer de manière plus approfondie les paramètres de dékystement 

et de culture in vitro.  
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PARTIE 1.B. : MATRICE MOLLUSQUE 
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ETUDE DE LA VIABILITE DES OOCYSTES DE T. GONDII ET C. PARVUM ET 

DES KYSTES DE G. DUODENALIS PAR RT-qPCR 

 

L’approche PMA-qPCR n’a pas été considérée comme pertinente pour déterminer la 

viabilité des parasites en matrice simple. Le choix s’est donc porté sur la Reverse-

Transcriptase-qPCR, développée en matrice simple lors d’un précédent programme ANR 

(Protofood ANR-09-ALIA-009 ; Travaillé et al., 2016) et disponible au laboratoire, comme 

méthode moléculaire pour évaluer la viabilité des trois parasites dans une matrice complexe.  

 

Les mollusques, et plus particulèrement les moules M. edulis (moule marine 

comestible) et D. polymorpha (moule continentale) ont été sélectionnées comme matrice 

complexe car : i) la consommation de M. edulis peut représenter un risque de contamination 

pour l’homme ; ii) les deux mollusques, via leur capacité de filtration des parasites, présentent 

un potentiel intéressant comme outil de surveillance de la qualité des eaux ; iii) ces 

organismes se constituent d’organes aux propriétés structurales et biochimiques différentes, 

peuvent être riches en acides gras (M. edulis), et retenir de nombreuses microparticules 

variées par leurs activités de filtration (sédiments, minéraux, bactéries, microalgues…), 

pouvant rendre difficile le traitement de l’échantillon 

 
 
Matériels et méthodes 

a)  Les parasites utilisés 

Les caractéristiques des différentes suspensions de parasites viables sont identiques à 

celles décrites précédemment (Partie 1.A.1.2. Section a ; Rousseau et al., 2019).   

 

b) Mollusques utilisés 

Les moules continentales Dreissena polymorpha ou dreissènes (2,2 ± 0,3 cm) ont été 

collectées à environ 5 m de profondeur au Lac-du-Der-Chantecoq (48° 36'07,7 "N, 4° 

44'37,0" E) en novembre. Les moules marines Mytilus edulis ou moules bleues (4 et 5 cm de 

longueur de coquille) ont été collectées sur la côte rocheuse intertidale d'Yport (Seine-

Maritime, France). Les dreissènes et les moules bleues ont été conservées à -20°C jusqu’à 

utilisation. Avant chaque expérimentation, les mollusques entiers congelés ont été découpés 

au scapel puis pesés. 
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c) Elution/récupération des oocystes et kystes des matrices mollusques 

L’intégralité des tissus d’une dreissène ou d’une moule bleue est broyée et déposée 

dans un sac stomacher (Bagpage R400, Saint-Nom-la-Bretèche, France) pour être ensuite 

dopée par 10 000 oocystes/kystes ou par une gamme d’oocystes/kystes allant de 500 à 100 

000 pour estimer la limite de détection de la méthode utilisée. Les sacs sont conservés 2h à 

température ambiante puis 24h à 4°C. Les échantillons sont ensuite mis en suspension dans un 

volume final de 12,5 mL (pour D. polymorpha) et 25 mL (pour M. edulis) de trypsine 1X 

(réf. 27250-018 ; Thermo Fisher Scientific, Villebon-sur-Yvette, France) pour permettre la 

digestion des tissus et faciliter l'élution des oocystes et des kystes. Dans certains essais, 0,12% 

d’hypochlorite de sodium a été ajouté à la solution de trypsine 1X. Après une incubation à 

37°C pendant 1h30 sous agitation à 90 tr/min, les filtrats ont été recueillis et 20 mL de NaCl à 

0,9% ont été ajoutés pour laver le sac stomacher à deux reprises, par centrifugation à 2 500 g 

pendant 10 minutes à 10°C. Le culot ainsi obtenu a été directement utilisé pour l’extraction 

d’ARN ou soumis à une étape de purification des parasites par gradient de Percoll afin 

d’éliminer la matrice. Pour ce faire, le culot est resuspendu dans 1,5 mL de Percoll 30% dilué 

dans du NaCl à 0,9%. Après 5 minutes à 12 000 g, 1 mL de surnageant est éliminé et 1 mL de 

NaCl à 0,9% est ajouté pour rompre le gradient de Percoll. 

 
 

d) Extraction d’ARN total et RT-qPCR. 

Pour les oocystes de C. parvum, une induction de l’expression pendant 20 min à 45°C 

du gène hsp70 est requise avant de procéder à l’extraction d’ARN.  

Les culots d’oocystes obtenus tels que décrits ci-dessus (section c) sont resupendus 

dans 1 mL de tampon de lyse d’ARN (différent selon le kit d’extraction d’ARN testé), puis 

transferés dans un tube Lysing Matrix E (MP Biomedicals, Illkirch-Graffenstaden, France) 

contenant des billes de verre (4 mm), de céramique (1,4 mm) et de silice (0,1 mm). Les 

parasites sont broyés mécaniquement, soit 2 x 40s à la vitesse de 6.0 m/s en Fatsprep ou 30s à 

33 Hz en TissueLyser (Qiagen, Courtaboeuf, France). 
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Les kits d’extraction d’ARN suivants ont été évalués :  

� Kit FastRNA ProTM Soil-Direct (MP Biomedicals, Illkirch-Graffenstaden, France): 

L'extraction d’ARN est réalisée en suivant les instructions du fabricant. L'ARN est élué dans 

un volume final de 100 μl d'eau DEPC. Chaque extrait d’ARN obtenu à partir de ce protocole 

est dilué au demi avant de réaliser la RT-qPCR. 

� Kit RNeasy Mini (QIAGEN, Courtaboeuf, France) :  

L'extraction d'ARN est réalisée en suivant les instructions du fabricant et l'ARN est élué dans

un volume final de 50 μL d'eau RNase-free.  

� Protocole TriReagent (MRC-Research, USA) :  

Après 5 minutes d’incubation à température ambiante, 200 μL de chloroforme sont ajoutés et 

homogénéisés. La suspension est incubée 2 à 15 min à température ambiante puis centrifugée 

à 12 000g pendant 15 minutes à 4°C. La phase supérieure (aqueuse) est transférée dans un 

nouveau microtube auquel on ajoute 500 μL d’isopropanol. Après 5 à 10 minutes 

d’incubation à température ambiante, le tube est centrifugé à 12 000g pendant 8 minutes entre 

4°C et 25°C. Le culot d’ARN est lavé dans 1 mL d’éthanol 75%, séché à l’air puis repris par 

50 μL d’eau RNase-free. 

 

Trente microlitres d'ARN purifiés ont ensuite été soumis à un traitement par DNase en 

utilisant 1 μL de TURBOTM DNAse (Life Technologies, Villebon-sur-Yvette, France). Après 

une incubation de 30 minutes à 37 ° C, la DNase est inactivée et les ARN sont conservés à -20 

°C jusqu'à analyse. 

La RT-qPCR a ensuite été réalisée avec les mêmes cibles et dans les mêmes conditions 

que précédemment décrites pour les 3 parasites (cf. Partie 1.A.1.2. Section c ; Rousseau et al., 

2019). Pour T. gondii, les caractéristiques des amorces et de la sonde sont présentées dans le 

Tableau XI. 

 
Tableau XI : Cibles de RT-qPCR pour T. gondii. 

Organisme 
Région 

ciblée 
Séquences des amorces Séquence des sondes 

Taille 

amplicon 
Références 

T. gondii SporoSAG

TOXO-F   5’-CGG ACA AAT GTG 

GCG TAC AC-3’ 

TOXO-R   5’-GTG ATC TTG CGC 

CGA ACA C-3’ 

TOXO-P : 5’FAM-TTC TCG TCA 

AAG CGG CAC CAC AGG-3’ BHQ1 
71 pb

Travaillé et 

al., 2016 

 
Sur matrice mollusque, les limites de détection LD50, correspondant à la dernière dose pour 

laquelle 50% des échantillons positifs sont détectés, ont été définies. 
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e) Analyses statistiques 

Les valeurs de Cq moyen ont été comparées en utilisant le test non paramétrique de 

Kruskal Wallis. Si l'hypothèse nulle H0 (les conditions testées n'ont pas d'effet sur la valeur 

mesurée) est rejetée, le test post hoc de Wilcoxon-Mann-Whitney est appliqué pour deux 

échantillons indépendants. Tous les tests statistiques ont été effectués à l'aide de StatXact7. La 

différence était considérée significative lorsque la p-value < 0,05.  
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Résultats  
 

Dans un premier temps, le protocole de RT-qPCR a été optimisé à partir de M. edulis 

et D. polymorpha dopées par des oocystes de T. gondii, puis appliqué sur ces deux matrices 

mollusques dopées par des oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis.  

a) T. gondii   
  

 Les optimisations ont été menées en parallèle sur les deux bivalves (M. edulis et D. 

polymorpha) afin de proposer un protocole commun aux deux matrices mollusques 

permettant de purifier puis d’extraire l’ARN des oocystes de T. gondii. Plusieurs protocoles 

d’extraction d’ARN ont été testés sur M. edulis. Les résultats sont présentés en Tableau XII. 

 

Tableau XII : Résultats obtenus lors des essais de protocoles d’extraction d’ARN total 

d’oocystes de T. gondii, à partir de M. edulis et D. polymorpha (n=2). 

Les échantillons sont présentés dans l’ordre où les expériences ont été effectuées. Chaque 

moule a été dopée avec 10 000 oocystes. Les culots d’oocystes issus de la digestion trypsique 

de la matrice mollusque sont lavés puis une agitation mécanique en présence de billes (Tube 

Lysing Matrix E) via le FastPrep Instrument (2x40s – Vitesse 6.0) a permis de pré-extraire 

l’ARN des parasites. L’extraction d’ARN est menée en utilisant différents protocoles : Kit 

Rneasy Mini, Kit FastPrep ProTM Soil- Direct ou le protocole TRI Reagent. Chaque extrait 

d’ARN est testé en duplicat. 
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Pour la moule bleue, les résultats montrent qu’en utilisant le kit RNeasy Mini, seul un 

duplicat sur deux est détectée en RT-qPCR. La colonne du kit utilisée tout au long de ce 

protocole est très rapidement colmatée par l’échantillon initialement déposé car la matrice est 

toujours présente. Le kit RNeasy Mini n’est donc pas adapté pour extraire l’ARN de T. gondii 

à partir de cette matrice. Avec le kit FastRNA ProTM Soil-Direct, la plupart des réplicats sont 

détectés en RT-qPCR. En revanche, les résultats obtenus sur les dilutions d’ARN indiquent la 

présence fréquente d’inhibiteurs (échantillons 3, 4, 6, 7 et 8). De plus, les résultats semblent 

dépendre de la quantité de matrice initialement traitée (échantillons 3, 4 vs. 5, 6). L’ajout 

d’une étape de purification sur colonne en fin d’extraction d’ARN n’a pas permis d’éliminer 

les inhibiteurs comme en témoignent les valeurs de Cq obtenues pour les échantillons 7 et 8 

non dilués et dilués au 1/10ème. Dans ces conditions, la dilution des extraits d’ARN au 1/10ème 

est nécessaire, et peut s’avérer limitante en cas de niveau faible de contamination des moules 

bleues. 

 

Echantillons Masse (g)
Kit extraction 

ARNm
Purification 
sur colonne

Dilution 
ARNm

Cq moyen Ecart-type
Puits positif 

en qPCR
 - 37,491 N/A 1/2
1/10 N/A N/A 0/2
 - N/A N/A 0/2
1/10 N/A N/A 0/2
 - 39,41 0,13 2/2
1/4 38,35 1,28 2/2
1/10 36,86 0,83 2/2
1/40 37,27 0,49 2/2
1/100 38,48 0,16 2/2
 - 37,26 0,47 2/2
1/4 34,76 0,93 2/2
1/10 35,10 0,12 2/2
1/40 35,60 0,22 2/2
1/100 36,60 2,21 2/2
 - 38,58 N/A 1/2
1/10 N/A N/A 0/2
 - 36,95 N/A 1/2
1/10 36,81 0,36 2/2
 - 35,45 1,26 2/2
1/10 35,45 0,27 2/2
 - 36,68 0,68 2/2
1/10 37,44 1,36 2/2
 - 33,60 0,64 2/2
1/10 36,11 1,39 2/2
1/100 38,29 N/A 1/2
 - 31,50 0,56 2/2
1/10 34,00 0,15 2/2
1/100 37,59 0,30 2/2
 - 32,61 0,12 2/2
1/10 34,85 0,39 2/2
1/100 37,46 0,90 2/2
 - 32,88 1,02 2/2
1/10 35,65 0,48 2/2
1/100 37,92 0,78 2/2

7

M. edulis

3

Kit FastRNA Pro™ 
Soil-Direct 

 - 

6

8

Kit RNeasy Mini  - 

4,48

3,04

2,66

2,50

2,53

2,84

4,514

2,955

1

2

1

2

3

`4

D. 
polymorpha

 +

1,46

1,43

1,38

1,44

 - 
Protocole TRI 

reagent®

Kit FastRNA Pro™ 
Soil-Direct 

 +
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Concernant les dreissènes, la totalité des échantillons purs extraits avec le kit Fast 

FastRNA ProTM Soil-Direct et le protocole TRI Reagent est détectée (échantillons 1 à 4). Une 

série de dilutions au 1/10ème a été réalisée afin de vérifier si l’extraction à partir de dreissène 

apporte des inhibiteurs en RT-qPCR comme nous l’avons observé pour les moules bleues. 

Contrairement à la moule bleue, quel que soit le protocole d’extraction utilisé (avec ou sans 

purification des ARN), les valeurs de Cq obtenues sur les extraits d’ARN dilués indiquent 

l’absence d’inhibiteurs de RT-qPCR. La différence observée entre les deux matrices moules 

après application de la même procédure, à savoir kit Fast FastRNA ProTM Soil-Direct suivi 

d’une purification (échantillons 7-8 M. edulis vs. 3-4 D. polymorpha), peut être liée aux 

caractéristiques physiologiques et/ou physico-chimiques de chacun des mollusques (contenu 

lipidique, poids…). De plus, une variabilité plus importante est mise en évidence avec le 

protocole TRI Reagent (Cq(échantillon 1) – Cq(échantillon 2) = 2.1 pour une même dose 

d’oocystes). Cette variabilité peut être expliquée par un plus faible nombre de lavages avant la 

solubilisation de l’ARN et l’absence de purification sur colonne en fin d’extraction.  

 

Parce qu’il est commun aux moules bleues et aux dreissènes, le protocole d’extraction 

d’ARN total basé sur l’utilisation du kit Fast FastRNA ProTM Soil-Direct avec une étape de 

purification sur colonne a été retenu. Cependant, il présente des limites : i) détection tardive 

de T. gondii pour un dopage à 10 000 oocystes. En effet, l’ensemble des Cq obtenus est 

supérieur à 32,61 (obtenu sur dreissène) ; ii) nécessité de diluer les ARN pour la moule bleue. 

Ainsi, de nouveaux essais incluant une étape de purification par gradient de Percoll ont été 

menés, afin d’éliminer la matrice avant d’appliquer le protocole d’extraction d’ARN. Les 

résultats sont présentés en Figure 13.  
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Figure 13 : Effet du gradient de Percoll 30% sur la détection des oocystes de T. gondii 

viables en RT-qPCR à partir de M. edulis et D. polymorpha. 

Les moules ont chacune été dopées avec 10000 oocystes. Les culots issus de la digestion 

trypsique des mollusques et contenant les oocystes ont été lavés, puis purifiés ou non sur un 

gradient de Percoll 30%. Une agitation mécanique en présence de billes (Tube Lysing Matrix 

E) via le FastPrep Instrument (2x40s – Vitesse 6.0) a permis de pré-extraire l’ARN des 

parasites et l’extraction des ARN est effectuée avec le Kit FastPrep ProTM Soil-Direct (avec 

purification). Chaque extrait d’ARN dilué au 1/10ème est testé en duplicat. Les Cq indiqués 

correspondent aux Cq des échantillons purs extrapolés à partir de la valeur de Cq obtenue au 

1/10è, avec Cq1/10è - Cqpur = 3,3 pour un facteur de dilution égal à 10 et une efficacité de PCR 

optimale égale à 2 (log2(10)). Les astérisques montrent des différences significatives (p-value 

< 0,05). 

 

 

Au niveau des deux matrices mollusques, les Cq sont plus tardifs lorsque le gradient 

de Percoll 30% est réalisé, traduisant une perte d’oocystes et/ou d’ARN (p-value < 0 ,05). La 

purification par gradient de Percoll n’est donc pas retenue. Pour un dopage avec 10 000 T. 

gondii sans gradient de Percoll, le Cq moyen obtenu à partir de la moule bleue (30,67 ± 1,22) 

est inférieur à celui obtenu pour la dreissène (32,99 ± 1,08) (p-value < 0 ,05). Ainsi en 

fonction de la matrice mollusque utilisée, la détection d’ARN varie pour une même dose 

d’oocystes de T. gondii.  
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Considérant la variabilité observée sur Dreissènes et moules bleues avec le Kit 

FastPrep ProTM Soil-Direct (avec purification) sans gradient de Percoll (comparer Tableau 

XII et Figure 13), d’autres modifications ont été menées au niveau des étapes de purification 

des oocystes et de pré-extraction, dans un premier temps sur dreissène. Les résultats sont 

présentés dans le Tableau XIII. 

 

Tableau XIII : Résultats des modifications des étapes d’élution des oocystes (10 000) et 

de pré-extraction d’ARN à partir de la dreissène (n=2). 

L’élution des oocystes a été testée en présence de trypsine avec ou sans ajout d’hypochlorite 

de sodium à 0,12%. Une agitation mécanique en présence de billes (Tube Lysing Matrix E) 

via le FastPrep Instrument (2x40s – Vitesse 6.0) ou via le TissueLyser (30s, 33 Hz) a permis 

de pré-extraire l’ARN des parasites. Les ARN sont ensuite extraits avec le Kit FastPrep ProTM 

Soil-Direct (avec purification) et chaque extrait d’ARN dilué au 1/10ème est testé en duplicat. 

Les Cq indiqués correspondent aux Cq des échantillons purs extrapolés à partir de la valeur de 

Cq obtenue au 1/10è, avec Cq1/10è - Cqpur = 3,3 pour un facteur de dilution égal à 10 et une 

efficacité de PCR optimale égale à 2 (log2(10)).  

 

Elution des 

oocystes 
Pré-extraction ARN Cq moyen Ecart-type 

Puits positif en 

RT-qPCR 

Trypsine 1X 
2x40s FastPrep 32,07 0,73 4/4 

30s TissueLyser 35,42 N/A 1/4 

Trypsine 1X 

Hypochlorite de 

sodium 0,12% 

2x40s FastPrep 35,52 N/A 1/4 

30s TissueLyser 35,60 N/A 1/4 

 

La variabilité du signal de RT-qPCR observée notamment sur la matrice dreissène, 

peut être liée à la présence dans les extraits de Rnases qui, en fonction de leur concentration, 

pourraient induire une dégradation plus ou moins importante des ARN. Or, la solution de 

trypsine issue de pancréas d’animaux est riche en ribonucléases et il a été démontré que 

l’ajout d’hypochlorite de sodium à 0,12 % pouvait inhiber l’activité de ces ribonucléases 

(Vrtacnik et al., 2014). Ainsi, une élution des oocystes en trypsine couplée à l’hypochlorite de 

sodium a été testée sur la dreissène. Cependant, ces conditions ne permettent pas d’améliorer 
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la détection des oocystes de T. gondii par RT-qPCR puisque seul un réplicat sur quatre est 

positif (Tableau XIII).  

