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INTRODUCTION  

 

Une partie des protozoaires parasites intestinaux est fréquemment associée à des 

troubles digestifs persistants, non seulement lors de retour de voyage de région tro-

picale mais également dans les pays industrialisés. Par conséquent, leur diagnostic 

est primordial et nécessite le recours à un outil, le microscope optique, apparu au 

début du 17e siècle et perfectionné au 19e siècle. L’examen direct des selles fraîches 

par microscopie était alors l’examen de choix, le diagnostic définitif reposant sur la 

mise en évidence du parasite sous forme de kystes, de trophozoïtes ou d’oocystes.  

C’est l’inventeur du microscope tel qu’on le connait aujourd’hui, Antoni van Leeu-

wenhoek, qui découvre pour la première fois les protozoaires avec le genre Giardia 

sp. en 1681 en examinant ses propres selles. Par la suite, la découverte de l'agent 

causal de l’amœbose en 1875 est attribué au médecin russe Fedor Lösch qui visua-

lise Entamoeba dans les selles d'un patient et reproduit la maladie chez le chien 

après l’ingestion du parasite. Vient ensuite la découverte de Cryptosporidium par-

vum en 1910 par Tyzzer chez la souris (il faudra attendre 1976 pour que la présence 

de Cryptosporidium soit signalée chez l’Homme). Puis en 1927, au Brésil, une mi-

crosporidie est identifiée pour la première fois chez l'Homme. Les espèces Entero-

cytozoon bieneusi et Encephalitozoon intestinalis furent découvertes respective-

ment en 1985 par Desportes et en 1992 par Orenstein chez des individus atteints 

du SIDA. 

Malheureusement, la sensibilité et la spécificité de l’examen direct des selles sont 

variables et dépendent d’un certain nombre de facteurs : la qualité de l’échantillon, 

le nombre d’échantillons analysés, le cycle excrétoire du parasite, le type de parasite 

recherché et l’expérience du microbiologiste. De nouvelles méthodes, s’appuyant 

en premier lieu sur la microscopie (techniques de coloration, milieux de culture pour 

https://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Fedor_L%C3%B6sch&action=edit&redlink=1
https://fr.wikipedia.org/wiki/Syndrome_d%27immunod%C3%A9ficience_acquise
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protozoaires…) ont été développées pour faciliter le diagnostic des protozooses in-

testinales. De nos jours, l’arsenal diagnostique s’est étoffé de nouveaux tests plus 

spécifiques : sérologie, recherche d’antigènes dans les selles, PCR. 

Rapidement, ce fut l’avènement des premières techniques de génie génétique. La 

biologie moléculaire est apparue dans les années 1930, à la suite de la découverte 

des chromosomes et l'identification de l'ADN comme support de l'information gé-

nétique. La PCR permet de dupliquer un grand nombre de fois une séquence d’ADN 

(ou d’ARN) connue à partir d’une faible quantité d’acides nucléiques. La première 

technique inventée, nommée PCR en point final (1986), ne mesure la quantité d’ADN 

formée qu’à la fin de la réaction contrairement à la PCR en temps réel (1992) qui 

permet d’obtenir une cinétique. C’est cette dernière qui est utilisée pour la détec-

tion d’agents pathogènes. 

Au fur et à mesure des découvertes, de nouvelles technologies sont devenues dis-

ponibles telles que les puces à ADN (ou « microarray » en anglais) qui permirent 

l’analyse globale du génome de la levure en 1997. Le principe de la puce à ADN re-

pose sur la propriété que possède l'ADN dénaturé simple brin de reformer sponta-

nément sa double hélice lorsqu'il est en présence d'un brin complémentaire (une 

sonde) par réaction d'hybridation. 

Ces dernières années des « PCR multiplexe » ont vu le jour, réalisant l’amplification 

en une seule réaction de plusieurs segments d’ADN distincts. Ainsi, la possibilité de 

détecter plusieurs pathogènes en un seul test permet une approche syndromique 

pour le diagnostic rapide des maladies infectieuses. 

Dans le cas des infections parasitaires intestinales la société Mobidiag a mis au point 

un test unitaire permettant la recherche d’un large panel de parasites dans les selles 

de patients par l’association des techniques de PCR et de microarray : le Novodiag® 

Stool Parasite. Cette nouvelle méthode moléculaire se veut plus performante dans 

le but de supplanter l’examen microscopique standard associé aux PCR commer-

ciales ou « maison ». C’est ce que cette étude va déterminer.  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Chromosome
https://fr.wikipedia.org/wiki/G%C3%A9notype
https://fr.wikipedia.org/wiki/G%C3%A9notype
https://fr.wikipedia.org/wiki/D%C3%A9naturation_de_l%27ADN
https://fr.wikipedia.org/wiki/H%C3%A9lice_(biochimie)
https://fr.wikipedia.org/wiki/Brin_d%27acide_nucl%C3%A9ique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hybridation_de_l%27ADN
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PARTIE I : REVUE DE LA LITTERATURE 

 

1. Généralités sur les protozoaires 

 

Les protozoaires furent observés pour la première fois il y a plus de 300 ans. Ce sont 

des êtres unicellulaires appartenant au règne des protistes, mobiles à au moins un 

stade de leur développement. Ils sont présents sur tous les continents avec une pré-

valence accrue dans les pays en voie de développement. Ils peuvent être libres ou 

parasites d’un autre être vivant (mucus pulmonaire, tube digestif ou cellules san-

guines de certains animaux).  

Dans l’environnement, ils vivent exclusivement dans les eaux salées ou douces ou 

dans les sols humides. Ils constituent un groupe diversifié de microorganismes dont 

la plupart ne présentent aucun risque pour la santé humaine. 

Parmi les protozoaires du monde vivant certains sont capables de parasiter 

l'Homme, ils sont classés en trois grands groupes. 

Les sporozoaires (protozoaires capables de former des spores) comprennent les coc-

cidies, les cryptosporidies, Toxoplasma gondii ainsi que l'hématozoaire Plasmodium. 

Les rhizoflagellés regroupent les amibes intestinales et libres, les flagellés intesti-

naux et génitaux, les trypanosomes et les leishmanies. 

Balantidium coli, un cilié (protozoaire à cils vibratiles) normalement commensal 

du porc, du singe et parfois du rat, peut être accidentellement responsable de la 

balantidiose chez l’Homme, maladie parasitaire des intestins. 
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2. Les protozoaires digestifs retrouvés chez l’Homme 

 

Parmi les protozoaires parasites de l’Homme, une fraction peut être retrouvée dans 

le tube digestif et peut entrainer une symptomatologie. Les trois principaux proto-

zoaires intestinaux pathogènes chez l’homme, en termes de fréquence, sont repré-

sentés par Cryptosporidium parvum, Giardia intestinalis et Entamoeba histolytica. 

Les deux premiers colonisent le duodénum, le jéjunum et l’iléum et sont les agents 

les plus souvent responsables de diarrhées persistantes 1 . E. histolytica colonise 

quant à lui le colon et peut disséminer aux autres organes après invasion de la paroi 

colique, principalement le foie, causant l’amibiase. 

Les protozoaires mesurent généralement de 10 à 200 µm et peuvent être obser-

vables au microscope optique. Certains protozoaires passent par différents stades 

de vie, du stade prolifératif (forme trophozoïte qui leur permet de se nourrir et se 

reproduire) au stade de kyste inactif. Cette alternance leur permet de survivre à des 

conditions difficiles, telles que l’exposition à des températures extrêmes ou de 

longues périodes sans apport nutritif. Les formes kystiques permettent également la 

survie à l’extérieur de l’hôte et donc la transmission du parasite. 

La transmission des protozoaires intestinaux étant majoritairement liée au péril fécal 

(contamination oro-fécale par des aliments ou de l’eau souillés par des déjections 

infestées) la prévention, visant à limiter la transmission des kystes, reste donc essen-

tielle. Elle repose avant tout sur la purification et les traitements des eaux usées et 

des eaux d’épandage en zone d’endémie, du lavage minutieux des aliments et des 

mains ainsi que sur la mise au point de méthodes de diagnostic pouvant révéler la 

présence de kystes y compris chez les porteurs asymptomatiques. 
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3. Pathogénicité des différents protozoaires digestifs  

 

Nous aborderons dans cette partie, uniquement les protozoaires digestifs les plus 

fréquemment retrouvés chez l’Homme. 

 

3.1. Les Amibes 

 

3.1.1. Entamoeba histolytica  

Entamoeba histolytica est une amibe pathogène parasite du côlon et exclusivement 

humaine dont le cycle est bien connu.  

La forme trophozoïte de 10 à 60 µm, mobile grâce à ses nombreux pseudopodes, 

utilise des enzymes protéolytiques afin de pénétrer la barrière intestinale. Elle est 

dite hématophage et sa multiplication rapide entraine la symptomatologie de 

l’amœbose (ou amibiase) à l’inverse de E. dispar qui est incapable d’envahir les tissus 

et ne provoquerait donc pas de symptôme.  