 

La variabilité observée peut également être liée à un problème d’efficacité et/ou de 

reproductibilité de l’étape de pré-extraction d’ARN. Ainsi, l’impact d’une agitation 

mécanique en Tissue Lyser sur la détection en RT-qPCR a été évalué. Le Fastprep utilise un 

mouvement omnidirectionels qui est peut-être trop drastique pour obtenir de l’ARN alors que 

le TissueLyser utilise un mouvement uniforme. Le TissueLyser est notament utilisé pour 

obtenir des sporocystes à partir d’oocystes de T. gondii (Partie 2.A., Rousseau et al., en 

préparation). Cependant, en présence de trypsine seule, seul un réplicat sur quatre est positif 

lorsque l’agitation mécanique est effectuée en TissueLyser. 

 

 En conclusion, aucune des modifications testées n’a permis d’améliorer la variabilité 

de détection des oocystes viables par RT-qPCR chez la dreissène. Ainsi, le protocole retenu 

qui permet de détecter un maximum de réplicats reste : i) élution en trypsine 1X ; ii) pré-

extraction des ARN par agitation mécanique (2x40s – Vitesse 6.0) en présence de billes de 

différentes tailles via le Fastprep instrument ; iii) extraction d’ARN total avec le kit FastPrep 

ProTM Soil-Direct (avec purification). Ce protocole sera testé sur les oocystes de C. parvum et 

les kystes de G. duodenalis. 

 

b) C. parvum et G. duodenalis 
 

 Le protocole d’extraction d’ARN et de détection par RT-qPCR proposé pour T. gondii 

a été testé pour mettre en évidence simultanément la présence d’oocystes de C. parvum et de 

T. gondii, et des kystes de G. duodenalis viables chez M. edulis et D. polymorpha Les 

résultats sont présentés dans le Tableau XIV. 

 

Tableau XIV : Détection des oocystes de T. gondii et C. parvum, et des kystes de G. 

duodenalis viables par RT-qPCR à partir de M. edulis et D. polymorpha (n=4). 

Chaque moule a été dopée simultanément avec 10 000 oocystes de T. gondii et C. parvum et 

10 000 kystes de G. duodenalis. Les culots d’oocystes et de kystes issus de la digestion 

trypsique de la matrice mollusque ont été lavés puis soumis à une agitation mécanique en 

présence de billes (Tube Lysing Matrix E) via le FastPrep Instrument (2x40s – Vitesse 6.0) 

pour pré-extraire l’ARN des parasites. L’extraction des ARN est effectuée avec le Kit 

FastPrep ProTM Soil-Direct (avec purification). Chaque extrait d’ARN dilué au 1/10ème est 
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testé en duplicat. Les Cq indiqués correspondent aux Cq des échantillons purs extrapolés à 

partir de la valeur de Cq obtenue au 1/10è, avec Cq1/10è - Cqpur = 3,3 pour un facteur de 

dilution égal à 10 et une efficacité de PCR optimale égale à 2 (log2(10)).   

 

 

 

 
Pré-extraction 

ARN 
Cq moyen Ecart-type 

Puits positif 

en RT-qPCR 

M. edulis 

T. gondii 33,25 1,48 8/8 

C. parvum 36,62 N/A 1/8 

G. duodenalis 28,59 0,48 8/8 

D. 

polymorpha 

T. gondii 34,88 1,17 8/8 

C. parvum 37,57 2,40 5/8 

G. duodenalis 34,86 1,24 8/8 

 

 

Les résultats montrent que la viabilité est détectée en RT-qPCR pour la totalité des 

essais à partir de M. edulis et D. polymorpha dopée par des oocystes de T. gondii et kystes de 

G. duodenalis. En revanche, des oocystes de C. parvum viables sont détectés seulement pour 

1/8 réplicats de M. edulis (12%) et 5/8 réplicats de D. polymorpha (63%). Ainsi, le protocole 

de RT-qPCR développé sur M. edulis et D. polymorpha pour T. gondii fonctionne pour les 

kystes de G. duodenalis mais nécessiterait une optimisation pour améliorer la détection de la 

viabilité des oocystes de C. parvum. 

 

c) Détermination de la limite de détection des oocystes de T. gondii et C. parvum, et des 

kystes de G. duodenalis en RT-qPCR à partir de M. edulis et D. polymorpha. 

 Bien que le protocole ne soit pas optimal pour la détection de C. parvum par RT-qPCR 

dans les moules, la limite de détection (LD50) correspondant à la dernière dose pour laquelle  

50% des échantillons sont détectés positifs a été caractérisée sur les deux types de moules 

(Tableau XV). 
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Tableau XV : Evaluation de la limite de détection des oocystes de T. gondii et C. parvum, 

et des kystes de G. duodenalis viables par RT-qPCR chez M. edulis et D. polymorpha 

(n=2). 

Chaque moule a été dopée simultanément avec une quantité d’oocystes et de kystes allant de 

500 à 100 000. Le culot d’oocystes et de kystes issu de la digestion trypsique de la matrice 

mollusque est lavé puis soumis à une agitation mécanique en présence de billes (Tube Lysing 

Matrix E) via le FastPrep Instrument (2x40s – Vitesse 6.0) pour pré-extraire l’ARN des 

parasites. L’extraction des ARN est effectuée avec le Kit FastPrep ProTM Soil-Direct (avec 

purification). Chaque extrait d’ARN dilué au 1/10ème est testé en duplicat. Les Cq indiqués 

correspondent aux Cq des échantillons purs extrapolés à partir de la valeur de Cq obtenue au 

1/10è, avec Cq1/10è - Cqpur = 3,3 pour un facteur de dilution égal à 10 et une efficacité de PCR 

optimale égale à 2 (log2(10)). 

 

    T. gondii G. duodenalis C. parvum 

  

Quantité 

de kystes 
Cq moyen ± écart-type 

Puits 

positif en 

RT-qPCR 

Cq moyen ± écart-type 

Puits positif 

en RT-

qPCR 

Cq 

Puits 

positif en 

RT-qPCR 

M. edulis 

100 000 29,77 ± 2,08 4/4 29,50 ± 1,49 4/4 N/A 0/4 

50 000 31,50 ± 1,30 4/4 31,35 ± 1,50 4/4 N/A 0/4 

10 000 31,41 ± 2,12 4/4 31,50 ± 0,47 4/4 N/A 0/4 

5 000 33,47 ± 0,23 3/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

1 000 N/A   0/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

500 N/A   0/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

D. polymorpha 

100 000 33,67 ± 0,48 4/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

50 000 33,35 ± 0,30 4/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

10 000 35,58 ± 0,71 2/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

5 000 38,26 ± 0,10 3/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

1 000 36,72   1/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

500 N/A   0/4 N/A   0/4 N/A 0/4 

 

Dans cette expérimentation, la viabilité n’est pas détectée pour les oocystes de C. 

parvum sur M. edulis et D. polymorpha et pour les kystes de G. duodenalis sur D. polymorpha 

(Tableau XV). Ces résultats divergent des résultats obtenus précédemment dans les mêmes 

conditions expérimentales (Tableau XIV). Le vieillissement des suspensions mères de 

parasites au cours du temps peut en être responsable. On ne peut également exclure un 

problème lié spécifiquement aux lots de moules utilisés. Nos résultats ne permettent donc pas 

de conclure quant à la limite de détection de cette technique sur ces matrices pour C. parvum. 

Pour T. gondii, la LD50 est comprise entre 1 000 et 5 000 oocystes pour les deux mollusques. 
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Pour G. duodenalis chez M. edulis, la LD50 se situe entre 5 000 et 10 000 kystes viables. Ces 

limites de détection sont élevées et peu compatibles avec une surveillance environnementale, 

où la quantité parasitaire est très faible. Par conséquent, dans les conditions mises en œuvre, 

la RT-qPCR ne semble pas adaptée pour étudier la viabilité des trois parasites dans des 

matrices complexes telles que les moules. 
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La RT-qPCR pour étudier la viabililité des oocystes de T. gondii et C. parvum et des kystes 
de G. duodenalis en matrice mollusque : Conclusions/Discussion 

Notre principal objectif est de disposer d’une méthode permettant de détecter la 

viabilité des trois protozoaires T. gondii, C. parvum et G. duodenalis de façon simultanée en 

matrice mollusque. Jusqu’à aujourd’hui, la plupart des études porte sur la détection d’ADN 

(Ghozzi et al., 2017 ; Tei et al., 2016 ; Marangi et al., 2015 ; Putignani et al., 2011 ; Leoni et 

al., 2007) et très peu d’étude s’intéresse à la viabilité. Ces dernières utilisent principalement la 

méthode FISH (Robertson et Gjerde, 2008 ; Lucy et al., 2008 ; graczyk et al., 2007) (Arkush 

et al., 2003;) et plus occasionnellement un marquage de viabilité à l’iodure de propidium 

(Gómez-Courso et al., 2003 ; Negm, 2003) ou la RT-qPCR (Coupe et al., 2018). La méthode 

choisie pour étudier la viabilité des trois parasites en matrice mollusque est la RT-

qPCR.Plusieurs protocoles d’extraction d’ARN d’oocystes de T. gondii ont été testés sur la 

moule bleue et la dreissène, couplés à une étape de pré-extraction par agitation mécanique en 

présence de billes. La pré-extraction l’aide de billes a en effet été déjà décrite pour extraire 

l’ARN de T. gondii à partir de moule entière M. galloprovincialis (Arskursh et al., 2003). Le 

Kit RNeasy Mini ne s’avère pas adapté à la matrice mollusque. Ce dernier n’a jamais été 

décrit pour extraire de l’ARN de pathogènes à partir de matrice mollusque mais un autre kit, 

RNeasy Plant Mini (QIAGEN), a déjà été utilisé pour l’extraction d’ARN de virus issus de 

palourde (Costafreda et al., 2006). L’intérêt de ce dernier kit pour extraire l’ARN des 

parasites à partir de la matrice moule pourrait donc être évalué. Avec le Kit FastRNA ProTM 

Soil- Direct, la plupart des échantillons de moule bleue et de dreissène dopés par T. gondii 

sont détectés en RT-qPCR. Jusqu’à aujourd’hui le kit FastPrep RNA ProTM Soil-Direct a été 

appliqué uniquement sur le sol pour extraire l’ARN de bactéries, de levures (Tebbe et al., 

1993) mais aussi de C. parvum (Liang et Keeley, 2011). Cependant, dans notre étude, 

l’extraction d’ARN sur matrice moule bleue avec ce kit s’est avérée peu reproductible et 

source d’inhibiteurs, partiellement levée après dilution des ARN. La présence d’inhibiteurs de 

qPCR représente la principale limite d'utilisation de la RT-qPCR sur matrice mollusque, 

entraînant une diminution de la sensibilité ou des résultats faussement négatifs (Schrader et 

al., 2012). De plus, l’extraction d’ARN à partir de moule bleue reste très dépendante des 

propriétés physico-chimique du mollusque. Cette variabilité est aussi observée pour la 

dreissène. L’ajout du gradient de Percoll 30% n’a pas permis l’élimination des inhibiteurs et 

l’amélioration des résultats de RT-qPCR. Par ailleurs, la faible sensibilité de la détection par 

RT-qPCR ne semble pas liée à la présence de RNases dans le tampon trypsine puisque l’ajout 

d’hypochlorite de sodium (Vrtacnik et al., 2014) lors de l’élution n’a pas augmenté la 

fréquence de détection. D’après les valeurs de Cq obtenues, la quantité d’ARN extraite en 
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utilisant une agitation mécanique en FastPrep (2 x 30s Vitesse 6.0) semble plus importante 

par rapport au TissueLyser (30s à 33Hz). Comme nous le verrons ultérieurement dans ce 

manuscrit (Partie 2.A., Rousseau et al., en préparation), ce mode d’agitation permet de 

libérer uniquement des sporocystes et peut donc s’avérer insuffisant pour libérer l’ARN des 

sporozoïtes contrairement au protocole FastPrep.  

 

Le protocole incluant une digestion des mollusques en trypsine 1X suivie d’une 

agitation mécanique de 2x40s à la vitesse 6.0 en FastPrep et d’une extraction d’ARN avec le 

kit FastPrep ProTM Soil-Direct (avec purification) a donc été retenu pour les oocystes de T. 

gondii et testé pour les oocystes de C. parvum et des kystes de G. duodenalis. Si la procédure 

a permis de détecter les deux parasites dans les deux matrices, la méthode apparaît plus 

efficace pour Giardia sur M. edulis que D. polymorpha. De plus, la sensibilité de la méthode 

(nombre de positifs) est plus faible pour C. parvum (12 à 63% de détection selon la moule). 

La matrice moule bleue possède une quantité de tissus supérieure à la dreissène qui peut 

contribuer à la protection des kystes de Giardia et de leurs ARN lors de l’agitation au 

Fastprep avec les billes, et donc favoriser leur détection dans cette matrice. Par ailleurs, les 

limites de détection de ce protocole s’avèrent relativement élevées : > 1 000 pour T. gondii 

(M. edulis et D. polymorpha) et > 5 000 pour G. duodenalis (M. edulis).   

 

En raison de la taille des oocystes de C. parvum (5 µm) par rapport à Giardia (7-10 

µm x 8-12 µm), une centrifugation suivie d’une filtration pourrait cependant le rendre plus 

efficace pour extraire l'ARN de C. parvum comme proposé par Liang et Keeley (2011).  

Dans les conditions proposées, la RT-qPCR ne semble pas adaptée pour étudier la 

viabilité des trois protozoaires dans le cadre de surveillance environnementale, où la quantité 

parasitaire est très faible. Récemment une application environnementale de la RT-qPCR a 

permis de détecter des oocystes de T. gondii viables dans 6,7 % d’échantillons d’hémolymphe

de moule Perna canaliculus (Coupe et al., 2018). L’utilisation du compartiment hémolymphe 

pourrait peut-être limiter la présence d’inhibiteurs de qPCR par rapport aux organismes 

entiers et simplifier le protocole de RT-qPCR sans nécessiter l’étape d’extraction des oocystes 

des tissus. La bioaccumulation des trois parasites chez les mollusques a été étudiée dans 

différents tissus (branchies, glande digestive) et liquides (hémolymphe, intervalvaire). Dans 

l’ensemble, l’hémolymphe, les branchies et le tube digestif permettent de déterminer le niveau 

de contamination des mollusques par des protozoaires (Hohweyer et al., 2017). Il a par 

ailleurs été démontré que des oocystes de T. gondii, infectieux et donc viables, étaient le plus 
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souvent détecté dans la glande digestive (89%) de M. galloprovincialis par rapport à 

l'hémolymphe ou les branchies (Arkursh et al., 2003). D’autres études ont démontré que T. 

gondii, C. parvum et G. duodenalis étaient retrouvés dans les tissus des moules, des huîtres 

(Willis et al., 2014 ; Esmerini et al., 2010 ; Robertson et Gjerde, 2008) mais aussi des 

dreissènes (Palos Ladeiro et al., 2013). Afin d’optimiser la détection des parasites, des études 

proposent d’analyser les branchies et le tube digestif chez les moules ou les palourdes (Freire-

Santos et al., 2000 ; Gómez-Courso et al., 2004 ; Leoni et al., 2007) ou les tissus de 

mollusques entiers (Lucy et al., 2008 ; Levesque et al., 2010 ; Esmerini et al., 2010).  C’est 

cette dernière suggestion qui a été retenue dans le cadre de cette étude pour s’affranchir 

notamment des éventuels biais liés à une accumulation différentielle des parasites dans les 

organes et détecter un maximum de parasites viables. Cependant, cette approche a présenté 

l’inconvénient de conduire à une présence importante d’inhibiteurs qui limitent la détection 

des parasites viables dans les extraits. En conséquence, il serait intéressant de mener des 

études comparatives afin d’évaluer quelle approche, organisme entier par rapport à l’organe 

accumulateur, est la plus appropriée pour détecter chacun des parasites viables dans les 

moules. 

 

 

 

CONCLUSIONS PARTIE 1  

 

Notre principal objectif était de proposer une approche pour étudier simultanément la 

viabilité des trois parasites par biologie moléculaire, et ce quelle que soit la matrice : simple 

(eau) ou complexe (mollusque).  

 

La PMA-qPCR ne s’avère pas être une approche à privilégier en matrice eau car, bien 

qu’elle permette de discriminer entre oocystes/kystes viables et traités thermiquement, elle ne 

permet pas de mettre en évidence des réductions de viabilité importantes et surtout, un signal 

est toujours détecté dans des parasites inactivés conduisant à des faux positifs. Même si seul 

le traitement thermique a été évalué et qu’il conviendrait de tester d’autres traitements 

d’inactivation, nos travaux indiquent que la PMA-qPCR n’apparaît pas pertinente pour une 

application sur matrice complexe.  
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Actuellement, la RT-qPCR reste donc la méthode moléculaire de choix pour étudier la 

viabilité des trois parasites en matrice eau (Travaillé et al., 2016). Si elle a été utilisée avec 

succès pour évaluer la survie des oocystes et kystes inoculés à fortes doses (103 à 105) dans du 

basilic (Hohweyer et al., 2016), l’approche RT-qPCR s’avère en revanche moins pertinente 

pour des matrices plus complexes telles que les mollusques, comme nous l’avons démontré 

dans ces travaux, ou encore de la purée de fraises (données personnelles, Projet FAM 

PARAVIPRESS 2014-2016). L’une des principales optimisations nécessaires pour la RT-

qPCR en matrice complexe concerne la pré-extraction d’ARN (étape limitante) afin de réduire 

l’importante variabilité observée lors des essais. 

 

Pour Giardia, les résultats prometteurs obtenus avec la technique de multiplication in 

vitro couplée à la qPCR pour détecter des kystes viables dans l’eau (LOD<1 kyste viable), 

ouvrent des perspectives particulièrement intéressantes pour évaluer la viabilité de Giardia 

dans une matrice complexe. Des perspectives de ce travail consistent donc à évaluer dans un 

premier temps la transférabilité de cette méthode sur une matrice complexe, à procéder à des 

optimisations si nécessaire afin de valider ou non la pertinence de cette approche. 

 
Globalement, quelle que soit la technique, nos travaux soulignent la difficulté, voire 

l’impossibilité, de disposer d’un protocole unique pour les trois parasites et applicable à tous 

types de matrices. Ceci étant établi et accepté, et en l’absence d’une méthode moléculaire

robuste pour la détection des parasites viables dans une matrice complexe, nous avons orienté 

nos efforts sur la culture-cellulaire couplée à la qPCR, technique spécifique à chaque parasite, 

mais qui permet de mesurer directement l’infectiosité, sans avoir recours aux modèles 

animaux (bioessais). Seuls T. gondii et C. parvum ont une phase de leur cycle où ils se 

multiplient à l’intérieur des cellules et peuvent donc être concernés par cette approche.  
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PARTIE 2 : CC-qPCR : METHODE ALTERNATIVE 
AUX BIOESSAIS POUR ETUDIER L’INFECTIOSITE 
DES OOCYSTES DE T. GONDII ET DE C. PARVUM 
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 La viabilité est un paramètre important pour estimer le risque mais non suffisant. En 

effet, seul un parasite infectieux peut potentiellement conduire à une infection chez l’Homme. 

La méthode de référence pour étudier l’infectiosité des trois protozoaires, disponible au sein 

des laboratoires de l’EA 7510 ESCAPE (laboratoires de Reims et de Rouen), est l’infection 

de modèles animaux. Cependant, son application n’est pas envisable en industrie agro-

alimentaire car les bioessais sont très coûteux, le temps nécessaire pour obtenir une réponse 

est long (plusieurs semaines) et ils soulèvent de nombreux problèmes éthiques. 