Les kystes d’E. histolytica et d’E. dispar étant morphologiquement identiques les 

deux espèces ne peuvent pas être distinguées au microscope. Lorsque que des 

kystes sont observés le résultat est rendu en tant qu’infection à « complexe E. histo-

lytica/E. dispar ». La distinction entre les deux espèces repose alors sur la détection 

d’antigènes spécifiques ou sur l’amplification de séquences génomiques spécifiques 

par PCR. Quant aux trophozoïtes ils peuvent être identifiés comme E. histolytica s’ils 

contiennent des hématies phagocytées ou s’ils sont observés au sein de biopsies ou 

de pièces opératoires. En dehors de ces situations, il faut également les désigner « 

complexe E. histolytica/E. dispar » (figure 1). 
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Figure 1: Schéma des formes trophozoïte (à gauche) et kystique (à droite) de E. histoly-

tica/dispar et d’une forme hématophage de E. histolytica (au centre) (sources : Laboratoire 

de santé publique du Québec–cahier de stage par K. Thivierge, www.drmicrobe.com) 

 

Les formes végétatives sont très fragiles dans le milieu extérieur et retrouvées uni-

quement dans des selles diarrhéiques fraichement émises. Les kystes, de 10 à 20 

µm, correspondent à la forme de résistance de l’amibe et sont directement conta-

minants dans le milieu extérieur. La transmission se fait par contamination oro-fé-

cale, par souillage des aliments ou de l’eau de boisson. La transmission interhumaine 

peut se faire de façon directe par l’intermédiaire des mains sales ou lors de pratiques 

sexuelles oro-anales. 

La période d’incubation de l’amibiase digestive à E. histolytica s’étend de 2 à 4 se-

maines, avec des extrêmes de quelques jours à plusieurs années en cas de portage 

chronique. En effet, l’infection par E. histolytica est souvent asymptomatique mais 

peut prendre de nombreux aspects cliniques et entrainer des complications. De la 

diarrhée légère aux diarrhées douloureuses et sanglantes (dysenterie amibienne), le 

parasite peut aussi provoquer des ulcères par destruction de la paroi intestinale. 

Dans les formes plus sévères il parvient à gagner la circulation sanguine et peut en-

traîner des abcès au niveau du foie, des poumons et du cerveau. 

Les amibiases aiguës sont traitées par la prise d’antiparasitaires à large spectre et 

d’amœbicides de contact agissant localement dans la lumière du tube digestif.  
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Le traitement de première intention est le Métronidazole (Flagyl®) pour son action 

amœbicide tissulaire. En cas d’allergie le Tinidazole (Fasigyne®) peut être prescrit. Il 

s’agit d’un 5-nitro-imidazolé inhibant la synthèse des acides nucléiques parasitaires 

ou bactériens avec une action systémique permettant le traitement des amœboses 

intestinales ou hépatiques.  

Le Métronidazole est associé au Tiliquinol/Tilbroquinol (Intétrix®), un antiamibien 

de contact, dont la concentration reste élevée dans la lumière intestinale car il est 

peu absorbé. Il prend le relais du traitement par l’amœbicide tissulaire pour éradi-

quer les kystes et peut dans certains cas être donné isolement chez le porteur 

asymptomatique d’E. histolytica. Le portage d’E. dispar ne justifie pas une mise sous 

traitement. 

D’autre part, à l’heure actuelle, il serait plus correct de parler de « complexe Enta-

moeba histolytica/dispar/moshkovskii/bangladeshi ». E. moshkovskii, indiscernable 

morphologiquement des autres espèces suscitées, a initialement été isolé dans des 

eaux usées à Moscou en 1941 et est considéré comme une amibe rarement retrou-

vés chez l’homme2. La première infection humaine connue sous le nom de « souche 

Laredo » d’E. moshkovskii s’est produite dans la ville du même nom au Texas en 

1991. Les cas observés à ce jour proviennent d’Amérique du Nord, d’Italie, d’Afrique 

du Sud et du Bangladesh. Elle peut potentiellement entrainer une symptomatologie 

digestive3, cependant peu d’études ont effectivement été établies pour identifier la 

responsabilité de cette espèce en pathologie humaine. 

De la même manière E. bangladeshi, découverte plus récemment (2010), est mor-

phologiquement identique mais apparait plus proche génétiquement des espèces E. 

histolytica et E. moshkovskii que de l’espèce non pathogène E. dispar4. 
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3.2. Les coccidies 

 

3.2.1. Cryptosporidium sp. 

Les cryptosporidies sont des parasites intestinaux qui infectent nombre d’espèces 

animales (bovins, moutons, rongeurs, chats et chiens, mais aussi oiseaux, poissons 

et reptiles). En France entre 2015 et 2017, 66% des cryptosporidioses chez les pa-

tients immunodéprimés étaient dues à Cryptosporidium parvum, une espèce qui af-

fecte également les animaux domestiques, et 22% à Cryptosporidium hominis in-

féodé à l’Homme5. D’autres espèces sont observées de façon beaucoup plus excep-

tionnelle (C. bovis, C. felis, C. muris, C. meleagridis, C. canis). En effet de janvier 2006 

à décembre 2009, 407 cas de cryptosporidioses ont été notifiés en France et 364 

spécimens ont été collectés. Le génotypage de 345 isolats de 310 patients a retrouvé 

C. parvum chez 54,2% des patients, 36,4% de C. hominis, 4,8% de C. felis, 1,3% de C. 

canis, 3,1% de C. meleagridis et 0,33% de C. muris6. 

 

La transmission de la maladie inter-individuelle ou d’un animal à une personne se 

fait principalement par l’eau et les aliments contaminés. Les oocystes de Cryptospo-

ridium peuvent survivre pendant des mois dans l’eau ou un sol humide et même 

résister à des conditions environnementales difficiles (chaleur, froid, sécheresses) 

pendant de longues périodes. Ces oocystes mesurent de 4 à 6 µm, sont de forme 

arrondie ou ovalaire et contiennent 4 petits sporozoïtes, mais leur morphologie ne 

permet pas l’identification d’espèce par microscopie (figure 2). 
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Figure 2: Schéma d’un oocyste de Cryptosporidium sp. (Source : www.drmicrobe.com) 

 

Au niveau du tractus gastro-intestinal, les sporozoïtes sont libérés et vont parasiter 

les cellules épithéliales de la muqueuse gastro-intestinale. Les sporozoïtes mâturent 

en trophozoïtes, puis en mérozoïtes qui infectent d’autres cellules épithéliales (cette 

étape, qualifiée de mérogonie, correspond à la reproduction asexuée). Les méro-

zoïtes initient la reproduction sexuée en donnant naissance à des gamètes qui se 

développent finalement en oocystes. Environ 20 % des oocystes ont une paroi mince 

et sont directement impliqués dans le cycle d’auto-infestation de l’hôte ; la majorité 

des oocystes (environ 80 %) ont une double paroi épaisse et sont évacués avec les 

selles, contaminant ainsi l’environnement. Ces oocystes à paroi épaisse sont immé-

diatement infectieux et un petit nombre ingéré suffit à provoquer la maladie. 

Ces infections sont fréquemment asymptomatiques, en particulier chez les individus 

en bonne santé qui peuvent néanmoins, après une période d’incubation d’environ 

une semaine, développer une diarrhée spontanément résolutive en une à deux se-

maines. Les formes sévères de la maladie chez l’immunocompétent peuvent toute-

fois entrainer une diarrhée chronique avec malabsorption.  

En revanche, les patients dont le système immunitaire est affaibli peuvent dévelop-

per une diarrhée aqueuse et abondante, potentiellement délétère et très difficile à 

traiter avec les médicaments actuellement disponibles.  
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Ces patients immunodéprimés peuvent également développer une cholangite ou 

une pancréatite à la suite de l’infection. Certains médicaments ont une activité par-

tielle sur la cryptosporidiose digestive en réduisant la durée des symptômes mais 

sans permettre chez les immunodéprimés une éradication des parasites. Il s’agit de 

la Nitazoxanide (Alinia®, sous ATU nominative) également utilisé dans le traitement 

de G. intestinalis. Un antibiotique de la classe des rifamycines, la Rifaximine (Tixtar®, 

hors AMM), serait plus efficace. Toutefois chez les patients immunodéprimés, la res-

tauration de l’immunité (par exemple, traitement antirétroviral chez les patients au 

stade SIDA de l’infection par le VIH) est le meilleur moyen d’éliminer l’infection par 

Cryptosporidium sp. 

 

3.2.2. Cystoisospora belli et Cyclospora cayetanensis  

Le genre Cystoisospora, anciennement appelé Isospora, représente un ensemble de 

parasites responsables de zoonoses. Chez l'animal les coccidioses à Cystoisospora 

sp. sont fréquentes et graves chez l’individu dont le système immunitaire est imma-

ture ou affaibli. 

De la même manière, Cystoisospora hominis (cosmopolite) et belli (en zone tropi-

cale) sont des sporozoaires causant des affections très rares chez l'homme. Ces pa-

rasites ont un pouvoir pathogène peu important chez les sujets immunocompétents 

et peuvent être à l’origine de fièvre et d’entérocolite. Cependant, ils peuvent entraî-

ner des syndromes diarrhéiques graves chez les immunodéprimés avec des déshy-

dratations secondaires potentiellement fatales7.  

 

Cyclospora cayetanensis n’a été identifié comme pathogène humain qu’au cours des 

années 1980, notamment chez les patients infectés par le VIH.  
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Ces deux agents pathogènes ont plusieurs caractéristiques en commun. Les deux ont 

des distributions mondiales avec prédominance dans les régions tropicales et sub-

tropicales. Leur transmission se fait par ingestion d’aliments contaminés ou par l’eau 

potable contaminée par des oocystes matures (figure 3). Ainsi, dans les zones endé-

miques tropicales ce sont les enfants qui sont particulièrement infectés à cause du 

péril fécal et du manque d’assainissement des eaux, tandis que les épidémies ponc-

tuelles dans les pays développés sont liées à la contamination de produits frais.  

 

 

Figure 3: Schéma d’oocyste de Cyclospora cayetanensis immature (à gauche) et d’oocystes 

de Cystoisospora belli immature (au centre) et mature (à droite) (source : www.drmi-

crobe.com) 
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3.3. Embranchement des Flagellata (Flagellés) 

 

3.3.1. Giardia sp. 

Giardia sp. est un parasite mobile présentant, dans sa forme végétative, 

une symétrie bilatérale avec deux noyaux et 8 flagelles. Ils ressemblent de 

face à un cerf-volant de 10 à 20 μm de long avec une extrémité antérieure large. 