 

 Il est donc apparu nécessaire de développer une méthode alternative aux bioessais, 

plus facile à mettre en œuvre en laboratoire et plus accessible aux industries agroalimentaires, 

permettant d’évaluer l’efficacité des procédés et l’exposition aux parasites infectieux dans les 

aliments. Une approche alternative aux bioessais est la culture cellulaire. Cette méthode a déjà 

été utilisée avec succès pour quantifier les oocystes viables de Cryptosporidium et T. gondii 

dans l’eau (Rochelle et al., 2002 ; Slifko et al., 2002 ; Ware et al., 2010). Cependant, aucune 

méthode de ce type n'a été proposée pour détecter les oocystes viables et infectieux dans les 

matrices alimentaires (Rousseau et al., 2018). 

 

 Notre objectif est de proposer un outil pour étudier l’infectiosité des oocystes de T. 

gondii et de C. parvum.  

 

Ainsi, dans une première partie, nous avons optimisé la culture cellulaire à partir 

d’oocystes de T. gondii dans l’eau, puis comparé cette méthode au modèle in vivo et adapté la 

technique pour une application sur matrice mollusque (Rousseau et al., en préparation).  

 

Puis dans une seconde partie, à partir d’un protocole de culture cellulaire déjà 

disponible au laboratoire, nous avons mis en place la culture cellulaire couplée à la qPCR 

pour déterminer l’infectiosité des oocystes de C. parvum en matrice eau et évaluer sa

faisabilité sur matrice complexe (moules M. edulis et D. polymorpha). 
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PARTIE 2.A. : T. GONDII 

 

Dans cette étude, le potentiel de la CC-qPCR a été évalué pour étudier l’infectiosité 

des oocystes de T. gondii dans un contexte de biosurveillance. Un protocole a d’abord été mis 

au point dans une matrice simple (eau) puis adapté pour être appliqué à une matrice plus

complexe, la moule. Ce travail fait l’objet d’un article qui sera soumis dans Applied and 

Environmental Microbiology. 

 

 Nous avons tout d’abord déterminé quel stade parasitaire serait le plus adapté pour 

infecter les cellules et estimer l’infectiosité des oocystes de T. gondii dans le cadre d’une 

application environnementale. Actuellement, le dékystement est la seule méthode décrite pour 

obtenir des sporozoïtes. Les oocystes sont broyés mécaniquement pour obtenir des 

sporocystes. Puis ces derniers sont incubés en présence de sels biliaires pour libérer les 

sporozoïtes. Cependant, cette méthode est longue et non reproductible car le rendement en 

sporozoïtes est aléatoire. Nous avons donc choisi de mettre en culture le stade sporocyste afin 

de s’affranchir de l'étape des sels biliaires. Différents traitements mécaniques (TissueLyser ou 

vortex couplé à différents types de billes) ont été appliqués pour obtenir les sporocystes à 

partir des oocystes. Le meilleur rendement (67%) a été obtenu après 30s de TissueLyser en 

utilisant un tube de Lysing Matrix E composé de différentes tailles de billes (2 mm et 425-600 

µm en verre et 1,2 mm en céramique). 

 

 Pour définir les conditions optimales d’infection des cellules mise en culture par les 

sporocystes, deux paramètres ont été étudiés : (i) le temps de contact entre les sporocystes (2h 

ou 1 jour) et les cellules, suivi d’un lavage des puits pour éliminer les parasites non infectieux 

et (ii) le temps de culture cellulaire (2, 3 ou 6 jours). Avec un lavage des puits au bout d’un 

jour suivi de deux jours de culture cellulaire, la réduction du signal qPCR obtenu (ΔCq = 2,5) 

montre la possibilité des sporocystes de T. gondii de libérer les sporozoïtes qui vont envahir 

les cellules Vero, se multiplier et produire des tachyzoïtes. La limite de détection de cette 

méthode est inférieure à cinq oocystes. Lorsque le temps de culture augmente, la différence de 

signal entre le T0 et l’arrêt de culture augmente jusqu’à atteindre un ΔCq égal à 6,2 après 6 

jours de culture. Nos résultats indiquent également que le traitement mécanique en 

TissueLyser permettant d’obtenir des sporocystes n’altère pas l’infectiosité de ces derniers à 

court terme. Nous avons démontré que les sporocystes ainsi obtenus conservent leur caractère 

infectieux jusque 5 mois à 4°C. Par ailleurs, les résultats obtenus avec la méthode de CC-
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qPCR que nous avons développée à partir de sporocystes de T. gondii sont corrélés avec les 

résultats des bioessais.  

 Les moules M. edulis et D. polymorpha sont des concentrateurs de différents 

contaminants présents dans les eaux et représentent à ce titre, des outils d’intérêt pour la 

biosurveillance de la qualité des masses d’eau. Afin de pouvoir évaluer le risque pour 

l’homme, lié à la contamination des eaux par des oocystes de T. gondii via ces outils, il est 

nécessaire de pouvoir évaluer leur caractère infectieux dans ces matrices complexes. Le 

protocole de CC-qPCR a donc été adapté pour pouvoir être appliqué à ces deux mollusques. 

Ainsi, suite à une digestion trypsique, une purification par gradient de Percoll (30%) et un 

traitement à l’hypochlorite de sodium (1,6%) ont été réalisés. Les oocystes ainsi élués de la 

matrice mollusque sont broyés mécaniquement par TissueLyser afin d’obtenir des 

sporocystes. L’échantillon obtenu est dilué avant d’être déposé sur la culture cellulaire pour 

éviter le développement de moisissures. Enfin, le temps de culture a été augmenté à 62h sur 

dreissènes et 72h sur moules bleues pour pouvoir détecter significativement l’infectiosité. 

Nous avons montré que plus le temps de culture est important, plus on détecte l’infectiosité 

nettement sur les deux matrices mollusques et la détection de l’infectiosité est possible dès 

62h sur dreissènes et 72h de culture sur moules bleues. 

 

Les performances de la CC-qPCR sur matrice mollusque ont ensuité été évaluées : la 

limite de détection a été établie à moins de 10 oocystes de T. gondii infectieux pour les deux 

matrices, avec un résultat en 72h maximum contre quatre semaines en modèle animal. En 

revanche, l’absence de relation linéaire entre les Cq obtenus et la quantité d’oocystes dans les 

mollusques rend impossible la quantification des oocystes infectieux de T. gondii par CC-

qPCR et donc son utilisation pour étudier l’efficacité des procédés industriels, ce qui est 

également impossible en modèle in vivo.  

 

La CC-qPCR à partir du stade sporocyste de T. gondii est une méthode

alternative aux bioessais rapide, peu coûteuse et plus facile à mettre en oeuvre en 

laboratoire permettant de détecter moins de cinq oocystes infectieux dans l’eau et dix 

oocystes infectieux en matrice mollusque. Cette méthode semble pertinente pour évaluer 

l’exposition de l’homme à des oocystes de T. gondii infectieux dans l’environnement.  
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ABSTRACT – 

Toxoplasma gondii is an ubiquitous protozoan that infects several levels of the world's 

population and is responsible for foodborne toxi-infection. However, no standardized method 

is currently available to detect cysts in foods and therefore there are no regulations. However, 

ingestion of food contaminated with small amounts of these parasites may result in human 

infection. The objectives of this study are (i) to develop a method, applicable in 

biomonitoring, for a rapid detection of infectious T. gondii by cell culture coupled with the 

detection of qPCR (sporocyst-CC-qPCR), (ii) compare CC-qPCR and in vivo model for 

assessing to infectious T. gondii oocysts, and (iii) verify the feasibility of this method on blue 

and zebra mussels. The production of sporocysts from a mechanical treatment (30s, 33Hz) 

associated with beads made it possible to release 67% of the sporocysts. After culture, fewer 

than five T. gondii oocysts in water are detectable after two days of cell culture, compared to 

four weeks with the in vivo model. For both mussel matrices, using a percoll gradient (30%) 

combined to a sodium hypochlorite treatment, the LOD100 was less than 10 oocysts of T. 

gondii. However, in vitro model is sensitive but not quantitative like in vivo. The development

of CC-qPCR in water and in mussel matrices appears as a good alternative to the in vivo 

model. This method is useful for inactivation treatments of T. gondii oocysts and consider 

environmental health human risk. 

Importance: The ubiquitous protozoa Toxoplasma gondii is now the subject of renewed 

interest, due to the spread of oocysts via water causing waterborne outbreaks of toxoplasmosis 

in different parts of the world. With a low sensitivity, in vitro cell culture represents a real 
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innovation, alternative method to animal models, and opens interesting perspectives for 

evaluating human exposure to infectious T. gondii oocysts in the environment, where oocysts 

number is very low.  

 

Keywords: Toxoplasma gondii, sporocysts, oocysts, in vitro cell culture, real-time-qPCR, 

infectivity, water, mussels, biomonitoring. 

 

 

I. Introduction 

 

The apicomplexan Toxoplasma gondii, an obligate intracellular parasite, can infect humans 

and a wide range of vertebrates leading to toxoplasmosis. This generally benign affection can 

cause severe life-threatening disease, particularly in immunocompromised patients and in 

congenitally affected children (AFSSA, 2005). 

There are two major infective stage of the parasite that can infect humans: the tissue cysts 

(bradyzoites) found only in meat (Belluco et al. 2016; Condoleo et al. 2018), and the oocysts 

(sporozoites), widespread in soil, water or food (fruits, vegetables, mollusks…) (Jones and 

Dubey, 2010). Until 100 million T. gondii oocysts are excreted by infected cats and these 

forms are known to resist environmental conditions, most of physical and / or chemical 

disinfectants (Dumètre and Dardé, 2003) and certain industrial treatments applied to foods, 

such as high hydrostatic pressure (Lindsay et al. 2008)  . 

T. gondii oocysts have been responsible for 2% of parasitic protozoan outbreaks between 

January 2004 and December 2010 (Baldursson and Karanis, 2011; Jones and Dubey. 2010). 

Oocysts are transmitted by water and are associated to 21% of waterborne outbreaks between 

1976 and 2009 (Meireles et al. 2015, Karanis et al. 2007; Baldursson and Karanis, 2011). In 

the studies that interested to Toxoplasma surveillance (reviewed by Plutzer and Karanis, 

2016), T. gondii was detected in drinking waters (Villena et al. 2004). Water can also 

represent a risk for the contamination of fruits, vegetables and mollusks (Esmerini et al. 2010; 

Lass et al. 2012).  

Most of the methods used to detect T. gondii in water have major limitations and large 

volumes of waters (until 1 000 L) are required to concentrate parasite before their potential 

detection. In watercourse, protozoa are subjected to dilution events and water characteristics 

such as salinity, organic matter content, temperature that can affect oocyst transport dynamics 

as well as spatial and temporal distributions (Daniels et al. 2014). Thus the use of the water 
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matrix to monitor the contamination level of water bodies leads to variable results that depend 

on physico-chemical and meteorological parameters that are particularly important in the 

present context of global climate change. This could represent a limitation when applying a 

monitoring approach based on this matrix. New methods, alternative to water analyses, have 

recently emerged in water quality surveys. They take into account host-associated 

microorganisms as natural biosamplers (Roslev et al. 2010). Special attention has been paid to 

bivalves because their intense filtering activity could lead to high accumulation of pathogens 

(Roslev et al. 2010; Grodzki et al. 2014).  Hence, studying bivalves can highlight pathogen 

contamination even when water analysis results appear to be negative (Ayres et al. 1978). 

Laboratory studies have shown that marine and freshwater bivalves can concentrate 

waterborne protozoan parasites (Graczyk et al. 2003; Robertson et Gjerde, 2007; Palos 

Ladeiro et al. 2014). Consistent with this, some studies have reported the detection of T. 

gondii oocysts in different marine (Esmerini et al. 2010; Aksoy et al, 2014; Shapiro et al. 

2015, Staggs et al. 2015) or continental (Kerambrun et al. 2015) bivalves. 

Such bioaccumulation measurements of these protozoa in invertebrate species break away 

from current approaches to protozoa research. The advantages of such approach are the 

integrative (temporal) character of pathogen loads in invertebrates and the representativeness 

of pathogen measurements according to site (attached organisms). Additionally, to be able to 

study a large spatial scale (freshwater-seawater continuum), marine and seawater 

invertebrates could be tested at the same time. 

Experiments have demonstrated that T. gondii oocysts can sporulate in seawater, be 

concentrated by mussels and remain infectious for laboratory mice (Lindsay et al. 2001; 

Arkush et al. 2003; Lindsay and Dubey, 2009). Usually, DNA-based methods are applied to 

detect protozoa in mollusks (Giangaspero et al. 2009; Staggs et al, 2015; Tedde et al. 2019). 

However, DNA can persist for a long time in dead cells (Garcés et al. 2006), thus preventing 

to distinguish between viable and dead parasites. As only viable parasites are potentially 

infectious and leads to an illness, viability is a major feature for assessing the health risk. 

Methods to measure the viability of protozoa including T. gondii have been recently reviewed 

(Rousseau et al. 2018).  Among molecular techniques, PMA based-PCR assays appeared to 

not be relevant to measure the viability of T. gondii oocysts (Rousseau et al. 2019) and RNA 

based-methods overestimate the exposure of humans to viable because of stability of RNA in 

dead parasites (Smith et al. 2004; Habtewold et al. 2015). Moreover, all viable parasites are 

not necessarily infectious. 

Many authors have used animal models, the gold standard, to evaluate the exposure of 

humans to infective T. gondii oocysts spiked on raspberries or blueberries (Kniel et al. 2002; 
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Lindsay et al. 2008) or in naturally contaminated mussels, oysters (Esmerini et al. 2010) or 

water (Villena et al. 2004). However, bioassays are time consuming, labor intensive, 

expansive for lab and cause an ethical problem. Moreover, bioassays only provide a 

qualitative assessment of oocyst viability. It is therefore essential to develop complementary 

methods, easier to implement in the laboratory and also to stakeholders, to give tools to assess 

the risk associated with the presence of infective parasites in the environment. 

One alternative approach to bioassays is in vitro method like infection of cell cultures. This 

methodology has been widely applied associated to qPCR or RT-qPCR detection to detect  

infective viruses (Grabow et al. 2001; Lee and Jeong, 2004), Cryptosporidium parvum 

oocysts (Rochelle et al. 2002; Jenkins et al. 2003; Najdrowski et al. 2007; Parr et al. 2007; 

Shahiduzzaman et al. 2010; Johnson et al. 2012) and T. gondii oocysts (Ware et al. 2010; 

Villegas et al. 2010). However, the later studies used the sporozoites to infect the cells, a 

parasite stage that requires a multi-steps process.  Currently, excystation is the only method 

described for sporozoites. After a mechanical treatment, sporocysts are obtained from oocysts. 

Then, sporocysts are incubated with bile salts to release the sporozoites. However, this 

method is long and non-reproducible, mainly because of sporozoites yield. The objective of 

this study was to propose a rapid, accessible and sensitive method to detect infective T. gondii 

oocysts, for water quality monitoring based on the use of bivalves as indicators of the water 

contamination. An approach based on infection of cells using sporocysts, coupled to qPCR 

was first developed in simple matrix (water) and characterized in terms of limit of detection 

and correlation with in vivo assays. Then, the developed method was adapted to be applied to 

two mollusks bivalves, a coastal one (the blue mussel, Mytilus edulis), and a continental one 

(the zebra mussel, Dreissena polymorpha) in order to propose a reliable tool for water quality 

assessment along the freshwater-seawater continuum. 

 

  



A. ROUSSEAU 
 

 
 

149 

II. Materials and methods 

 

1. T. gondii oocysts 

T. gondii oocysts of type III strain VEG were produced as described previously containing 

87.2% of sporulated oocysts, provided in H2SO4 aqueous solution (2%) and stored at 4°C 

until use. Before experiments, oocysts were washed three times in sterile distilled water 

(dH2O) to remove sulfuric acid. The concentrations of parasite suspensions used for 

experiments were calibrated by counting oocysts in sodium dodecyl sulfate (SDS) aqueous 

solution (0.5%) on Kova Slide (Kova® Slide 10) using a phase contrast microscope 

(Axioskop 40, Zeiss). Oocysts used throughout this study were less than 14 months aged and 

their viability was controlled by RT-qPCR targeting sporo-SAG before use. Several 

conditions were tested to obtain inactivated oocysts by heating them in dry heating block (5 

min at +99°C, 2 min at +80°C or 2 min at +60°C). To minimize experimental variability, each 

treatment condition was tested the same day for CC-qPCR and in vivo model. Three aliquots 

were dedicated to bioassays and six for CC-qPCR analysis.  

 

2. Release of sporocysts  

To optimize the release of sporocysts, 10 000 oocysts in pH 7.4 PBS or 0.05% SDS (qsp 350 

µL) and submitted to mechanical agitation using vortex (33 rpm) and TissueLyser (QIAGEN) 

at 33 Hz. Different size and types of beads were tested (2 mm or 425-600 µm in glass, 1.2 mm 

in ceramic or using a Lysing Matrix E tube from MP Biomedicals  that contains 1.4 ceramic 

spheres, 0.1 mm silica spheres, and one 4 mm glass bead) and different treatment time (0 sec, 

30 sec, 1 min, 2 min, 3 min or 5 min). The respective number of free sporocysts and oocysts 

was count in 18 KOVA slide cell count. To calculate the percentage of released sporocysts (= 

number of sporocyst counted / number of theoretical sporocysts), we considered that 100% of 

sporocysts were sporulated and 10 000 oocysts corresponded to 20 000 sporocysts. Each 

experiment was performed in single or duplicate.

 

3. Sporocyst-based cell culture infectivity assay for T. gondii oocysts in simple matrix 

 

Vero cells line (ATCC, CCL-81) was used to support the developement of T. gondii parasites 

from sporocysts. Cells were maintained at 37°C in IMDM growth media containing 

glutaMAXTM (ThermoFisher, USA) supplemented with 5% (v/v) of heat-inactivated fetal 

bovine serum (Eurobio, France), 100 µg/mL of streptomycin (Gibco®) and 100 µg/mL of 

penicillin (Gibco®). Cells were grown to 80% confluence on 75 cm² culture flask (VWR, 
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Canada) in 5% CO2 atmosphere at 37°C. Once confluent, cells were washed with pH 7.4 PBS 

and trypsinized to remove the cell monolayer from the flask. About 200 000 cells were seeded 

into each well of 96-well culture plates and grown in medium during 24h as indicated above. 

The sporocysts obtained from 10 000 oocysts in cell culture medium were deposited on the 

confluent monolayer allowing the sporozoites to be spontaneously released and to invade cells 

for 2h or 1 day. After the time contact, cells were washed to remove the parasites that have 

not penetrated the cells and are considered as “none infective” (D0). Then, cells were 

cultivated for 2 days (D2), 3 days (D3) or 6 days (D6) at 37°C allowing the conversion from 

sporozoites to tachyzoites and their detection by real-time PCR. Control culture was incubated 

either alone without sporocysts. A serial dilution of oocysts in cell culture medium, ranging 

20 to 20 000, was used to estimate the limit of detection of the cell culture infection assay in 

simple matrix. 

 

4. Sporocyst-based cell culture infectivity assay for T. gondii oocysts recovered from 

mussels 

Blue mussels (4–5 cm shell length), M. edulis, were collected on the intertidal rocky shore of 

Yport (Seine-Maritime, France). Zebra mussels, Dreissena polymorpha, were collected at 

about 5 m depth in November at the Lac-du-Der-Chantecoq (Marne, France). Whole mussels 

were frozen before being sliced with a scalpel. Then mussels were spiked in stomacher bags 

(Bagpage R400, Interscience, Saint-Nom-la-Bretèche, France) with 10 000 T. gondii oocysts. 

A negative control was realized without oocyst. Each stomacher bag was incubated during 2h 

at room temperature and then over night at 4°C. Mussels tissues digestion was performed 

using 1X Trypsin (Thermo Fisher Scientific, Villebon-sur-Yvette, France) for 1h30 at 37°C 

under 90 rpm agitation. Filtrates were collected and 25 mL of NaCl 0.9% were added for 

washing the stomacher bag. Samples were washed twice at 2 500g +10°C during 10 min. The 

pellets were suspended with 1.5 mL of percoll 30 %. After 5 min at 12 000g, 1 mL of 

supernatant was discarded and 1 mL of NaCl 0.9% was added to break the percoll gradient. 