Ils sont aplatis, la face dorsale étant convexe et la face ventrale concave.  

Les kystes sont ovalaires, d’environ 8 à 10 μm de long (figure 4). 

 

 

Figure 4: Schémas des formes trophozoïte (à gauche) et kystique (à droite) de Giardia in-

testinalis (sources : www.drmicrobe.com) 

 

Après désenkystement dans le duodénum, les trophozoïtes mobiles se mul-

tiplient dans l’intestin grêle où ils adhèrent aux cellules épithéliales de la 

barrière intestinale. Un trophozoïte de Giardia est capable de se reproduire de 

manière asexuée, une division binaire donnant naissance à deux autres tropho-

zoïtes. En migrant vers le côlon, et sous l’effet de sels biliaires, le trophozoïte subit 

des changements structuraux et physiologiques importants qui amènent la forma-

tion de kystes. Ceux-ci sont infectieux à très faibles doses et sont très résis-

tants aux différents désinfectants.  
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Le parasite infecte plusieurs mammifères, dont l’homme, le castor, le chat, le chien, 

le rat musqué ainsi que les bovins, les porcs et les moutons. 

Cette espèce peut être désignée par deux synonymes, G. intestinalis et G. lamblia, 

mais Giardia lamblia est le nom couramment utilisé en milieu clinique ainsi que par 

l’ensemble des institutions de recherche.  

 

La période d’incubation est très variable, de 3 à 25 jours avec une durée médiane de 

7 à 10 jours. Les premiers symptômes cliniques coïncident généralement avec l’ex-

crétion des premiers kystes (issus des trophozoïtes). On note habituellement des 

nausées, des douleurs épigastriques, de l’anorexie et de la fièvre avec des diarrhées. 

Dans la majorité des cas, l’infection disparaît spontanément, mais plusieurs per-

sonnes souffrent d’accès récurrents qui peuvent persister pendant plusieurs mois.  

Les mécanismes de l’infection ne sont toujours pas complètement connus, 

mais le développement de cette pathologie dépend de plusieurs facteurs. 

Les principaux signes observés sont des lésions des muqueuses, une atro-

phie des cryptes, une diminution de la perméabilité des épithéliums et de 

l’activité de certaines enzymes digestives.  Le traitement de choix est le Mé-

tronidazole (Flagyl®), un antibiotique antibactérien et antiparasitaire de la 

famille des nitro-5-imidazolés. Il a néanmoins des effets secondaires impor-

tants, notamment d’hémato-toxicité et neuro-toxicité, et des cas de résis-

tance ont été rapportés. 

Parmi les complications les plus importantes le patient peut développer un syn-

drome de malabsorption ainsi qu’une déshydratation. La giardiase peut entraî-

ner d’importantes déficiences nutritionnelles, en particulier chez les en-

fants des pays en voie de développement. Les pays développés sont égale-

ment concernés et de nombreux cas ont été associés à des contaminations 

de l’eau potable.   
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En effet, compte tenu de la résistance des kystes de Giardia sp. à diverses conditions 

environnementales, il n’est pas surprenant de les retrouver dans les eaux naturelles, 

les piscines municipales, les lacs récréatifs et les eaux de fontaines. Ainsi, Ehsan et 

al.8 ont déterminé en 2015 qu’il existait un risque faible mais significatif d’infection 

par Giardia sp. lors d’une visite de 3,5 minutes dans un parc aquatique pour les en-

fants. 

Par conséquent, le nombre croissant de cas de giardiase liés à la contamina-

tion de l’eau potable, l’importance des effets secondaires des traitements, 

de même que l’émergence de souches résistantes aux médicaments font de 

la giardiase un sujet d’actualité de plus en plus préoccupant.  

 

3.3.2. Dientamoeba fragilis  

Malgré son nom, Dientamoeba fragilis n’est pas une amibe. Il s’agit d’un protozoaire 

parasite du colon des mammifères décrit pour la première fois dans la littérature en 

1918 par Jepps et Dobell. Il est initialement considéré comme un commensal non 

pathogène car se nourrit par phagocytose de la flore digestive bactérienne hu-

maine9. Seule sa forme végétative, les trophozoïtes de 5 à 15 µm, est retrouvée dans 

les selles. Ils sont ronds ou ovales, majoritairement binucléés mais peuvent posséder 

de un à cinq noyaux (figure 5).  

 

Figure 5: Schéma de la forme trophozoïte de Dientamoeba fragilis (source : Laboratoire de 

santé publique du Québec – cahier de stage par K. Thivierge) 
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Le mode de transmission de D. fragilis est mystérieux mais ces dernières années 

deux hypothèses ont été avancées. La première suggérait qu’une co-infection entre 

D. fragilis et Ascaris ou Enterobius vermicularis permettait au protozoaire d’utiliser 

les œufs de nématode comme vecteur de transmission. Ceci est écartée par 

quelques études n’ayant démontré aucune corrélation entre les deux phéno-

mènes10. 

Munasinghe et al.11 ainsi que Stark et al.12 ont quant à eux décrit un stade kystique 

du parasite et prouvé son excrétion fécale prolongée sur des modèles murins, sou-

tenant l’hypothèse d’une contamination oro-fécale du parasite. En effet, des souris 

saines ont pu être infectées par voie orale par des trophozoïtes puis des formes kys-

tiques ont été observées dans leurs excréments de manière intermittente de J1 à six 

mois après le début de l’étude. Des suspensions de selles de souris contaminées ont 

ensuite été utilisées pour infecter avec succès des rats sains, qui ont à leur tour ex-

crété des kystes D. fragilis. L’étude humaine ensuite réalisée sur des cohortes de 

patients en Australie et aux Etats-Unis a permis de mettre en évidence de rares 

kystes présentant des similitudes avec ceux identifiés chez les murins, pour une pré-

valence de 0.01% de kyste par échantillon de patient. Ces résultats sont cependant 

critiqués à cause du manque de rigueur en termes de méthodologie et sur le doute 

concernant les kystes observés qui possèdent une morphologie faiblement similaire 

à ceux d’Histomonas. D’autres études seront nécessaires pour confirmer l’existence 

et déterminer le rôle des kystes de D. fragilis. 

 

Le rôle de ce parasite en pathologie humaine n’est pas encore clairement établi à ce 

jour mais plusieurs études rapportent un lien avec des symptômes gastro-intesti-

naux et notamment le syndrome de l’intestin irritable. Le Métronidazole peut alors 

être prescrit en traitement curatif. 
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3.4. Les Ciliés 

 

3.4.1. Balantidium coli 

Le seul représentant du groupe des ciliés en tant que parasite est Balantidium coli. Il 

s’agit d’une zoonose dont le cycle évolutif comporte deux stades. Le stade tropho-

zoïte cilié, ovalaire de 60 à 70 µm sur 50 µm (mais pouvant atteindre jusqu’à 150 à 

200 µm de longueur) et entièrement recouvert de cils vibratiles lui permettant de se 

déplacer par rotation. Il présente également une fente oblique caractéristique au 

niveau de sa partie antérieure correspondant à un orifice buccal : le cystosome.  

Le stade de résistance kystique de 50 à 60 µm de diamètre possède une paroi épaisse 

et deux noyaux. Les kystes, après ingestion, perdent leur coque libérant des tropho-

zoïtes qui se fixent sur la muqueuse intestinale. Grâce à ces caractéristiques mor-

phologiques, le diagnostic biologique de B. coli est facile par l’examen parasitolo-

gique des selles (figure 6). 

 

 

Figure 6: Schéma des formes trophozoïte (à gauche) et kystique (à droite) de Balantidium 

coli. (Source : www.drmicrobe.com) 
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Ce parasite provoque exceptionnellement des pathologies chez l'homme immuno-

compétent, son hôte habituel étant le porc. Par conséquent, sa prévalence est éle-

vée dans les endroits où il y a un contact étroit avec les porcs et leur environnement 

(élevage, travailleurs des abattoirs, charcutiers). Cette zoonose est cosmopolite mais 

plus fréquente dans les zones tropicales ou subtropicales (Amérique latine, iles du 

Pacifique, Philippines, Asie centrale, Iran, Afrique). Comme les animaux, le sujet in-

festé reste le plus souvent porteur asymptomatique. Dans le cas contraire, après in-

vasion de la muqueuse, les troubles cliniques tels que des diarrhées dysentériques 

plus ou moins sanglantes peuvent prêter à confusion et orienter vers une amœbose 

intestinale. Il existe des complications, heureusement rares, pouvant engager le pro-

nostic vital du sujet. En effet, après pénétration dans les vaisseaux lymphatiques, B. 

coli peut coloniser d’autres organes comme le foie, le poumon, la plèvre, l’appendice 

ou la portion distale de l’iléon, le péritoine, le vagin ou le système nerveux.13 

Le traitement, à base de tétracyclines en première intention ou de Métronidazole en 

deuxième intention est très efficace. 

 

3.5. Blastocystis sp. 

 

Parasite eucaryote anaérobie du tube digestif de l’Homme et de nombreux animaux, 

Blastocystis est un organisme hautement polymorphe qui prend plusieurs formes 

au cours de son cycle de vie : vacuolaire, kystique, amiboïde et granulaire (figure 7). 