Bleach exposure treatment containing 1.6 % sodium hypochlorite during 10 min at 4°C was 

used to remove a potential bacteria contamination. The oocysts were then washed two times at 

5 000g 5 min in IMDM growth media to remove bleach before sporocysts release using 

Lysing Matrix E tube and agitation for 30s with TissueLyzer. The sporocyst pellet was then 

resuspended in culture medium and inoculated into wells of a 24-well culture plate, 

containing each, a monolayer of 1.106 Vero cells established as indicated above. After 3 hours 

of contact between sporocysts and cells, cells were washed (D0) and then cultured for 62h, 3 

days (D3) and 6 days (D6). A serial dilution of oocysts ranging from 10 to 50 000 was used to 
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estimate the limit of detection of the cell culture infection assay in mussels (LD100: 100% of 

positive samples are detected).  

 

 

5. DNA extraction and real time qPCR 

Using the QIAamp DNA Mini kit (QIAGEN), the supernatant was discarded from the wells 

and cell-culture was suspended in 180 µL of the ATL buffer and 20 µL of proteinase K. The 

suspension was transferred into a 1.5 mL Eppendorf tube and the sample was processed 

further by following the manufacture-recommended procedures.  

The 529 bp-repeat element was targeted using previously described primers and probe (Lelu 

et al. 2011). qPCR was performed using a SimpliAmp™ Thermal Cycler (ThermoFisher, 

Scientific Inc, Villebon-sur-Yvette, France) in a final volume of 25 µL containing 12.5 µL of 

iQ™ Supermix (Bio Rad, Marnes la Coquette, France), 1 µL of BSA 10 mg/mL (SIGMA, 

France), 1 µL of each primer 20 µM (forward, 5'-AGAGACACCGGAATGCGATCT-3'; 

reverse, 5'-CCCTCTTCTCCACTCTTCAATTCT-3'), 0.5 µL of probe 10 µM (5' FAM-

ACGCTTTCCTCGTGGTGATGGCG-3' BHQ1), 5 µL of DNA template and 4 µL of 

DNAse-RNAse free water. Each DNA extract was tested in duplicate. The cycling parameters 

included a denaturation step at +95°C for 3 min followed by 40 cycles at +95°C for 15s and 

+65°C for 1 min. A decrease of Cq (quantification cycle) values between the D0 and the end 

of culture (water matrix: D2, D3, and D6; mussel matrices: 62h, D2, D3 or D6) highlighted 

the infectivity of the parasites and a signal difference (ΔCq = CqD0 - Cqend culture) was 

calculated. 

 

6. In vivo inoculation for infectivity 

As described in a previous study (Villena et al. 2004), T. gondii oocysts were inoculated in 

outbreed female Swiss Webster mice (Charles River Laboratory, Neuilly-sur-Seine, France) 

weighting 20-30g. Each mouse was intraperitoneally inoculated as this procedure allows

controlling the dose of inoculation. After feeding, mice were housed in cages providing 

granules and water ad libitium. Mice were tested for T. gondii seroconversion with the 

modified agglutination test (MAT) four weeks post-inoculation. 

To determine infectious oocysts quantity, inoculation results were reported to the standard 

range dilution. Oocyst serial dilutions, ranging from 0.1 to 1 000, were performed into four 

mice to obtain a semi-quantitative bioassay.  
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7. Statistical analysis 

The Cq values obtained in qPCR were compared using the non-parametric Kruskal Wallis 

test. If the null hypothesis H0 (the tested conditions have no effect on the measured value) was 

rejected, then the post hoc Wilcoxon-Mann-Whitney test was applied for two independent 

samples. All statistical tests were performed using StatXact7. Statistical difference was 

considered as p < 0.05. 

 

III. Results  

 

1. Selection of the protocol for the release of sporocysts from T. gondii oocysts 

 Viable oocysts were exposed to different mechanical disruption protocols to obtain a 

maximal release of intact sporocysts. The assessed parameters were: types (ceramic, glass, or 

a mix (Lysing Matrix E from MP Biomedicals) and size (0.4 to 2 mm) of beads, suspension 

solution (0.05% SDS, pH 7.4 PBS), time of shaking, instrument for shaking (vortex, 

TissueLyser). However, considering the high variability observed using vortex (data not 

shown), the TissueLyser has been selected for improvement assessment (Fig. 1). 

Overall, irrespective of the time of TissueLyser shaking and of the suspension solution 

(0.05% SDS and pH 7.4 PBS), less than 40% of sporocysts are released with ceramic and 

glass beads. Higher release percentage was obtained following shaking with small glass beads 

(425-600 µm) for 30s in 0.05% SDS and with larger glass beads (2 mm) for 3 min in 0.05% 

SDS. But for these both conditions, the inter-assay variability was high (11%). A mechanical 

disruption with the TissueLyser associated to Lysing Matrix E tube led to the release of more 

than 25% of sporocysts irrespective of the agitation time. The highest release rate was 

obtained after 30s in pH 7.4 PBS, with 67% of sporocysts that were released. Hence, agitation 

of T. gondii oocysts for 30s in the Lysing Matrix E tube in pH 7.4 PBS buffer was the 

protocol retained to obtain sporocysts for cell culture infection. 

 

2. CC-qPCR based on the infection of cells challenged with T. gondii sporocysts  

The optimal contact time required for the sporocysts to release sporozoites and for the 

sporozoites to penetrate the cells was determined. To that aim, Vero cells and sporocysts were 

let in contact for 2 hours or 1 day (contact time before washing (D0, Fig. 2). At D0, 

irrespective of the contact time, T. gondii DNA was systematically detected by qPCR on total 

DNA extracted from the cell pellet. These results suggest that the tested time contacts are 

sufficient to allow some sporozoites to penetrate into the cells and/or that some sporocysts 
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remain sticked to the surface of Vero cells, even after washing. Then the ability of the 

sporozoites that have invaded the cells to produce tachyzoites that can multiply was assessed 

by qPCR following two to six days of cell culture. When cell culture was stopped at D2 or D3 

following a contact time of 2h, no variation of Cq values could be observed (p value > 0.05), 

suggesting that no tachyzoites had multiplied within the cells. But after 6 days of cell culture, 

Cq significantly decreased between D0 and D6 (ΔCq = 7.6, p value < 0.05) demonstrating the 

presence of infective parasites.  

When the contact between cells and sporocysts was lengthen to 1 day, the qPCR signal 

decreased from 25.51± 0.70 at D0 to 23.03 ± 0.95 only after 2 days of culture. Although 

increasing the time of culture resulted in a larger decrease of Cq values (CqD0 – CqD6 = 6.2; 

p-value < 0.05), the protocol allowing the detection of infective oocysts within 3 days (1 day 

contact time + 2 days cell culture) was selected. This assay was able to specifically detect 

infective oocysts as demonstrated by the absence of qPCR signal reduction following contact 

of cells with heat inactivated oocysts (Fig. 2).  

T. gondii sporocysts stability after a storage time of 1 and 5 months at 4°C was tested (Fig. 3). 

The cell culture was stopped at D6 to be in the most favorable condition to observe T. gondii 

oocysts infectivity. Irrespective storage time at 4°C, Cq decreasing was similar between D0 

and D6 (ΔCq = 6). Thus, mechanical shaking by TissueLyser does not alter the infectivity of 

T. gondii sporocysts in the long term (5 months). Thus, it demonstrates the importance of the 

sporocyst stage compared to sporozoites which are very fragile. 

 

3. Sensitivity of the CC-qPCR T. gondii sporocyst-based CC-qPCR assay  

A serial dilution ranging from 5 to 10 000 oocysts was used to prepare sporocysts and then 

infect cell culture using the protocols previously selected. The LD100 is lower or equal five 

oocysts. The linear correlation between the number of infectious parasites and the Cq values 

(R2 = 0.97, Table I) suggested that this model could be semi-quantitative and that the limit of 

quantification is lower or equal 5 oocysts. 

 

4. Measure of T. gondii oocysts infectivity following heating by CC-qPCR and bioassay  

T. gondii oocysts were inactivated by heat treatments for 5 min at 99°C, 2 min at 80°C and 2 

min at 60°C. Infectivity of oocysts was then assessed by the developed cell culture-qPCR 

assay and mice bioassays. As shown in Table II, only untreated oocysts were infectious using 

both methods. Irrespective of the heat treatment, no tachyzoites were detected by CC-qPCR 

and no mice showed seroconversion. Hence, the proposed CC-qPCR T. gondii sporocyst-
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based assay showed a good agreement with bioassay measure to determine the infectivity of 

T. gondii oocysts exposed to heat treatments.  

 

5. Potential of the CC-qPCR assay to determine the infectivity of T. gondii oocysts in spiked 

mussels (M. edulis and D. polymorpha). 

 

To determine the infectivity of oocysts in mussel matrices, some adjustments of the 

aforementioned sporocyst-based CC-qPCR assay have been required (see details in material 

and methods). First, the oocysts recovered from M. edulis and D. polymorpha were purified 

using a Percoll gradient (30%) combined to a sodium hypochlorite treatment, prior to 

sporocysts release. Second, in order to avoid cell contamination due to the mussel tissues 

brought to the cell culture, the cell infection was performed in 24-well plates to dilute the 

tissues, and the contact time between sporocysts and cells was reduced to 3 hours instead of 1 

day to limit the establishment of putative contaminants.  

Then, the kinetic of Vero cells infection with sporocysts released from oocysts inoculated to 

M. edulis and D. polymorpha homogenates is presented in Figure 4. For D. polymorpha, a 

significant decrease of Cq was observed from 62h (p-value <0.05) and was maximal after 6 

days (ΔCq = 8.52). For M. edulis, the decrease was remarkable after 3 days of culture (D3) 

and reached a maximal after 6 days (ΔCq = 9.3). In order to detect T. gondii oocysts 

infectivity in mussel matrix as quick as possible, a time of culture of D3 was retained for both 

mussel matrices. Then the limit of detection of the sporocyst-based assays to detect infective 

parasite in M. edulis and D. polymorpha was determined (Table III). For both mussel 

matrices, the LD was below 10 oocysts of T. gondii. However, no linear relationship could be 

observed between the Cq and the amount of oocysts spiked on blue mussels indicating that 

this in vitro model is sensitive but not quantitative. 
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IV. Discussion 

The waterborne transmission route of T. gondii to humans via the dissemination of oocysts 

through surface water and its epidemiological impact is now more significant than previously 

believed (Jones and Dubey, 2010; Baldursson and Karanis, 2011; Karanis et al. 2013; 

Efstratiou et al. 2017). Up to the year 2010, T.gondii was the aetiological agent in 10 reported 

waterborne outbreaks (Baldursson and Karanis, 2011; Karanis et al. 2007). The reporting 

countries were Brazil, Panama, Canada, French Guiana, and India. Toxoplasma gondii 

parasites have been detected in surface waters bodies used for recreation, commercial 

shellfish harvesting and as sources of drinking-water and could infect human. The continuous 

improvement of methods to detect T. gondii oocysts could help uncovering the prevalence of 

the parasite in different environmental samples.  

Pathogen detection in water is complex since it requires a large water volume filtration and 

parasites concentrations for analysis. Expensive and time consuming, these methods do not 

allow a rapid detection in routine. Moreover, filtration and purification techniques from water 

supplies led to variable results depending on water quality, sampling period, locality and 

quantity (Gallas-Lindemann et al. 2013). There are few researches on the presence of 

Toxoplasma oocysts in water as normative process exist only for Cryptosporidium oocysts 

and Giardia cysts (ISO15553/2006, NF T90-455 2001). Protozoa could persist in water 

bodies (freshwater and seawater) for several months (Lindsay et al. 2003) and could 

contaminate aquatic invertebrates. Several studies underline the presence of protozoa in 

aquatic animals (see review Palos-Ladeiro et al. 2013; Hohweyer et al. 2013). The majority of 

studies concern mollusks in link with their filter-feeding regime and principally coastal 

species which are edible and generally consume raw or undercooked (Palos-Ladeiro et al 

2013; Hohweyer et al. 2013) and may act as a vector to human waterborne parasite (Graczyk 

et al. 2004). These last years, an increase of interest was observed concerning T. gondii 

oocysts (Jones et al. 2014), suggesting a possible trophic transfer of oocysts to aquatic 

mammals from contaminated mollusks (Simon et al. 2013). In fact, contrary to a water 

matrix, using filter-feeding attached organisms as matrix makes the contamination 

measurement representative of the sample or exposure site. Measurements in biological 

matrices (mussels) must i) limit the variability (temporal integration) of measurements 

compared to those taken in water ii) traduce more reliably the degree of contamination of 

water bodies, thus facilitating their comparison. 

In order to assess the risk linked to T. gondii oocysts, it is required to have information about 

parasite viability. The use of viability methods is based on the principle that only viable 

oocysts can lead to infection. However, viable parasites are not all necessarily infectious and 
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consequently such methods led to the overestimation of the risk. This is particularly the case 

of non-sporulated T. gondii oocysts that are non-infectious while being viable. The current 

method used to assess infectivity is mouse bioassay which is considered as the gold standard. 

However, as well as being expansive, the animal use raises ethical concerns. Cell culture has 

been described as a promising alternative method in term of cost and response delay. Cell 

culture is inoculated with sporozoites obtained from excysted T. gondii oocysts. Sporozoites 

invade cells and differentiate into tachyzoites, which multiply. Parasite foci are detected in 

cell culture by microscopy or molecular biology (qPCR or RT-qPCR). Cell culture combined 

to qPCR is largely described for C. parvum oocysts (Rochelle et al. 2002; Jenkins et al. 2003; 

Najdrowski et al. 2007; Shahiduzzaman et al. 2010; Johnson et al. 2012). Only few studies 

have described cell culture for T. gondii oocysts based on sporozoite inoculation and 

molecular detection (Villegas et al. 2010, Ware et al. 2010). CC-qPCR is more sensitive and 

rapid than the microscopic examination of infected cell cultures. However, no study has 

described CC-qPCR to detect infective T. gondii oocysts with the objective to detect low 

number of oocysts as this is the case in environmental samples (Rousseau et al. 2018). 

Additionally, the applicability of such approach to environmental applications is usually not 

considered. Here we describe the first use of cell culture using T. gondii sporocysts which is 

suitable for environmental application in terms of performance and implementation. 

Several protocols have been described for the excystation of T. gondii oocysts. The 

effectiveness of the sporozoites releasing methods represents a critical step. This requires the 

breaking of both the oocyst and sporocyst walls to allow the sporozoites to escape and invade 

the cell culture. Mechanical agitation using vortex (Everson et al. 2002) or TissueLyser 

(Villegas et al. 2010) are the most common techniques to break the oocyst wall. However, 

such mechanical treatment alone does not seem efficient enough to disrupt the oocyst wall. 

After bile salt treatment, we observed a significant sporozoites loss and huge mortality. These 

results were not corroborated with the release of 82.6% sporocysts and 80.63% sporozoites by 

Villegas et al. (2010). Sporocysts release rate was even increased to 90-95% using chemical

treatment but no information concerning sporozoites rate was determined (Christie et al. 

1978). As T. gondii oocysts, Eimeria has on its surface a micropyle, which is sensitive to 

CO2, pH, temperature and bile salts (Jolley et al. 1979). When the conditions of excystation 

are optimal (physiological conditions of the body), the micropyle acts as a sensor and thus 

facilitates the excystation of oocysts. This aspect has been investigated in T. gondii (Freyre 

and Falcón, 2004). In this study, they combined physical to chemical or mechanical 

treatments in order to find the best conditions to open oocysts wall. After an ultrasonic bath 

treatment (40 kHz) for 2 hours at 40-42 ° C (optimal temperature for the release of 
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sporozoites of Eimeria), in presence of Na2CO3 and in a medium saturated with CO2, 95% 

sporocysts were released. In our study, this protocol was reproduced using a 37 kHz 

ultrasonic bath. However, the percentage of released sporocysts has been estimated at 20%. In 

addition, it was found that about 56% oocysts had not excysted and that 40% of the 

sporozoites were already released. The loss percentage was estimated at 61.3%. This 

percentage included oocysts adhered to the plastic tube and sporozoites killed due to their 

fragility. Freyre and Flacón (2004) did not indicate loss percentage. After bile salt treatment, 

34.7% of released sporozoites were counted but the majority were weakened or destroyed. 

This result was not corroborated with Freyre and Falcón (2004). In this study, 95% viable 

sporozoites were released, all sporulated oocysts were excysted and only 10% of sporocysts 

did not release sporozoites. We can therefore see a significant difference for the same 

protocol, with the exception of the intensity of the ultrasonic bath slightly lower in our study. 

However, the differences could also be due to the age of the oocysts. Sodium taurocholate 

was also used to released sporozoites but a low sporozoites release was observed (20 to 30 %) 

(Kasper et al. 1984). No reproductible protocols were found after many experiments to 

reproduce publication by other authors because of sporozoites fragility. It was already 

described for Isospora suis (Lindsay et al. 1983). To avoid cell culture from sporozoites, we 

tested the ability of oocysts to naturally excysted in cell culture.  

As no concluding results were obtained from sporozoites, we finally tested an intermediate 

form, the sporocyst. Sporocysts represent a second level of protection for the sporozoites 

(Speer et al. 1998; Ferguson et al. 1979; 1982). However, its capacity to resist to physical and 

chemical attacks is relatively unknown. We could suppose that the structure of the inner layer 

of the sporocyst wall which is composed of four curved plates tightly joined together by 

suture lines, would provide mechanical resistance (Ferguson et al. 1982). 

In water, thanks to several applies and more than 80% of rate sporocysts excysted, we choose 

to use two different mechanical methods to break the oocyst wall while keeping the sporocyst 

wall intact. Vortex (Everson et al. 2002) and TissueLyser (Villegas et al.2010; Ware et al.

2010) combined to several glass beads were employed. Only a mechanical grinding with 

TissueLyser (30 s) associated to Lysing Matrix E tube in pH 7.4 PBS achieved 67 % of 

sporocysts. However, this percentage of released sporocysts is probably underestimated 

because 10%-15% of sporocysts never sporulate (Rousseau et al. 2019). This method can be 

easily implemented and can be applied to oocysts isolated from environmental or food 

samples as mussels.  

We checked that the TissueLyser did not alter the infectivity of the sporocysts in cell culture 

in water in the long term (5 months) and mussel matrix. In order to find optimal conditions to 
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measure the infectivity, two parameters were studied: (i) the contact time between the 

sporocysts and the cells, that is required for the release of sporozoites and cell infection; (ii) 

the time of cell culture which is required to highlight the infection and to measure parasite 

multiplication by qPCR. From water samples, the contact of the sporocyst for 2h with the 

cells associated to a cell culture for 2 or 3 days appeared not enough to measure the infection. 

In contrast, a culture for six days allowed the detection of infective sporocysts in Vero cells, 

demonstrating that the release by mechanical grinding with TissueLyser was not damaging. 

Six days of culture is shorter than the 10 days usually described from sporozoites in previous 

studies (Villegas et al. 2010; Ware et al. 2010). In the presence of sporocysts, we can 

hypothesize that Vero cells secrete factors or substances promoting the excystation of 

sporocysts, thus leading to the production of sporozoites that could thus infect cells as soon as 

they are released. The time response to measure the infectivity (six days) remains still huge 

for industrial routine applications and to assess exposure to humans. After a time contact of 1 

day between sporocysts and cells, infection was detected irrespective of the time of cell 

culture, starting from 2 days. This demonstrated that T. gondii sporozoites were able to invade 

cells and differentiate into replicative tachyzoites in three days, including 1 day of contact and 

2 days of cell culture. Detection limit of such method was below five oocysts and limit of 

quantification could be estimated at five oocysts (Table 2). This performance in water is 

adapted to environmental or food biomonitoring.  