En revanche, la place des formes granulaires et amiboïdes dans ce cycle reste un 

sujet d’interrogation. 
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Figure 7: Schéma des différentes formes de Blastocystis hominis (de gauche à droite) : 

kyste, forme vacuolaire, forme en division, forme granulaire, forme amiboïde. (Source : 

www.cdc.gov/parasites/blastocystis/) 

 

La forme kystique est le stade de transmission, capable de résister dans l’environne-

ment pendant au moins un mois. Une fois ingérés, les kystes vont se désenkyster 

dans la lumière colique pour donner la forme dite vacuolaire dont le diamètre varie 

de 2 à 200 µm. Il est probable que cette forme vacuolaire soit le stade actif bien 

qu’on ne sache pas exactement comment se nourrit le parasite. Cette forme vacuo-

laire est alors capable de se diviser par fission binaire. En fin de cycle, les formes 

vacuolaires sont capables de s’enkyster, ce qui permet la dissémination dans l’envi-

ronnement du parasite et la contamination d’un nouvel hôte. La transmission se fe-

rait par l’intermédiaire des eaux usées et eaux de boissons, mais également via le 

réservoir animal qui jouerait un rôle non négligeable. 

Blastocystis est l’espèce la plus fréquemment isolée dans les selles de patient tout 

venant mais dont la pathogénicité est discutée. Le parasite peut entrainer une symp-

tomatologie chez les sujets immunodéprimés ou co-morbides. Ces plaintes variées 

telles que flatulences, diarrhées, nausées et/ou douleurs abdominales modérées 

sont décrites comme persistantes et intermittentes par le patient. Tout comme D. 

fragilis il existe une relation possible entre les symptômes gastro-intestinaux, dont 

le Syndrome de l’intestin irritable, chez l’homme sain par ailleurs et la présence de 

ce parasite dans les selles. 

De récentes études sur la diversité génétique de Blastocystis reposant sur le séquen-

çage d’un fragment du gène codant l’ARNr 18S ont permis de mettre en évidence de 

nombreux sous-types (ST) dont neuf ont été identifiés chez l’Homme à ce jour.  
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Cette nouvelle classification a révolutionné la nomenclature, supprimant le nom 

d’espèce pour le remplacer par un numéro de sous-type. Par exemple, le Blastocystis 

ST3 est le ST le plus fréquemment retrouvé chez l’être humain. Cette diversité géné-

tique pourrait expliquer la variabilité des symptômes chez les patients infectés, dus 

à une pathogénicité différente en fonction des sous-types14.  

Le diagnostic de blastocystose repose sur une démarche d’exclusion des autres étio-

logies possibles. Différentes molécules ont été évaluées pour le traitement de la 

blastocystose. Le Métronidazole, l’association Triméthoprime/Sulfaméthoxazole 

(Cotrimoxazole ou Bactrim®) ou le Nitazoxanide peuvent être utilisés chez les pa-

tients symptomatiques mais leur succès thérapeutique semble inconstant. 

 

3.6. Les microsporidies 

Les microsporidies sont des microorganismes eucaryotes intracellulaires formant 

des spores qui étaient auparavant classés dans les protozoaires, mais l'analyse géné-

tique indique qu'il s'agit de champignons ou de microorganismes qui leurs sont étroi-

tement apparentés15.  

Leur développement comporte une phase proliférative asexuée et une phase de dis-

sémination sporogonique aboutissant à la formation de spores de 1 à 3 µm selon les 

espèces. Celles-ci représentent la forme de résistance et de dissémination du para-

site (figure 8).  

 

Figure 8: Schéma d’une spore de microsporidie (source : www.drmicrobe.com) 
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Il en existe plus de mille espèces, parasitant de nombreux hôtes vertébrés et inver-

tébrés, dont seulement quelques espèces sont parasites de l’Homme. Les principales 

sont Enterocytozoon bieneusi, Encephalitozoon intestinalis et Encephalitozoon hel-

lem qui peuvent être pathogènes opportunistes de l'Homme immunodéprimé sé-

vère, notamment du patient VIH dont le taux de CD4 est très bas (inférieur à 

100/mm3).   

Enterocytozoon bieneusi a été décrit pour la première fois en 1985 chez un patient 

infecté par le VIH. Ce parasite se développe exclusivement au niveau de l’intestin 

grêle et de l’épithélium des voies biliaires. Il s’agit de l’espèce de microsporidies la 

plus fréquemment rencontrée chez l’Homme. Encephalitozoon intestinalis est éga-

lement un parasite des entérocytes mais il est capable d’infecter d’autres mu-

queuses, notamment de l’arbre urinaire ou des voies aériennes supérieures.  

Le diagnostic des microsporidioses repose sur la mise en évidence des spores dans 

les produits biologiques ou la recherche de matériel génétique par PCR. L’incidence 

annuelle et la répartition géographique des microsporidies sont méconnues. Les ma-

nifestations cliniques dépendent des espèces infectantes et du niveau d’immuno-

suppression. Elles vont des troubles hydro-électrolytiques, à une diarrhée aigüe évo-

luant vers la chronicité avec une malabsorption conduisant progressivement à une 

cachexie. Pour E. intestinalis, on peut observer une dissémination par voie hémato-

gène avec atteinte rénale et pulmonaire.  