To validate our CC-qPCR method in water, we studied the correlation with bioassay. 

Bioassay is mostly used as a qualitative method (Johnson, 1992; Villena et al. 2004; 

Wainwright et al. 2010; Lélu et al. 2012). Even if bioassay represents the gold standard for T. 

gondii infectivity, lack of reliability was described when low numbers are used (Rousseau et 

al. 2018). The use of a serial dilutions of oocysts into mice allowed the use of this model as a 

semi-quantitative method. Until 10 infectious oocysts could be detected. Oocysts were not 

infectious anymore following heating starting from 60°C to 99°C, using CC-qPCR and 

bioassays methods. Similar results were previously described using RT-qPCR and bioassays

(Travaillé et al. 2016) but not by PMA-qPCR (Rousseau et al. 2019). Our cell culture 

appeared to be a good alternative method to bioassay as showed by other authors (Ware et al. 

2010; Rousseau et al. 2018).  

Ware and collaborators (2010) obtained cell culture data in a week to 10 days (TOP assay), a 

time period that appeared not rapid enough to assess risk reduction in the case of a water 

utility contamination event. A potential alternative is RT-qPCR, that allow to obtain results in 

a few hours. However, following UV exposure, RT-qPCR results did not correlate with the 
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TOP assay or bioassay results (Ware et al. 2010). In our study, the cell culture assay is 

reduced to only 3 days that facilitate a rapid decision-making by professionals. 

The application of the protocol for obtaining sporocysts in water matrix is therefore 

transferable to the mussel matrices (M. edulis and D. polymorpha). Percoll gradient 

purification has been widely used for T. gondii cysts (Watts et al. 2017). In order to overcome 

the mussel matrices, a 30% Percoll gradient purification step (density = 1.04) was tested. 

With the Percoll gradient, most of the mussel matrices and bacteria were eliminated. Percoll 

gradient purification was used on clams but also on other types of matrix such as meat, 

cheese, eggs, fish (Fukushima et al. 2007). We observed the infectivity of T. gondii oocysts in 

mussel matrices. The percoll gradient therefore did not alter T. gondii oocysts infectivity as 

has been shown for C. parvum oocysts (Suresh and Rehg, 1996). This purification method 

therefore seems promising in CC-qPCR on a mollusk matrix. 

In order to avoid fungi growth during cell culture, 24-well plates were used to dilute the 

mussel matrices still present after the percoll gradient. We have shown that the longer the 

culture time is, the more definitely the infectivity is detected on mussel matrices and the 

detection of infectivity is possible from 62h or 72h of cell culture for D. polymorpha or M. 

edulis respectively. These results were consistent with the observation at 72h compared to 48h 

of cell culture for C. parvum oocysts (Di Giovanni and Le Chevallier, 2005), which showed 

that the culture time is a very important parameter that must not be neglected. CC-qPCR on 

mussel matrices gave us a faster result compared to bioassays with a detection limit of less 

than 10 T. gondii oocysts on M. edulis and D. polymorpha in only 72h. By comparison, in 

vivo, the limit of detection on the Mytella guyanensis mussel was between 10 and 100 T. 

gondii oocysts and the result was obtained after eight weeks (Esmerini et al. 2010). However, 

the absence of linearity relation between the Cq obtained and the spiked oocysts quantity on 

the mussels makes it impossible to quantify infectious T. gondii oocysts by CC-qPCR and 

thus its use to study the industrial processes efficiency. This lack of quantification may be 

related to parasite / Vero cell ratio, which appears to be better for low parasite quantities (10 

equivalents oocyst / 106 Vero cells). Thus, the CC-qPCR method in mussel matrix represente 

a good alternative to bioassays and seems particularly suitable for studying T. gondii oocysts 

infectivity on M. edulis and D. polymorpha in environmental monitoring with a result in 72 

hours. 

To conclude, considering that in vivo experiments are not realistic for risk assessment our 

laboratory developed a laboratory-accessible method based on Vero cells infection using 

sporocysts and qPCR detection, allowing the characterization of less than 5 and 10 infective 

oocysts in only 3 days for water and mussel matrix respectively. Our CC-qPCR in water from 
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sporocyst stage appears relevant to assess the efficacy of inactivation treatment on T. gondii 

oocysts and to estimate water quality and human exposure to this pathogen in environmental 

samples.  

 

 

CONFLICT OF INTEREST 

The authors declare no conflict of interest. 



A. ROUSSEAU 
 

 
 

161 

 

 

Fig. 1 Mechanical disruption of T. gondii oocysts released sporocysts by TissueLyser (33 

Hz). Oocysts (1 < n < 3 independent experiments) were mixed with different types (ceramic, 

glass) and sizes of beads (1.4 mm in ceramic, 425-600 µm or 2 mm in glass, or using a Lysing 

Matrix E tube (MP Biomedicals) and submitted to TissueLyser agitation for 30 sec, 1 min, 2 

min, 3 min or 5 min tested in TissueLyser (33Hz) to released sporocysts. * no observed 

sporocysts. The y axis indicates mean percentage of sporocysts released by microscopic 

count. When no standard deviation: n=1. 

 

 

Fig. 2: Kinetic of cell infection by T. gondii sporocysts in simple matrix assessed by 

sporocyst-CC-qPCR assay. Following 2h (A) or 1 day (B) of contact between the sporocysts 

and Vero cells (contact time), the cells were cultivated for 2 to 6 days. Sporocysts were 
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obtained after TissueLyser shaking (30s, 33Hz) from viable and heat inactivated oocysts (5 

min at 99°C). The y axis indicates mean qPCR signal (Cq) (n=2 independent experiments). 

Negative control corresponds to Vero cells without sporocysts. Asterisks show significant 

differences (p-value < 0.05).  

 

 

 

Fig. 3: Infectivity of T. gondii sporocysts after storage at 4°C assessed by sporocyst-CC-

qPCR. After 1 day of contact between the sporocysts and Vero cells (contact time), the cells 

were cultivated for 6 days. Sporocysts were obtained after TissueLyser shaking (30s, 33Hz) 

from viable oocysts and stored 0, 1 or 5 months at 4°C. The y axis indicates mean qPCR 

signal (Cq) (2 < n < 9 independent experiments). Asterisks show significant differences (p-

value < 0.05).  

 

 

Fig. 4: Kinetic of cell infection by T. gondii sporocysts isolated from D. polymorpha and 

M. edulis assessed by sporocyst-CC-qPCR. Sporocysts were released from oocysts isolated 
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from mussels and following 3h of contact between the sporocysts and Vero cells (D0), the 

cells were cultivated for 62h, 3 (D3) or 6 days (D6). The y axis indicates mean qPCR signal 

(Cq) (n=3 independent experiments). Asterisks show significant differences in Cq (p-value 

<0.05).  

 

Table I. Sensitivity of the T. gondii sporocyst-CC-qPCR assay to detect infective 

parasites in simple matrix. A serial dilution ranging 5 to 10 000 T. gondii oocysts was used 

to obtain sporocysts by mechanical grinding with TissueLyser (30s, 33Hz, Lysing Matrix E 

tube FastPrep). After centrifugation, the sporocyst pellet was resuspended in culture medium 

and then deposited on Vero cells (80% confluence) incubated at 37 ° C. qPCR specific to T. 

gondii was performed from the cell pellet DNA extract after a contact time between 

sporozoites and cells for 1 day (D0) and after culture of the cells for 2 days (D2) (n=3 

independent experiments).  

 

 

Table II. Effects of heat treatments on the infectivity of T. gondii oocysts assessed by 

sporocyst-CC-qPCR and bioassay. n=3 independent experiments; a -, no detection of 

tachyzoites in Vero cell culture; +, detection of tachyzoites in Vero cell culture; b -, no 

seroconversion of mice; +, mice seroconversion. 
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Table III. Sensitivity of the T. gondii sporocyst-CC-qPCR assay to detect infective 

parasites in D. polymorpha and M. edulis. The oocyst pellet resulting from the tryptic 

digestion of the mussel matrix was washed and then purified by Percoll gradient 30%. The 

sporocysts were obtained by mechanical grinding with TissueLyser (30s, 33Hz). After 

centrifugation. The sporocyst pellet obtained was resuspended in culture medium and then 

deposited on Vero cells (80% confluence) incubated at 37 ° C. qPCR was performed from the 

parasite DNA extracted after a contact time between sporozoites and cells during 3h (D0) and 

after a culture of 3 days (D3) (n=3 independent experiments).  
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PARTIE 2.B. : C. PARVUM 

 

Dans cette partie, nous avons mis en œuvre l’infection de cellules par des sporozoïtes, 

telle que déjà disponible au laboratoire (Brasseur et al., 1998), pour caractériser l’infectiosité 

d’oocystes de C. parvum. Nous avons cependant testé un autre type cellulaire (HCT-8 au lieu 

de Caco-2), et couplé cette technique à une détection par qPCR plutôt qu’une détection par 

microscopie à épifluorescence. La limite de détection de cette approche a été établie en 

matrice simple (eau) puis la technique a été transférée sur matrices moules.  

 
Matériels et méthodes  
 

a) Oocystes non traités 

Les suspensions d’oocystes de C. parvum (isolat Iowa) non traités sont identiques à 

celles décrites précédemment (cf. Partie 1.A.1.2. Section a). 

 
b) Lignée cellulaire  

La lignée cellulaire HCT-8 (ATCC No. CCL-244: American Type Culture Collection, 

Rockville, MD) a été utilisée pour étudier l’infectiosité des oocystes de C. parvum. Les 

cellules adhérentes sont maintenues en milieu de culture IMDM contenant du glutaMAXTM 

(ThermoFisher, USA) supplémenté par 5% (v/v) de sérum de veau foetal inactivé à 56°C 

pendant 30 minutes (Eurobio, France), 100 µg/ml de streptomycine (Gibco®) et 100 U/mL de 

pénicilline (Gibco®) dans des boîtes de culture cellulaire (T75 cm² ; VWR, Canada) dans une 

atmosphère humidifiée à 5% de CO2 à 37 ° C. A partir de 80% de confluence (après 24h à 

37°C), les cellules sont lavées avec du PBS 1X puis trypsinées pour décoller les cellules de la 

boîte de culture. Avant l'inoculation des parasites, environ 2.105 cellules ont été ensemencées 

dans du milieu de culture en plaque 96 puits (matrice eau) ou 1.106 cellules en plaque 24 puits 

(matrices mollusques) pendant 24h à 37°C. 

 
c) Mollusques utilisés et élution/récupération des oocystes des mollusques 

Les caractéristiques des moules, M. edulis et D. polymorpha, sont les mêmes que 

celles indiquées précédemment (cf. Partie 1.B. Section b).  

La procédure mise en œuvre pour éluer et récupérer les oocystes à partir des moules 

est identique à celle mise en œuvre pour la détection par RT-qPCR, avec purification au 

gradient de Percoll (cf. Partie 1.B. Section c). 
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d) Obtention des sporozoïtes et infection des cellules HCT-8 

Le dékystement des oocystes de C. parvum en matrice eau ou à partir du culot 

d’oocystes extrait de la matrice mollusque débute avec une incubation à 4°C pendant 10 min 

dans 200 μL d’hypochlorite de sodium 1,6%. Après centrifugation 5 min à 5 000g, chaque 

culot d’oocyste est resuspendu en milieu de culture IMDM contenant du glutaMAXTM 

(ThermoFisher, USA) et de l’acide taurocholique 1 ,5% (Sigma, St. Quanetin Fallavier, 

France). La suspension est incubée pendant 1h30 à 37°C pour achever le dékystement 

(Brasseur et al., 1998). Après centrifugation (5 min à 5 000g), le culot de sporozoïtes est 

resuspendu en milieu de culture IMDM contenant du glutaMAXTM (ThermoFisher, USA) 

additionné de 5% (v/v) de sérum de veau fœtal inactivé par la chaleur (Eurobio, France), 100 

μg / mL de streptomycine (Gibco®) et 100 μg / mL de pénicilline (Gibco®) puis déposé sur le 

tapis cellulaire. La culture ensemencée est ensuite incubée à 37°C. Après 2h d’incubation, le 

milieu de culture est remplacé (correspondant à l’étape de lavage) par un milieu de co-culture 

contenant 200 μL de milieu IMDM, 4 mg/L d'acide paraminobenzoïque (A9875, Sigma, St 

Louis, MO, USA), 35 mg/L d'acide ascorbique (A4544, Sigma), 25 mmol/L de glucose 

(Merck, Darmstadt, Allemagne), 100 UI/L d'insuline (Novo Nordisk Pharmaceutique, 

Boulogne-Billancourt, France), 15 mmol/L HEPES (83264, Sigma), 100 μg/mL de 

streptomycine (Gibco®) et 100 μg/mL de pénicilline (Gibco®) et 20% (v/v) de sérum de veau 

fœtal (Brasseur et al., 1998). Des puits de culture sont arrêtés à T0, correspondant au témoin 

de culture, d’autres après 2h de contact entre sporozoïtes et cellules (T2h, temps de contact), 

tandis que pour les autres puits, la culture cellulaire est arrêtée après 24h de culture (matrice 

eau) ou 48h de culture (matrice mollusque) à 37°C.  

 

 e) Détermination des limites de détection (LD95) de la CC-qPCR en matrices eau et 

moules 

Pour la matrice eau, la limite de détection a été estimée grâce à une série de dilutions

d’oocystes viables allant de 19 à 19 000. Dans le cas de la matrice mollusque, les moules ont 

été dopées par 10 à 50 000 oocystes. La limite de détection LD95 correspond à la dernière 

dose pour laquelle 95% des échantillons positifs sont détectés. 

 

f) Extraction d’ADN des sporozoïtes et qPCR 

L’extraction d’ADN de sporozoïtes est réalisée à partir du culot cellulaire en utilisant 

le kit QIAamp DNA Mini (QIAGEN, Courtaboeuf, France) selon le protocole décrit 

précédemment (cf. Partie 1.A.2 Section d), à T0, T2h, T24h ou T48h. L’ADN de C. parvum 

est détecté par qPCR selon le protocole d’amplification déjà indiqué (cf. Partie 1.A.1.2. 
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Section b). Une diminution de Cq entre T0 ou T2h et le temps d’arrêt de la culture met en 

évidence une multiplication parasitaire qui signe la viabilité des oocystes de C. parvum. Une 

différence de signal en qPCR est calculée (ΔCq = CqT0 – Cqarrêt de culture ou ΔCq = CqT2h – 

Cqarrêt de culture). 

 
 

g) Analyses statistiques 

Les valeurs de Cq et les valeurs de réduction du signal (ΔCq) ont été comparées en 

utilisant le test non paramétrique de Kruskal Wallis selon les conditions statistiques décrites 

précédemment (cf. Partie 1.A.2. Section e).   
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Résultats  
 

a) Évaluation de l’infectiosité des oocystes de C. parvum par CC-qPCR en matrice 
simple 
 

 
Le protocole d’infection de cellules Caco-2 pour étudier l’infectiosité in vitro 

d’oocystes de C. parvum a été proposé par le laboratoire (Brasseur et al., en 1998). Nous 

avons testé ce protocole sur des cellules HCT-8 pour quantifier l’infectiosité des oocystes par 

qPCR. A l’aide d’une gamme d’oocystes de C. parvum, la limite de détection de cette 

méthode a été déterminée (Tableau XVI).  

 

Tableau XVI : Détermination de la limite de détection d’oocystes de C. parvum 

infectieux par CC-qPCR (LD95) en matrice eau. 

Le dékystement des sporozoïtes est initié, à partir d’une gamme d’oocystes de C. parvum 

allant de 19 à 19 000, par une incubation dans de l’hypochlorite de sodium 1,6% pendant 10 

min à 4°C suivi d’un traitement dans de l’acide taurocholique 1,5% pendant 1h30 à 37°C. 

Après centrifugation, le culot de sporozoïtes est resuspendu en milieu de culture puis déposé 

sur un tapis de cellules HCT-8 (confluence 80%). Une qPCR a été réalisée pour détecter C. 

parvum à partir de l’ADN extrait des cellules immédiatement après la mise en culture des 

sporozoïtes (T0), après un temps de contact entre les sporozoïtes et les cellules de 2h (étape de 

lavage) et après culture pendant 24h (uniquement pour toute la gamme). Chaque extrait 

d’ADN est testé en duplicat.  

 

 

Quantité d'oocystes Cq moyen ± écart-type 
Puits positif 

en qPCR 

T0 19 000 36,31 ± 1,29 4/4 

2h 19 000 35,28 ± 0,48 6/6 

24h 

19 000 33,65 ± 0,98 6/6 

1 900 33,65 ± 4,43 6/6 

190 36,93   1/6 

19 N/A   0/6 

 

  

 Pour 19 000 oocystes de C. parvum, aucune différence significative n’est observée entre 

les Cq obtenus à T0 et ceux obtenus après un temps de contact de 2h entre sporozoites et 

cellules (p-value > 0 ,05), ce qui indique que ces 2h ne sont pas suffisantes pour qu’il y ait 

multiplication parasitaire dans les cellules. En revanche, après 24h, les sporozoïtes ont pénétré 
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les cellules et se sont multipliés, comme en témoigne la diminution significative du Cq entre 

T0 et 24h (ΔCq = 2,7), qui traduit donc l’infectiosité des oocystes de C. parvum. La limite de 

détection à 95% (LD95) de cette méthode est comprise entre 190 et 1 900 oocystes de C. 

parvum.  

 

 
b) Évaluation de l’infectiosité des oocystes de C. parvum par CC-qPCR en matrice 
mollusque 

 
 
Le protocole de CC-qPCR a été testé sur M. edulis et D. polymorpha dopées par 10 000 

oocystes de C. parvum, après élution et purification des oocystes de la matrice. Les résultats 

sont présentés en Figure 14. 

 

 

 
 

Figure 14: Etude de l’infectiosité de 10 000 oocystes de C. parvum chez D. polymorpha et 

M. edulis par CC-qPCR. 

Les culots d’oocystes issus de la digestion trypsique de la matrice mollusque sont lavés puis

purifiés par gradient de Percoll 30%. Le dékystement des sporozoïtes est initié par une 

incubation dans de l’hypochlorite de sodium 1,6% pendant 10 min à 4°C suivi d’un traitement 

dans de l’acide taurocholique 1,5% pendant 1h30 à 37°C. Après centrifugation, le culot de 

sporozoïtes est resuspendu en milieu de culture puis deposé sur un tapis de cellules HCT-8 

(confluence 80%). Une qPCR a été réalisée pour détecter C. parvum à partir de l’ADN extrait 

des cellules après un temps de contact entre les sporozoïtes et les cellules de 2h (T2h) et après 

une culture de 48h (T48h). Chaque extrait d’ADN est testé en duplicat. Les astérisques 

montrent des différences significatives (p-value < 0,05). 
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Entre T2h et T48h de culture, une différence significative de Cq est observée pour D. 

polymorpha (ΔCq = 1,5 ; p-value < 0,05). Pour M. edulis après 48h de culture, un Cq tardif 

est détecté (36,65 ± 0,14). Ce résultat suggère qu’à T2h après le lavage, le signal n’est pas 

détectable car il est en-dessous de la limite de détection en qPCR (Cq > 40). En l’état, le 

protocole de CC-qPCR pourrait être appliqué à l’étude de l’efficacité d’inactivation de 

procédés industriels en utilisant des doses de parasites intiales élevées (> 10 000). En 

revanche, ce protocole nécessiterait une optimisation pour diminuer le signal en qPCR et 

espérer étudier l’infectiosité des oocystes de C. parvum à partir de M. edulis et D. polymorpha 

en surveillance environnementale. 

 
 
 
La CC-qPCR, comme méthode alternative aux bioessais pour étudier l’infectiosité des 
oocystes de C. parvum : Conclusions/discussion  
 

 La comparaison de plusieurs types cellulaires (HCT-8, Caco-2 et MDCK) a montré que 

les cellules HCT-8 représentaient le modèle de choix pour évaluer l’infectiosité des oocystes 

de C. parvum car une meilleure corrélation avec les modèles de souris BALB/c et CD-1 

(Rochelle et al., 2002 ; Slifko et al., 2002). Nous avons donc testé le protocole de culture 

cellulaire initialement développé au laboratoire sur cellules Caco-2 (Brasseur et al., 1998), sur 

des cellules HCT-8. La limite de détection de la CC-qPCR est comprise entre 190 et 1 900 

oocystes de C. parvum en matrice eau. Ces valeurs sont supérieures à celles obtenues par Di 

Giovanni et Le Chevallier (2005) en CC-qPCR sur le même type cellulaire (5 à 25 oocystes). 

Cependant, cette différence pourrait être expliquée par un traitement de dékystement différent 

(HBSS pH2-Trypsin 1% incubé pendant 1h à 37°C avec 10s de vortex toutes les 15 min). De 

nombreuses études ont utilisé 48 heures post-infection comme critère d'évaluation de 

l'infection (Keegan et al., 2003 ; Rochelle et al., 2002 ; Slifko et al., 1999). D’après Di 

Giovanni et Le Chevallier (2005), 48 heures de culture ne représentent que 60% de l’infection 

pouvant être obtenue après 72 heures de culture. Par conséquent, le temps de culture peut 

avoir un effet sur la capacité à détecter une infection, en particulier pour un très faible nombre 

d'oocystes infectieux. Cette période de 72h de culture a d’ailleurs été utilisée dans une 

application de la culture cellulaire couplée à la-PCR conventionnelle pour détecter des 

oocystes infectieux dans des échantillons environnementaux, contenant probablement un 

faible nombre d'oocystes (Le Chevallier et al., 2003). L’importante variabilité biologique 

observée dans nos essais de CC-qPCR ne permet pas de quantifier le nombre exact d’oocystes 

infectieux présents initialement. Seule une détection qualitative (présence / absence 

d’infection) est possible comme cela a été précédemment décrit (Di Giovanni et Le 
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Chevallier, 2005). Cette variabilité peut être liée au nombre réel d’oocystes inoculés, au taux 

de dékystement, au ratio parasite/cellules HCT-8, mais aussi au fait que tous les oocystes ne 

sont pas forcément infectieux. 

 

La détection de l’infectiosité des oocystes de C. parvum dopés sur matrice mollusque a 

été démontrée après 48h de culture cellulaire. Nos résultats sont cohérents avec ceux de 

Suresh et Rehg (1996) qui ont montré que 97% des oocystes de C. parvum purifiés par 

gradient de Percoll conservent leur antigénicité et leur pouvoir infectieux sur des cellules 

HCT-8 et en essais in vivo. Ces derniers ont aussi montré que le pourcentage d’oocystes 

perdus est plus élevé avec le gradient de Percoll ce qui pourrait peut-être expliquer l’obtention 

d’un signal tardif en qPCR. Ainsi sans optimisation, le protocole de CC-qPCR peut être utilisé 

pour déterminer si un procédé industriel induit une inactivation des oocystes dans la matrice, à 

condition d’utiliser de fortes doses de parasites. En revanche, ce protocole nécessite une 

optimisation pour une application dans le cadre de surveillance environnementale, quelle que 

soit la matrice. L’amélioration du rendement de dékystement des oocystes représente une des 

pistes principales à explorer. A l’heure actuelle, le modèle in vivo reste la méthode la plus 

robuste pour déterminer l’infectiosité d’oocystes présents à de faibles concentrations dans des 

matrices aussi complexes que les coquillages, y compris les moules (Fayer et al., 1999 ; Li et 

al., 2006 ; Esmerini et al., 2010).  
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CONCLUSION PARTIE 2  

Les travaux réalisés dans cette seconde partie ont consisté à mettre en place une 

méthode permettant d’établir le caractère infectieux des oocystes de T. gondii et C. parvum, 

d’abord en matrice simple (eau) puis en matrice complexe (moules). Une approche basée sur 

l’infection de cellules par les parasites, couplée à la qPCR pour mettre en évidence la 

multiplication parasitaire a été privilégiée. Ces techniques sont cependant spécifiques de 

chacun des parasites compte-tenu notamment des divergences suivantes : (i) dékystement 

mécanique pour T. gondii et chimique pour C. parvum, (ii) cellules HCT-8 pour C. parvum et 

Vero pour T. gondii, (iii) temps de culture de 24h pour C. parvum et deux jours pour T. 

gondii. Globalement, le résultat d’infectiosité pour C. parvum est obtenu en 26h et en trois 

jours pour T. gondii.  

 

En conséquence, dans le cadre d’une analyse d’un échantillon environnemental (eau 

ou moules), ce type d’approche nécessite, soit d’avoir une idée à priori du contaminant 

recherché, soit de diviser la prise d’essai pour pouvoir tester la présence des deux parasites et 

diminuant par conséquent la probabilité de détection.  

 

La CC-qPCR développée dans notre étude pour détecter l’infectiosité des oocystes de 

T. gondii s’avère particulièrement intéressante pour une application en biosurveillance ou 

pour évaluer l’efficacité des procédés industriels, car elle permet de mettre en évidence 

rapidement de faibles doses de parasites infectieux, à la fois en matrice eau (LD100 < 5 

oocystes) et mollusque (LD100 < 10 oocystes). Cette méthode présente des performances bien 

supérieures à celles obtenues en RT-qPCR (Partie 1.B) et permet également d’atteindre un 

niveau d’information supérieur en caractérisant le potentiel infectieux et non uniquement la 

viabilité. Cet outil constitue donc une réelle innovation, alternative aux modèles animaux, et 

ouvre des perspectives intéressantes dans le domaine de l’évaluation de l’exposition de

l’homme aux oocystes de T. gondii dans l’environnement et les aliments. Des essais 

complémentaires devront cependant être menés pour évaluer la faisabilité de la technique sur 

d’autres matrices alimentaires telles que les légumes à feuilles vertes et les fruits rouges à baie 

qui représentent des matrices à risque.   

 

Pour C. parvum, la CC-qPCR proposée à l’heure actuelle pour détecter des oocystes 

infectieux demeure moins robuste que l’utilisation de l’in vivo en matrice simple et dans les 

moules, en raison notamment d’une limite de détection élevée (190<LD95< 1 900 oocystes en 
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matrice eau). Cependant, sur matrice moules, cette approche peut présenter un intérêt, 

notamment par rapport à l’utilisation de la RT-qPCR (Partie 1.B.). 

 

Etant donné que la CC-qPCR s’avère plus pertinente que la RT-qPCR pour les deux 

parasites et qu’elle permet de mettre en évidence des oocystes infectieux, cette approche a été 

utilisée pour étudier la survie des oocystes de T. gondii et C. parvum chez les moules, au 

cours de la bioaccumulation et de la dépuration (Partie III).  
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PARTIE 3 : EVALUATION DE LA SURVIE DES 
OOCYSTES DE T. GONDII ET DE C. PARVUM EN 

MATRICE MOLLUSQUE 
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Introduction 
 

Les oocystes de Toxoplasma gondii et Cryptosporidium parvum ont été reconnus 

comme des parasites majeurs impliqués dans des épidémies d'origine hydrique et alimentaire. 

Outre les eaux d'irrigation contaminées, des oocystes ont été détectés dans plusieurs 

écosystèmes aquatiques (Villena et al., 2004 ; Giangaspero et al., 2005 ; Aubert et Villena, 

2009 ; Castro-Hermida et al., 2010; Gallas-Lindemann et al., 2013). Par exemple, dans l'eau 

potable, les oocystes de T. gondii ont été trouvés dans 27,2% des échantillons en Pologne 

(Sroka et al., 2006) et les oocystes de C. parvum dans 10,2% à 53% des échantillons 

provenant du Portugal (Almeida et al., 2010), d’Espagne (Castro-Hermida et al., 2010) ou du 

Luxembourg (Helmi et al., 2011). Des études de l’équipe (Hohweyer et al., 2013 ; Palos-

ladeiro et al., 2014) ont montré l'intérêt d'utiliser les bivalves comme bioindicateurs de la 

présence de protozoaires dans l'environnement aquatique. Leurs principaux atouts reposent 

sur leur capacité à filtrer de grands volumes d’eau et à accumuler des contaminants chimiques 

ou biologiques (Binelli et al., 2015). C’est notamment le cas de la moule bleue marine 

(Mytilus edulis), une espèce consommable, et de la moule zébrée (Dreissena polymorpha), 

une espèce invasive d’eau douce qui résiste à de nombreux contaminants (De Lafontaine et 

al., 2000).  

 

 La détection des protozoaires dans les tissus des bivalves repose essentiellement sur 

des méthodes moléculaires, telles que la PCR. Cependant, ces méthodes ne permettent pas 

d’avoir une information sur la viabilité des parasites. La FISH est l’une des méthodes les plus 

souvent utilisées pour étudier la viabilité des parasites en matrice mollusque. Mais cette 

méthode d’estimation de la viabilité conduit à une surestimation du risque car tous les 

parasites viables ne sont pas nécessairement infectieux. De nombreux auteurs ont utilisé des 

modèles animaux pour évaluer l’infectiosité des oocystes de C. parvum chez M. edulis (Li et 

al., 2006), chez Cerastoderma edule, Ostrea edulis et M. galloprovincialis (Gomez-Couso et 

al., 2003 ; Gomez-Bautista et al., 2000) et les oocystes de T. gondii chez Crassostrea 

rhizophorae (Esmerini et al., 2010) ou dans l'eau (Villena et al., 2004 ; Issac-Renton et al., 

1998). Cependant, ces essais biologiques sont longs, coûteux et soulèvent des problèmes 

éthiques. En outre, ils ne fournissent qu’une évaluation qualitative de la viabilité/infectiosité, 

utile en biosurveillance mais peu adaptée à l’évaluation des process en industrie 

agroalimentaire. Il est donc essentiel de développer des méthodes complémentaires, faciles à 

mettre en œuvre en laboratoire et accessibles aux industries agro-alimentaires ou aux 

organismes impliqués dans la biosurveillance, pour évaluer l’exposition à ces parasites 

infectieux en milieux alimentaire et aquatique (Rousseau et al., 2018). Des avancées 
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significatives ont été réalisés en ce sens dans le cadre de cette thèse, avec le développement 

d’une approche basée sur la CC-qPCR, applicable à la matrice moule pour évaluer le caractère 

infectieux des oocystes de T. gondii et C. parvum (cf. Partie 2). 

 

Le but de cette étude a été d’appliquer les techniques de CC-qPCR développées au 

cours de la thèse pour évaluer la survie de T. gondii et C. parvum au cours de la 

bioaccumulation par des moules (M. edulis et D. polymorpha), puis de la dépuration. Pour ce 

faire, les moules ont été exposées à deux doses de parasites dans l’eau (1 000 et 10 000 

oocystes/jour/bivalve) et échantillonnées après sept jours d'accumulation et sept jours de 

dépuration. 

 

 
Matériels et méthodes 
 

a)  Les parasites utilisés 

Les oocystes de C. parvum (isolat Iowa) viables sont fournis par WaterborneTM Inc 

(cf. Partie 1.A.1.2. Section a). Pour les oocystes de T. gondii fournis par J.P. Dubey (USDA, 

Beltsville, Etats-Unis), une souche ME49 de génotype II (87 % d’oocystes sporulés) a été 

utilisée. Les conditions de conservation, lavage et dénombrement de la suspension d’oocystes 

sont décrits précédemment (Rousseau et al., 2019, cf. Partie 1A.1.1). 

Les pourcentages de viabilité de chaque suspension d'oocystes ont été déterminés par 

RT-qPCR (Rousseau et al., 2019, cf. Partie 1.A.1.1) et sont estimés à 73 % pour T. gondii et 

96 % pour C. parvum. 

 
b)  Les mollusques utilisés 

Pour les essais de bioaccumulation et dépuration en aquarium, une collecte de 

dreissènes a été réalisée à environ 5 mètres de profondeur dans le Lac-du-Der-Chantecoq 

(Marne, France) en Mars 2018. Au laboratoire, les dreissènes ont été conservées un jour à 4°C 

à l'obscurité dans des réservoirs aérés contenant 50% d'eau de lac et 50% d'eau de source 

Cristalline® (Aurèle, France). Seules les moules mesurant 2,2±0,3 cm ont été acclimatées 

pendant deux semaines dans de l'eau Cristalline® aérée à 11±1°C à l'obscurité. Les dreissènes 

sont nourries deux fois par semaine avec 2.106 de microalgues, de Chlorella pyrenoidosa et de 

Scenedesmus obliquus, par dreissène. 

 

Les moules bleues (4-5 cm de longueur de coquille) ont été collectées sur la côte 

rocheuse intertidale d'Yport (Seine-Maritime, France) en Mars 2018. Elles ont été placées 
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dans un aquarium d'eau de mer (33 mg/L) reconstituée, avec un mélange de sels (Tetra marine 

sea salt, ZooMalia) dans de l’eau physiologique, pendant deux semaines à température 

contrôlée (11±1°C) à l'obscurité. Les moules bleues sont nourries deux fois par semaine avec 

4.106   par algues de Isochrysis galbana par mollusque. 

 
c)  Conditions d’exposition 

Les moules sont réparties au hasard dans deux aquariums distincts contenant 95 

dreissènes ou 80 moules bleues. Les moules bleues sont placées dans des aquariums contenant 

12 L d’eau de mer reconstituée (33 mg/L) et les dreissènes dans des aquariums contenant 4,5 

L d’eau de source (Cristaline®, Aurèle, France) (pour tenir compte des capacités journalière 

de filtration des deux espèces). Les mollusques sont ensuite exposés à 1 000 ou 10 000 

parasites/mollusque/jour pendant sept jours, puis sont transférés dans de nouveaux aquariums 

remplis d’eau exempts de parasites pendant sept jours à 11±1°C pour subir l’étape de 

dépuration. Les mollusques sont échantillonnés à T0, après 7 jours d'exposition (7d) et après 7 

jours de dépuration (14d).  

Le volume d'eau des aquariums a été ajusté proportionnellement au nombre de moules

pendant l'exposition. Pour s’assurer que les conditions d’expositions dans les aquariums 

n’altèrent pas la viabilité et l'infectiosité des parasites, 1 000 ou 10 000 de chaque protozoaire 

sont déposés dans un tube de 1,5 mL fermé contenant de l'eau de mer ou d'eau douce, puis ces 

tubes sont placés dans les aquariums afin d'être exposés aux mêmes conditions expérimentales 

(11 ± 1 ° C dans l'obscurité). 

Pour caractériser la bioaccumulation (par qPCR) et l’infectiosité en modèle animal, 

trois dreissènes et trois moules bleues sont échantillonnées de manière aléatoire pour chaque 

méthode et par condition expérimentale. Pour étudier de l’infectiosité des oocystes par CC-

qPCR, six dreissènes et six moules bleues sont prélevées aléatoirement (trois individus testés 

immédiatement et trois aux temps d’arrêt de culture cellulaire). Des contrôles positifs 

d’extraction de parasites des matrices mollusques sont réalisés en dopant des mollusques (N = 

5) avec 1 000 ou 10 000 oocystes de T. gondii ou C. parvum. 
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d) Elution/récupération des oocystes des matrices mollusques 

L’élution des oocystes de la matrice mollusque est réalisée via une digestion trypsique 

des tissus (sans hypochlorite de sodium) comme indiqué précédemment (cf. Partie 1.B section 

c). Le culot obtenu est directement être utilisé pour l’extraction d’ARN ou soumis à une étape 

de purification des parasites par gradient de Percoll (cf. Partie 1.B section c). 

 

 
e) Mesure de la bioaccumulation par qPCR 

L'ADN est extrait à l'aide du kit pour sol FastDNA® SPIN (MP Biomedicals, Illkirch-

Graffenstaden, France) selon les instructions du fournisseur puis amplifié par qPCR dans un 

thermocycleur CFX96 TOUCH ™ (Bio-Rad, USA) dans les mêmes conditions que 

précédemment décrites pour T. gondii (Rousseau et al., 2019) et C. parvum (cf. Partie 

1.A.1.2. Section b).  

 

Tableau XVII : Cibles de qPCR pour T. gondii. 

Organisme 
Région 

ciblée 
Séquences des amorces Séquence des sondes 

Taille 

amplicon 
Références 

T. gondii
RE 

(AF487550) 

TOXO-F : 5'-AGA GAC ACC GGA 

ATG CGA TCT -3' 

TOXO-R : 5'-CCC TCT TCT CCA 

CTC TTC AAT TCT -3' 

TOXO-P : HEX-5’ACG CTT TCC TCG 

TGG TGA TGG CG-BHQ2-3'

 

81 pb Lélu et al., 2012

 

 

Pour déterminer le nombre d’équivalents parasites dans chaque échantillon, une 

courbe de référence a été établie à partir d’ADN extrait de tissu de moule inoculé (1 

moule/inoculum) avec une quantité connue d’oocystes (dilution en série au 1/10ème allant de 1 

à 10 000 oocystes). La droite Cq = f(log10 équivalent oocyste / réaction) peut ainsi être tracée. 

Les résultats de la qPCR sont rapportés sur la courbe de référence pour déterminer les 

quantités d’oocystes dans chaque échantillon. La valeur de Cq correspond au premier cycle 

pour lequel la fluorescence dépasse un seuil fixé et permet de quantifier l’ADN cible. Pour 

s’affranchir de la présence éventuelle d'inhibiteurs, chaque échantillon a été analysé en 

duplicat à la concentration pure et dilué au 1/10ème.  Les Cq indiqués correspondent aux Cq 

des échantillons purs extrapolés à partir de la valeur de Cq obtenue au 1/10ème, avec Cq1/10ème - 

Cqpur = 3,3 pour un facteur de dilution égal à 10 et une efficacité de PCR optimale égale à 2 

(log2(10)). 
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f) CC-qPCR 

L’entretien des lignés cellulaires, le dékystement des parasites à partir d’oocystes 

récupérés des mollusques et leurs mises en culture ont été réalisés comme décrits 

précédemment pour T. gondii (cf. Partie 2A, Rousseau et al., en préparation) et pour C. 

parvum (cf. Partie 2B sections b à d). Des puits de culture sont arrétés après 2h ou 3h de 

contact (T0) entre parasites et cellules pour C. parvum et T. gondii respectivement, tandis que 

pour les autres puits, la culture cellulaire de T. gondii est arrêtée après trois jours de culture 

(D. polymorpha) ou cinq jours de culture (M. edulis) à 37°C, et après deux jours pour C. 

parvum (D. polymorpha et M. edulis). 

Les protocoles d’extraction d’ADN des sporozoïtes et de qPCR sont décrits 

précédemment pour T. gondii (cf. Partie 2A, Rousseau et al., en préparation) et C. parvum (cf. 

Partie 2B Section f). 

 

g) In vivo 

Toutes les expériences impliquant des animaux sont supervisées par le comité 

d'éthique local, conformément à la réglementation du ministère de l'Enseignement Supérieur 

et de la Recherche. 

 

� T. gondii 

Comme décrit par Villena et al., 2004, les oocystes de T. gondii sont inoculés chez des 

souris Swiss Webster femelles (Laboratoire Charles River, Neuilly-sur-Seine, France) pesant 

de 20 à 30 g. Le culot d’oocystes est remis en suspension dans 900 µL d’eau physiologique et 

100 µL de pénicilline 105 U / L, de streptomycine 105 µg / mL et d’amoxicilline à 0,1 g / mL. 

Chaque échantillon de mollusque prélevé (pur ou dilué au 1/10ème, 1/100ème et 1/1000ème). Des 

souris non infectées (témoins) sont inoculées avec 1 mL de PBS sans oocyste. Chaque souris 

est inoculée par voie intrapéritonéale afin de pouvoir contrôler la dose d'inoculation. Les 

souris sont nourries puis hébergées dans des cages avec des granules et de l’eau à volonté. Les 

souris sont testées pour la présence d’anticorps antitoxoplasmiques par le test d'agglutination 

modifiée (MAT) quatre semaines après l’inoculation. Pour déterminer la quantité d'oocystes 

infectieux, les résultats d'inoculation sont rapportés à la gamme de dilution standardisée. 

 
� C. parvum 

Pour évaluer l'infectiosité des oocystes de C. parvum, des souris MNRI âgées de cinq 

jours (Janvier, Le Genest-Saint-Isle, France) sont utilisées. Chaque culot d’oocystes est remis 

en suspension dans 600 µL de PBS et six souris allaitantes sont gavées oralement par 100 µL 
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comme décrit précédemment (Delaunay et al., 2000). Pour déterminer la quantité d'oocystes 

infectieux, les résultats d'inoculation ont été rapportés à une gamme de dilution standardisée 

allant de 10 à 1 000 ocystes dans 100 µl de PBS. Des souris non infectées (témoins) sont 

gavées avec 100 µl de PBS sans oocystes. Sept jours après l'inoculation, des souriceaux 

nouveau-nés sont euthanasiés. Tout l'intestin grêle est prélevé, ouvert longitudinalement, 

coupé en petits morceaux et homogénéisé individuellement pendant 30 secondes dans 1,5 mL 

d'eau déionisée. Deux cents microlitres d'échantillon sont analysés par cytométrie en flux par 

immunofluorescence.  

 

Des échantillons (homogénats intestinaux ou oocystes purifiés utilisés comme 

contrôle) sont incubés pendant 30 min à 37 ° C avec une dilution finale au 1/20ème de 

l'anticorps monoclonal conjugué à l'isothiocyanate de fluorescéine (FITC) dirigé contre un 

antigène de la paroi de Cryptosporidium spp. (Crypt-a-Glo, Waterborne Inc., Nouvelle-

Orléans, Louisiane, États-Unis). L'analyse par cytométrie en flux par immunofluorescence est 

réalisée à l'aide du cytomètre en flux LSR FORTESSA (systèmes d'immunocytométrie 

Becton Dickinson (BDIS), San José, CA, USA). La détection par cytométrie en flux des 

oocystes de C. parvum est réalisée à l'aide des paramètres suivants : (1) détecteur de 

dispersion de la lumière à angle direct (FSC): E00, (2) détecteur de dispersion de la lumière à 

angle latéral (SSC): 304 V, (3) détecteur de fluorescence verte (Filtre passe long de 670 nm): 

505 V. Les comptages d'oocystes absolus sont réalisés à l'aide de billes fluorescentes 

uniformes calibrées en ce qui concerne la granularité et l'intensité de fluorescence 

(Fluorosphères/Flow-countTM; Beckman Coulter, Fullerton, Californie, USA). 

 

h) Analyses statistiques 

Le logiciel R (version 3.4.2) avec RStudio est utilisé pour dessiner les graphiques avec 

le paquet «ggplot2». Aucune analyse statistique n’a été réalisée en raison d'un nombre

insuffisant de réplicats biologiques (trois réplicats biologiques avec un duplicat pour chacun). 
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Résultats 
 

Dans l’essai en aquarium avec M. edulis exposée à 10 000 de chaque parasite, une 

mortalité importante a été observée. Par conséquent, seuls les tests in vivo ont pu être réalisés 

pour évaluer le caractère infectieux des oocystes. Aucune différence n'a été observée pour les 

aquariums en réplicat.

 

a) Bioaccumulation et persistence des parasites 
 

L’étude de la bioaccumulation par qPCR permet de s’assurer que les oocystes se sont 

accumulés dans les tissus des deux espèces de mollusques (D. polymorpha et M. edulis). Les 

résultats sont présentés en Figure 15. 

 

 

 

Figure 15 : Suivi de la bioaccumulation et de la persistence des oocystes de T. gondii chez 

D. polymorpha et M. edulis.  

Le diagramme de dispersion représente le nombre d'oocystes par moule pour chaque dose (1 

000 et 10 000 oocystes/mollusque/jour) à différents temps : T0 (avant exposition), 

bioaccumulation (7d) et dépuration (14d) (n = 3). 

 
A T0, aucun mollusque (n = 12) n’est contaminé par des oocystes de T. gondii. Dès 

sept jours de bioaccumulation, des oocystes de T. gondii sont détectés dans les tissus de D. 
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polymorpha et de M. edulis pour chaque condition expérimentale (Figure 15). Pour les 

dreissènes, les résultats montre une accumulation dose-dépendante avec 1-6 

oocystes/dreissène à 1 000 oocystes/dreissène/jour et 14-330 oocystes/dreissène à 10 000 

oocystes/mollusque/jour (Figure 15, 7d). Même après sept jours de dépuration, des oocystes 

sont encore détectés avec 13 à 40 oocystes/dreissène pour 1 000 parasites/dreissène/jour et 50-

913 oocystes/dreissène pour 10 000 oocystes/mollusque/jour (Figure 15, 14d). Il n’y a donc 

aucun effet de la dépuration sur les dreissènes. Pour M. edulis, la bioaccumulation d'oocystes 

de T. gondii est également dépendante de la dose, allant de 53 à 98 oocystes/mollusque pour 

la dose la plus faible et de 52 à 939 oocystes/moule bleue pour la dose la plus élevée (Figure 

15, 14d). La dépuration semble être plus efficace chez M. edulis puisque seulement 1 

oocyste/moule bleue et 3 à 6 oocystes/moule bleue sont détectés respectivement pour 1 000 et 

10 000 oocystes/moule bleue/jour. Ces résultats démontrent que les oocystes de T. gondii 

peuvent être accumulés par les moules bleues et les dreissènes, et persister dans leurs tissus 

jusque 7 jours après le début de la dépuration. La moule bleue semble être capable d’éliminer 

plus efficacement les oocystes.  

 

Aucun oocyste de C. parvum n'a été détecté dans les deux moules indiquant que, si il y a eu 

bioaccumulation, la quantité d’oocystes est inférieure à la limite de détection (LD95) estimée 

entre 50 et 100 oocystes pour M. edulis et D. polymorpha.  

 

b) Survie des oocystes de T. gondii et C. parvum évaluée par CC-qPCR 
 

Après avoir vérifié que les oocystes de C. parvum et de T. gondii en suspension dans 

de l'eau de mer ou de l'eau douce conservaient leur potentiel infectieux dans les conditions 

d’exposition et de dépuration des moules, nous avons étudié l’infectiosité de ces derniers 

après sept jours d’accumulation dans les mollusques, suivis de sept jours de dépuration. Les 

résultats sont présentés en Figure 16 pour T. gondii et en Figure 17 pour C. parvum. 
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Figure 16 : Infectiosité des oocystes de T. gondii dans les tissus de D. polymorpha (A) et 

de M. edulis (B) déterminée par CC-qPCR.  

Les culots d’oocystes issus de la digestion trypsique de la matrice mollusque sont lavés puis 

purifiés par gradient de Percoll 30%. Le dékystement des sporozoïtes est initié par une 

incubation dans de l’hypochlorite de sodium 1,6% pendant 10 min à 4°C suivi d’un traitement 

dans de l’acide taurocholique 1,5% pendant 1h30 à 37°C. Après centrifugation, le culot de 

sporozoïtes est resuspendu en milieu de culture puis deposé sur un tapis de cellules Vero 

(confluence 80%). Une qPCR a été réalisée à partir de l’ADN extrait des cellules après 7 jours 

de bioaccumulation (en gris clair) et 7 jours de dépuration (en gris foncé), pour chaque dose 

(1 000 et 10 000 oocystes/jour/bivalve) après un temps de contact entre les sporozoïtes et les 

cellules de 3h (T0) et après une culture de 3 jours (J3) ou de 5 jours (J5) selon le mollusque 

(n=3). Chaque extrait d’ADN est testé en duplicat. Les astérisques montrent des différences 

significatives (p-value < 0,05). 

  

A. B.
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Figure 17 : Infectiosité des oocystes de C. parvum dans les tissus de D. polymopha (A) et 

M. edulis (B) déterminée par CC-qPCR.  

Les culots d’oocystes issus de la digestion trypsique de la matrice mollusque sont lavés puis 

purifiés par gradient de Percoll 30%. Le dékystement des sporozoïtes est initié par une 

incubation dans de l’hypochlorite de sodium 1,6% pendant 10 min à 4°C suivi d’un traitement 

dans de l’acide taurocholique 1,5% pendant 1h30 à 37°C. Après centrifugation, le culot de 

sporozoïtes est resuspendu en milieu de culture puis deposé sur un tapis de cellules HCT-8 

(confluence 80%). Une qPCR a été réalisée à partir de l’ADN extrait des cellules après sept 

jours de bioaccumulation (en gris clair) et sept jours de dépuration (en gris foncé), pour 

chaque dose (1 000 et 10 000 oocystes/jour/bivalve) après un temps de contact entre les 

sporozoïtes et les cellules de 2h (T0) et après une culture de 2 jours (J2) (n=3). Chaque extrait 

d’ADN est testé en duplicat. Les astérisques montrent des différences significatives (p-value 

< 0,05). 

 
 

Chez D. polymorpha après sept jours d'exposition, le signal de qPCR a diminué entre 

T0 et J3 (ΔCq = 3,55 et ΔCq = 2,74 pour 1 000 et 10 000 oocystes/mollusque/jour 

respectivement), mettant en évidence des oocystes de T. gondii infectieux. Ces derniers 

restent infectieux même après sept jours de dépuration (ΔCq = 1,75 et ΔCq = 1,26 pour 1 000 

et 10 000 oocystes/mollusques/jour, respectivement).  

 

Après sept jours d'exposition à des doses faibles et élevées (ΔCq = 4,12 pour 1 000 

oocystes/mollusque/jour, ΔCq = 3,47 pour 10 000 oocystes /mollusque/jour), les oocystes de 

T. gondii restent infectieux dans M. edulis (Figure 16B). Cependant, après sept jours de 

A. B.
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dépuration, des oocystes sont détectés dans la moule bleue mais ne semblent plus infectieux 

(ΔCq = -2,94 pour 1 000 oocystes /mollusque/jour). 

 

Chez D. polymorpha, les oocystes de C. parvum sont détectés après sept jours 

d’accumulation, mais uniquement pour la dose d’oocystes la plus élevée (Figure 17A). 

Cependant le signal qPCR obtenu est tardif (Cq> 36) et reste stable entre T0 et J2, suggérant 

que les oocystes de C. parvum ne sont pas infectieux. En revanche, à cette dose, aucun 

oocyste n’est détecté après sept jours de dépuration, ce qui suggère que les parasites sont 

peut-être éliminés lors de la dépuration par les dreissènes ou que le signal est inférieur à la 

limite de détection de la qPCR (Cq > 40). Dans tous les cas, s’il persiste des oocystes, ils ne 

sont probablement plus infectieux.  

 

Chez M. edulis, les oocystes de C. parvum sont accumulés après sept jours pour les 

deux doses. Cependant, pour 1000 oocystes/mollusque/jour, un signal qPCR n’est obtenu 

qu’après deux jours de culture cellulaire (J2, Cq = 38,38 � 0,53), suggérant que les oocystes 

de C. parvum bioaccumulés par les moules bleues ne sont probablement pas infectieux ou que 

la quantité de sporozoïtes à T0 est trop faible pour être détectée. Pour la dose la plus élevée, le 

signal de qPCR détecté après 7 jours de bioaccumulation reste stable entre T0 et l’arrêt de 

culture cellulaire (J2). Les oocystes de C. parvum ne sont donc pas infectieux (Figure 17B). 

Seule la dose la plus faible a été analysée après sept jours de dépuration. Un signal de qPCR 

tardif est détecté uniquement à T0 (Cq = 37,53 � 0,92) suggérant qu’il persiste des oocystes 

mais qu’ils ne sont plus infectieux.  

 

 c) Survie des oocystes de T. gondii et C. parvum évaluée par bioessais 
 

� T. gondii 

 

L’infectiosité des oocystes de T. gondii bioaccumulés puis après dépuration par les dreissènes 

est étudiée chez la souris. Les résultats sont présentés dans le Tableau XVIII. 
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Tableau XVIII : Nombre de souris infectées par D. polymorpha exposé à des oocystes de 

T. gondii (bioaccumulation et dépuration) présentant une séroconversion et le devenir 

des souris (mortalité avant 60 jours). 

Le nombre d'oocystes de T. gondii infectieux a été estimé par rapport à la gamme de dilution 

de l’échantillon (n=3). Le broyat de dreissène sans oocyste inoculé aux souris n’est pas mortel 

pour ces dernières, la mortalité des souris étant attribuée aux oocystes de T. gondii. La 

séronconversion a été testée par agglutination directe sur les sérums de souris survivantes 

après 60 jours. 

 

 

Après sept jours de bioaccumulation de D. polymorpha avec 1 000 

oocystes/dreissène/jour, une séroconversion est observée pour toutes les souris (5/5) et une 

souris est morte suite à l’inoculation d’un échantillon pur. La séroconversion est observée 

chez 2/6 souris jusqu'à une dilution de 1/1000ème. On peut donc en déduire que le nombre 

d'oocystes infectieux est supérieur à 1 000 oocystes/dreissène. Après sept jours de dépuration, 

l’inoculation d’un échantillon pur conduit à la mort d’une souris et 4/5 souris ce sont 

séroconverties. En revanche, aucune séroconversion n’a lieu pour l’échantillon dilué au 

1/100ème, ce qui suggère que le nombre d'oocystes infectieux était compris entre 10 et 100 

oocystes/dreissène. Ce résultat montre que le traitement de dépuration n’est pas totalement 

efficace pour éliminer tous les oocystes infectieux. Pour 10 000 oocystes/dreissène/jour, les 

résultats après bioaccumulation et dépuration sont similaires. L’inoculation de l’échantillon 

pur provoque la mort de quatre souris et la séroconversion des souris restantes (2/2). De plus, 

jusqu’à la dilution au 1/100ème, la séroconversion est observée chez au moins une souris 

(dépuration), indiquant que le nombre d'oocystes infectieux est compris entre 10 et 100 

oocystes/dreissène. 
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Les résultats obtenus avec la moule bleue sont présentés dans le Tableau XIX. 

 
Tableau XIX : Nombre de souris infectées par M. edulis exposé à des oocystes de T. 

gondii (bioaccumulation et dépuration) présentant une séroconversion et le devenir des 

souris (mortalité avant 60 jours). 

Le nombre d'oocystes de T. gondii infectieux a été estimé par rapport à la gamme de dilution 

de l’échantillon (n=3). Le broyat de moule bleue sans oocyste inoculé aux souris n’est pas 

mortel pour ces dernières, la mortalité des souris étant attribuée aux oocystes de T. gondii. La 

séronconversion a été testée par agglutination directe sur les sérums de souris survivantes 

après 60 jours. 

 
 

Après bioaccumulation et dépuration chez M. edulis, pour 1 000 oocystes/moules 

bleues/jour, l’inoculation d’un échantillon pur conduit à une séroconversion chez la souris 

(6/6) et ce jusqu'à la dilution au 1 /10ème (1/6 souris). Ainsi, le nombre d'oocystes infectieux 

estimé après bioaccumulation et dépuration est compris entre 10 et 100 oocystes/moule bleue. 

Après bioaccumulation avec 10 000 oocystes/moule bleue/jour, une souris est morte et toutes 

les souris ont séroconverti (5/5) suite à l’inoculation d’un échantillon pur ou dilué au 1/10ème. 

Avec une séroconversion de 2/6 souris jusqu'à la dilution de l’échantillon au 1/1000ème, le 

nombre d'oocystes infectieux est estimé à plus de 1 000 oocystes/moules bleues. Après la 

dépuration, l’inoculation d’un échantillon pur conduit à la mort d’une souris et la 

séroconversion des souris restantes (5/5). De plus, la séroconversion des souris (6/6) est 

observée pour l’échantillon dilué au 1/10ème alors que la séroconversion a lieu chez seulement 

2/6 et 1/6 souris pour les échantillons dilués respectivement au 1/100ème et 1/1000ème. Ainsi, le

nombre d'oocystes infectieux est estimé supérieur à 1 000 oocystes/moules bleues. Ce résultat 

montre que le traitement de dépuration n’est pas efficace pour éliminer les oocystes infectieux 
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de la moule bleue, quel que soit la dose. Pour M. edulis, un effet dose sur la bioaccumulation 

et sur la dépuration est présent.  

 
� C. parvum 

 

L’infectiosité des oocystes de C. parvum bioaccumulés puis après dépuration par les 

mollusques a été étudiée chez la souris. Les résultats sont présentés dans la Figure 18. 

Figure 18 : Infectiosité des oocystes de C. parvum dans les tissus de D. polymorpha (A) et 

de M. edulis (B).  

Le diagramme de dispersion représente le nombre d'oocystes infectieux par mollusque après 

bioaccumulation et dépuration, pour chaque dose (1 000 et 10 000 oocystes/jour/bivalve). Le 

diagramme en barres représente la moyenne d'oocystes infectieux pour chaque condition (n = 

3). 

 

 

 

Pour 1000 oocystes/dreissène/jour, 410 ± 67 et 323 ± 29 oocystes infectieux de C. 

parvum sont dénombrés respectivement après sept jours de bioaccumulation et sept jours de 

dépuration. Pour 10 000 oocystes/mollusque/jour, 404 ± 16 et 328 ± 16 oocystes infectieux de 

C. parvum sont détectés après sept jours de bioaccumulation et sept jours de dépuration. Les 
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quantités d’oocystes accumulés dans les tissus (410 ± 67 pour 1000 vs. 404 ± 16 pour 10000) 

et présents en fin de dépuration (323 ± 29 pour 1000 vs. 328 ± 16 pour 10000) ne semblent 

pas dépendantes du nombre de parasites présents dans l’eau. Par contre, une tendance à la 

diminution du nombre d’oocystes infectieux entre les phases de bioaccumulation et de 

dépuration n’est observée que pour la dose 10 000.  

 

Pour 1 000 oocystes/moule bleue/jour, 367 ± 77 et 326 ± 3 oocystes infectieux de C. 

parvum sont respectivement détectés après sept jours de bioaccumulation et sept jours de 

dépuration. Pour 10 000 oocystes/moule bleue/jour, 348 ± 33 et 349 ± 4 oocystes infectieux 

de C. parvum sont dénombrés après sept jours de bioaccumulation et sept jours de dépuration. 

A l’instar de la dreissène, aucun effet dose n’est observé puisque le nombre d’oocystes 

infectieux détectés en fin de bioaccumulation (367 ± 77 vs. 348 ± 33) et en fin de dépuration 

(326 ± 3 vs. 349 ± 4) est comparable quelle que soit la dose. En revanche, le nombre 

d'oocystes infectieux reste stable entre les étapes de bioaccumulation et de dépuration aux 

deux doses, suggérant qu’aucune dépuration n’a eu lieu. Ainsi, d’après l’ensemble de ces 

résultats quelle que soit la matrice mollusque considérée et la quantité de parasites dans l’eau, 

les oocystes accumulés dans les tissus des moules conservent leur caractère infectieux et le 

traitement de dépuration ne semble pas être efficace. 

 

Evaluation de la survie des oocystes de T. gondii et de C. parvum en matrice mollusque :  
Conclusions/discussion 
 

La méthode de détection actuellement utilisée dans l'eau pour Cryptosporidium est la 

séparation immunomagnétique associée à une détection par immunofluorescence (IMS-IFA) 

(Méthode 1623.1 de l'USEPA et NF T90-455 / A1). L’IFA a largement été transposée pour 

les bivalves (Fayer et al., 2003; Freire-Santos et al., 2000; Miller et al., 2005) et en particulier 

chez M. edulis (Li et al., 2006; Lucy et al., 2008 ) ou D. polymorpha (Graczyk et al., 2004; 

Lucy et al., 2008). Cependant, Fayer et al. (2002) ont démontré par IFA que seulement 50% 

des oocystes de C. parvum sont détectés dans des crustacés. Plusieurs études ont utilisé une 

méthode de biologie moléculaire telle que la qPCR (Kerambrun et al., 2016 ; Marangi et al., 

2015; Staggs et al., 2015). Dans notre étude, nous avons procédé à une détection par qPCR 

directement à partir d’extraits des moules D. polymorpha et M. edulis et ainsi mis en évidence 

leur capacité à accumuler et à dépurer les oocystes de T. gondii et C. parvum dans des 

conditions expérimentales. Les résultats de qPCR mettent en évidence une accumulation dose 

dépendante des oocystes de T. gondii par D. polymorpha et M. edulis. Cependant, aucun 
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oocyste de C. parvum n’a été détecté chez les deux espèces de mollusques Bien que 

présentant une limite de déctection correcte (50 < LD95 < 100 oocystes par moule), la méthode 

de détection par qPCR ne semble pas suffisamment sensible pour détecter la bioaccumulation 

des oocystes de C. parvum. Le faible nombre de copies (4) de la séquence d'ADN génomique 

ciblée (Laxer et al., 1991) ainsi que le rendement de récupération des parasites peuvent 

contribuer à ce niveau de détection. L’IMS-qPCR a été décrite pour C. parvum comme une 

méthode alternative plus sensible par rapport à l’IMS-IFA (Lowery et al., 2001) et pourrait 

donc être envisagée pour améliorer la détection sur la matrice moule et être en mesure 

d’évaluer la bioaccumulation. A ce jour, aucune technique d’IMS et aucun réactif de 

microscopie d'analyse par immunofluorescence n'est disponible pour les oocystes de T. 

gondii. Plus récemment, la séparation magnétique par des lectines (LMS) a été décrite pour 

isoler les oocystes de T. gondii à partir d'échantillons d'eau concentrée avant la détection par 

microscopie ou qPCR (Harito et al., 2017b, 2017a, 2016). Cependant, on peut s’interroger sur 

l’utilisation de lectines dans le cadre de matrices complexes en raison de leur liaison non 

spécifique à un très grand nombre de glycoconjugués.  

 

D’autre part, étant donné que seul un parasite infectieux représente un risque pour la 

santé humaine, il semble nécessaire d'obtenir une information concernant l'infectiosité. Cette 

dernière a été déterminée par deux méthodes : la CC-qPCR et les bioessais. Dans notre étude, 

les oocystes de T. gondii restent infectieux après sept jours de bioaccumulation par M. edulis 

et D. polymorpha par CC-qPCR et bioessais. Ces résulats sont cohérents avec la persistance 

de l’infectiosité des oocystes de T. gondii après 85 jours chez Crassostrea virginica (Lindsay 

et al., 2004). Une autre étude a mis en évidence la présence de parasites viables par RT-qPCR 

et infectieux en modèle animal, trois jours après l’exposition de Mytilus galloprovincialis aux 

oocystes de T. gondii (Arkush et al., 2003). Pour C. parvum, des oocystes infectieux ont 

également été mis en évidence chez les deux mollusques après sept jours de bioaccumulation, 

par les essais in vivo uniquement. La présence d’oocystes infectieux a déjà été démontrée en 

en modèle animal, chez des moules espagnoles, Mytilus galloprovincialis, naturellement 

contaminées (Gomez-Bautista et al., 2000). Plus récemment, il a été mis en évidence la 

présence d’oocystes de C. parvum viables chez l’huître Crassostrea belcheri sept jours après 

exposition en aquarium (Sutthikorchai et al., 2016). 

 

Après l’étape de dépuration, des oocystes de T. gondii et C. parvum infectieux sont 

toujours détectés chez les deux moules via les bioessais. Dans notre étude, la réduction de 

l’infectiosité est faible voire inexistante. 
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A l’exception de la M. edulis en fin de dépuration (résultats uniquement pour la dose 

faible), les résultats de CC-qPCR et de bioessais sont corrélés pour T. gondii. Ainsi, 

l’approche CC-qPCR s’avère une méthode alternative intéressante et pertinente dans le cadre 

de l’évaluation de l’exposition à des parasites infectieux dans l’environnement via les 

bivalves. L’absence de corrélation entre les deux techniques en fin d’étape de dépuration de 

M. edulis soulève des questionnements quant à l’impact du processus d’élimination mis en 

place par la moule sur l’intégrité de l’oocyste. En effet, une altération de la structure pourrait 

affecter les rendements de récupération des oocystes à partir des tissus et/ou de libération des 

sporocystes, et par conséquent le résultat de CC-qPCR.   

  

Pour C. parvum en revanche, les résultats de CC-qPCR ne sont pas corrèlés pas avec 

les essais en modèle animal. Contrairement à T. gondii, la corrélation entre l’approche de CC-

qPCR telle que proposée dans le cadre de cette thèse pour C. parvum (Partie 2B) et les 

bioessais, n’a pas été établie en matrice simple, ni mollusque. Compte-tenu de ces résultats, il 

apparaît important de réaliser des essais complémentaires.   

 

Actuellement, aucune étude n’a évalué l'infectiosité des oocystes de T. gondii et C. 

parvum chez D. polymorpha. Cependant, Palos Ladeiro et al., (2018) ont montré que les 

oocystes de C. parvum pourraient être phagocytés par des hémocytes des dreissènes dans des 

conditions in vitro. Ceci n’a pas été observé pour les oocystes de T. gondii, peut-être en raison 

de leur diamètre (10-12 µm ; Dubey et al., 1998) par rapport à C. parvum (4 - 5 µm ; Fayer et 

al., 2000). Ces données suggèrent que la dreissène devrait être capable d’éliminer plus 

facilement les oocystes de C. parvum et que le nombre d’oocystes infectieux devraient 

diminuer au cours de la dépuration. Les résultats obtenus dans le cadre de notre étude sur 

l’organisme vivant ne vont cependant pas en ce sens. Le nombre élevé d’oocystes 

bioaccumulés à traiter par la moule pourrait induire une saturation du système immunitaire ne 

permettant pas d’éliminer efficacement C. parvum contrairement aux essais in vitro dans

lesquels le nombre d’oocystes pris en charge par les hémocytes est plus faible.  

 

Globalement les parasites bioaccumulés au bout de sept jours par les moules 

conservent leur caractère infectieux et des oocystes infectieux sont toujours présents après 

sept jours de dépuration. Ceci démontre que : i) ces deux bivalves peuvent constituer des 

outils intégrateurs de la contamination en parasites protozoaires des eaux dans le temps et 

dans l’espace sur le continuum continental-marin ; ii) sept jours de dépuration ne sont pas ou 

peu efficaces pour éliminer des mollusques les oocystes infectieux et/ou réduire l’infectiosité. 
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Par conséquent, dans le cadre de la moule bleue, sachant que le temps de dépuration varie en 

fonction du classement sanitaire des zones de production (0, 48h et 60 jours), le 

consommateur peut encore être exposé au danger. Il conviendrait donc de déterminer le temps 

de dépuration nécessaire pour éliminer complètement le risque d’exposition.     
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CONCLUSIONS GENERALES 
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 Tout au long long de ce projet de thèse, notre objectif a été de développer une 

méthode pour étudier la viabilité et/ou l’infectiosité des trois protozoaires, T. gondii, C. 

parvum et G. duodenalis, si possible simultanément, et applicable à toutes les matrices. Pour 

atteindre cet objectif, les essais se sont déroulés en trois étapes. Dans un premier temps, des 

méthodes moléculaires pour étudier la viabilité ont été évaluées dans une matrice simple (eau) 

et sur deux matrices mollusques (la moule bleue et la dreissène). Dans un second temps, une 

méthode alternative aux bioessais, permettant de caractériser le potentiel infectieux des 

oocystes par infection de cellules couplée à la qPCR a été proposée sur matrice simple puis 

appliquée sur matrice complexe (moule bleue et dreissène) pour T. gondii et C. parvum. Enfin 

ces méthodes ont été utilisées pour évaluer la survie des oocystes de T. gondii et C. parvum 

dans les mollusques au cours de la bioaccumulation et de la dépuration. L’ensemble des 

résultats est synthétisé dans le tableau XX. 

 

Tableau XX  : Tableau de synthèse des différentes méthodes permettant d'étudier la 

viabilité et l'infectiosité des trois parasites dans l'eau ou dans les mollusques. 

Un code couleur a été utilisé pour les limites de détection (LD) : LD acceptable (Vert), LD ne 

permettant pas une application en biosurveillance (orange), LD inacceptable car très élevée 

(rouge). A partir des LD de chaque méthode, nous avons conclu sur l’applicabilité (  ) ou non 

 (   ) de la méthode décrite en biosurveillance et pour l’étude de l’efficacité des procédés. Si la 

LD n’est pas établie, les méthodes ont été considérées comme non applicable. 
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 En PMA-qPCR, le protocole n’est commun à aucun des trois protozoaires. 

Cette méthode permet de différencier des oocystes des T. gondii vivants et morts (inactivés 

thermiquement) mais l’abattement mesuré reste faible par rapport à ce qui est observé avec 

d’autres méthodes comme la RT-qPCR ou le modèle in vivo. La PMA-qPCR n’est donc pas 

adaptée pour évaluer l’efficacité du traitement thermique. Pour les oocystes de C. parvum et 

les kystes de G. duodenalis, la réponse en PMA-qPCR varie selon le traitement subi, De plus, 

pour des oocystes/kystes inactivés thermiquement (par la chaleur et/ou le froid), le signal en 

PMA-qPCR persiste alors qu’aucun signal de viabilité n’est détecté en RT-qPCR. Ainsi en 

l’état actuel, la PMA-qPCR n’a pas été retenue comme méthode alternative à la RT-qPCR, 

méthode de référence du laboratoire, pour une éventuelle application en matrice mollusque. 

 

 

Sur matrice mollusque, le protocole utilisé pour l’extraction des ARN et la RT-qPCR 

ne nous a pas permis de détecter les trois protozoaires viables simultanément. Les oocystes de 

T. gondii sont détectables à partir de dreissène et de moule bleue (1 000 oocystes < LOD < 

5 000 oocystes) et les kystes de G. duodenalis (5 000 kystes < LOD < 10 000 kystes) sont 

détectables uniquement à partir de moule bleue. Les deux matrices mollusques ne semblent 

pas se comporter de la même façon. La méthodologie de RT-qPCR n’est donc pas applicable 

T. gondii C. parvum G. duodenalis

PMA-qPCR
LOD : Non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD : Non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD : Non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

RT-qPCR

LOD < 2 oocystes / μL suspension d'ARN 
(Travaillé et al., 2016)
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD < 2 oocystes / μL suspension d'ARN 
(Travaillé et al., 2016)
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD < 2 kystes / μL suspension d'ARN (Travaillé 
et al., 2016)
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

CC-qPCR
LOD < 1 kyste
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

CC-qPCR
LOD < 5 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

190 oocystes< LOD < 1 900 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Bioessais
LOD < 10 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

1 oocyste < LOD < 10 oocystes 
(Delaunay et al., 2000) 
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Viabilité RT-qPCR
1 000 oocystes < LOD < 5 000 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD > 100 000 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

5 000 kystes < LOD < 10 000 kystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

CC-qPCR
LOD < 10 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD non déterminé
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Bioessais
LOD < 100 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD : Non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Viabilité RT-qPCR
1 000 oocystes < LOD < 5 000 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD > 100 000 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD > 100 000 kystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

CC-qPCR
LOD < 10 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Bioessais
100 oocystes < LOD < 1 000 oocystes
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD : Non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

LOD non déterminée
Biosurveillance :
Efficacité des procédés:

Moule bleue

Dreissène

Eau

Viabilité

Infectiosité

Infectiosité

Infectiosité
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en l’état, à l’étude de la viabilité des trois protozoaires dans le cadre de surveillance 

environnementale. En revanche, l’étude de l’efficacité des procédés industriels, basée sur 

l’utilisation d’une quantité importante de parasites au départ, est possible pour T. gondii et G. 

duodenalis à partir de moule bleue et pour T. gondii à partir de dreissène.  

 

Les méthodes de biologie moléculaire semblaient les plus prometteuses en termes de 

délai de réponse (1 jour), de mise en œuvre, de coût pour permettre aux industriels d’estimer 

le risque parasitaire dans les aliments. Cependant, leur capacité à détecter spécifiquement des 

parasites viables (PMA-qPCR) ou de faible quantité de parasites dans des matrices complexes 

(RT-qPCR) n’a pas pu être validée. De plus, seules les méthodes pour évaluer l’infectiosité 

permettent d’évaluer strictement l’exposition de l’homme à des protozoaires infectieux dans 

les matrices alimentaires, sans surestimation du risque. Pour T. gondii, le modèle in vivo 

permet de détecter jusqu'à 10 oocystes infectieux après quatre semaines post inoculation et 

pour C. parvum, jusqu'à un oocyste infectieux dans un délai d’une semaine post inoculation 

Ces deux méthodes pourraient être utilisables semi-quantitativement par la mise en œuvre de 

dilutions. 

 

Cependant, le modèle in vivo présente toujours des inconvénients majeurs qui sont le 

temps nécessaire pour obtenir un résultat et surtout les problèmes bioéthiques liés à 

l’utilisation d’animaux en laboratoire. Afin de proposer une méthode plus adaptée pour 

étudier l’efficacité des procédés dans les industries agro-alimentaire et en biosurveillance, 

l’infection de cellules couplée à la qPCR (CC-qPCR) a été développée comme méthode 

alternative aux bioessais afin d’évaluer l’infectiosité des oocystes de T. gondii et C. parvum 

en matrice eau et mollusque. Cependant, il n’a pas été possible de quantifier le nombre 

d’oocystes infectieux en culture cellulaire. Cela est lié à plusieurs facteurs, dont (i) la 

variabilité du nombre réel d’oocystes au départ, (ii) la variabilité liée au dékystement des 

sporocystes (T. gondii) ou oocystes (C. parvum) mis en culture, (iii) le fait que tous les

oocystes ne sont pas infectieux dans la suspension d’oocystes et (iv) la variabilité biologique 

due au nombre et aux stades de développement intracellulaire du parasite et par conséquent le 

nombre de copies des cibles génomiques. Dans l’eau, la limite de détection de la CC-qPCR 

est inférieure à cinq oocystes de T. gondii en 48h et inférieure à 10 oocystes sur matrice 

mollusque en 72h. Ainsi, la méthode de CC-qPCR en matrice eau et mollusque représente une 

bonne alternative aux bioessais et semble adaptée pour étudier l’infectiosité des oocystes de T. 

gondii sur M. edulis et D. polymorpha en surveillance environnementale mais aussi pour 

étudier l’efficacité des procédés industriels avec un résultat en 72h. Pour les oocystes de C. 
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parvum, la limite de détection dans l’eau est comprise entre 190 et 1 900 oocystes infectieux 

de C. parvum en 48h. Cette méthode de CC-qPCR nécessiterait une optimisation pour 

améliorer la limite de détection sur matrice eau et mollusque et étudier l’infectiosité des 

oocystes de C. parvum dans le cadre de surveillance environnementale ou dans les aliments. 

Aucune information concernant l’infectiosité des kystes de Giardia n’est obtenue par 

multiplication in vitro couplée à la qPCR, mais cette méthode permet d’évaluer 

quantitativement leur multiplication et donc leur viabilité. Un kyste viable peut ainsi être 

détecté dans l’eau en 48h. Cette approche semble prometteuse, pourrait remplacer la RT-

qPCR, pour estimer le risque dans des échantillons environnementaux ou des aliments en 

ayant recours à une IMS pour s’affranchir de la matrice. De plus, l’emploi de cellules HCT-8 

pour les trois parasites permettrait d’évaluer la viabilité des kystes de Giardia et l’infectiosité 

des oocystes de T. gondii et C. parvum. Même si ce type d’approche semble être prometteur 

pour une application en matrice mollusque, il serait nécessaire de déterminer le rendement du 

dékystement des kystes de G. duodenalis ou oocystes de C. parvum (étape limitante du 

protocole), si besoin de l’optimiser. Il pourrait être ensuite envisagé d’appliquer la CC-qPCR 

et la mutliplication in vitro-qPCR sur d’autres matrices alimentaires à risque tel que les 

huîtres (mangées crues) ou les fruits et légumes.   

 

Avant ce projet de thèse, des méthodes étaient disponibles au laboratoire pour détecter 

l’ADN des oocystes de T. gondii et C. parvum et des kystes de G. duodenalis en matrice eau, 

basilic et framboises et pour accéder à la viabilité par RT-qPCR sur matrice eau et basilic. De 

plus, l’in vivo était la méthode qualitative de référence donnant une information sur 

l’infectiosité des trois parasites dans la matrice eau. La culture cellulaire associée à une 

détection microscopique était utilisée, comme méthode alternative aux bioessais, pour étudier 

l’infectiosité des oocystes de C. parvum en matrice eau. Cependant, aucune application 

n’avait été réalisée sur matrice mollusque. Concernant les méthodes moléculaires de mesure 

de la viabilité, ce projet de thèse a permis de déterminer que la PMA-qPCR n’était pas une

technique pertinente, d’adapter la RT-qPCR à l’étude de la viabilité de T. gondii, C. parvum et 

G. duodenalis sur matrice mollusque et de développer la multiplication in vitro couplée à la 

qPCR pour les kystes de G. duodenalis sur matrice eau. Le modèle in vivo de T. gondii a été 

optimisé pour permettre de rendre un résultat semi-quantitatif. A cela s’ajoute le 

développement de la CC-qPCR pour T. gondii et C. parvum à partir de matrice eau et 

mollusque comme méthode alternative aux bioessais. L’ensemble des méthodes disponibles 

avant ce projet de thèse et présentes en fin de thèse est présenté en Figure 19. 
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Figure 19 : Schéma de synthèse des techniques disponibles dans la littérature et/ou au 

sein du laboratoire avant/après la thèse et leur applicabilité dans un contexte de 

biosurveillance et de mesure d’efficacité d’inactivation de traitements sur matrice eau et 

mollusque. 

 : oocyste de T. gondii ;  : oocystes de C. parvum ;  : kystes de G. duodenalis 

D : détection ;       >  >     : degré de compatibilité décroissant avec l’application en 

biosurveillance dans les matrices eau et mollusque. 

Q : quantification ;       >  >     : degré de compatibilité décroissant avec des mesures 

d’efficacité de procédés dans les matrices eau et mollusque. 

 

Les méthodes développées ont permis de montrer que les oocystes de T. gondii et C. 

parvum bioaccumulés sept jours dans les moules bleues et les dreissènes demeuraient 

infectieux. Après sept jours de dépuration, l’infectiosité des oocystes de T. gondii persiste 

uniquement dans les dreissènes par CC-qPCR. Mais ces derniers résultats ne concordent pas 

avec ceux obtenus avec le modèle in vivo. Les bioessais restent la méthodologie la plus 



A. ROUSSEAU 
 

 
 

207 

sensible pour évaluer le risque environnemental lié à la présence de T. gondii infectieux. En 

revanche, les oocystes de C. parvum ont à priori perdu leur infectiosité après 7 jours de 

dépuration dans les deux matrices mollusques. Le traitement de dépuration est efficace pour 

inactiver les oocystes de C. parvum sur la matrice mollusque et donc limiter le risque 

infectieux pour les consommateurs. Par ailleurs, la bioaccumulation d’oocystes infectieux par 

les bivalves peut être utilisé comme outil de biosurveillance, afin de mettre en évidence une 

exposition de l’homme à des oocystes infectieux présents dans les milieux aquatiques. 
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