Le traitement des infections dues à Encephalitozoon bieneusi est classiquement l’Al-

bendazole (Zentel®), efficace et bien toléré. Pour traiter les infections très sympto-

matiques à E. bieneusi il est possible de prescrire de la Fumagilline (Flisint®) en éva-

luant la balance bénéfice-risque, cette molécule étant hématotoxique et pouvant 

entrainer des thrombopénies. Malgré tout, chez les patients dont le déficit immuni-

taire reste important, des rechutes sont observées après l’arrêt du traitement.  
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À l’heure actuelle, chez les patients infectés par le VIH, la restauration immuni-

taire apportée par les traitements antirétroviraux permet de réduire considérable-

ment le risque de rechute et reste indispensable à la prise en charge globale. 

 

En conclusion, le meilleur des traitements de ces différentes infections parasitaires 

reste la prévention, à la fois individuelle et collective. La prévention collective con-

siste à protéger les ressources naturelles d’eau de toute contamination fécale ani-

male ou humaine et à s’assurer de la protection et de l’intégrité des réseaux de dis-

tribution d’eau potable. Il n’existe malheureusement pas de chimioprophylaxie des 

cryptosporidioses, microsporidioses et autres infections à protozoaires. 
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4. Epidémiologie  

 

4.1. Protozoaires digestifs les plus fréquemment retrouvés en France  

 

A l’heure actuelle, nous disposons de très peu d’études récentes sur l’incidence et 

l’implication des espèces du genre Entamoeba chez l’Homme dans les pays d’Eu-

rope. Une enquête réalisée au CHU de la Pitié-Salpêtrière entre 2002 et 2006 sur 

7301 patients16, dont 73 % ont été vus consultation au service des maladies infec-

tieuses, montre une prévalence globale de 1,87 % pour E. histolytica/E. dispar en 

microscopie optique. L’identification de l’espèce, avec une technique de PCR en 

point final, a ensuite permis de calculer un taux de prévalence de 0,12 % pour E. 

histolytica. Une étude rétrospective plus récente a été réalisée dans le service de 

Parasitologie-Mycologie du CHU de Toulouse avec la recherche moléculaire d’Enta-

moeba sp. par PCR sur tous les prélèvements de patients ayant bénéficié d’un EPS 

entre le 1er juillet 2018 et le 1er juillet 2019, soit 1023 selles de 957 patients. La pré-

valence globale de la détection d’Entamoeba sp., au niveau digestif chez ces patients 

était faible (4,6%) et il a été mis en évidence une prévalence de 0,7% pour E. histo-

lytica17. 

 

Concernant l’infection à Cryptosporidium sp. en France, très peu de données épidé-

miologiques sont disponibles. Une étude multicentrique réalisée en 1995 chez des 

sujets sans contexte pathologique digestif18 a montré une prévalence de 0.32% chez 

932 enfants de crèches hospitalières, de 0.36% chez 831 adultes immunocompé-

tents et de 3.1% chez 618 patients infectés par le VIH, sans distinction de stade. 

 Selon le rapport annuel du CNR Cryptosporidioses pour l’année 201819, en ce qui 

concerne l’activité de surveillance, 38/53 laboratoires du réseau ont diagnostiqué 

323 cas de cryptosporidioses.  
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Parmi les facteurs de risque identifiés, 24% des patients ont pu contracter l’infection 

lors d’une baignade, 17% ont contracté leur infection à l’étranger, 14% étaient en 

contact avec un patient diarrhéique, 11% étaient en contact avec des animaux po-

tentiellement contaminés, et 8% ont pu se contaminer en ingérant un aliment. Enfin, 

59% des patients avec une cryptosporidiose déclarée étaient immunocompétents. 

Parmi les patients immunodéprimés, 58% étaient des transplantés d'organes solides 

et 15% étaient infectés par le VIH. La moitié des patients ont été hospitalisés et parmi 

eux 62% l’étaient du fait de leur cryptosporidiose. Trois patients atteints de cryptos-

poridiose sont décédés. En outre, les observations montrent qu’il existe il saisonna-

lité des cas avec un pic en fin d’été/début d’automne. 

 

La prévalence du Blastocystis chez l’homme varie selon les régions du monde, allant 

de 0,5 % au Japon jusqu’à 60 % en Malaisie20. De façon générale, cette parasitose 

est plus fréquente dans les pays en voie de développement. Concernant la France, il 

existe peu de données épidémiologiques. Des travaux menés en 1999 sur 2 581 pa-

tients à Grenoble, ont rapporté une prévalence de Blastocystis de 3% par diagnostic 

microscopique21. Cependant il a été montré par la suite que le diagnostic microsco-

pique sous estimait la prévalence de la parasitose. Ainsi, lors d’une étude menée en 

2011 à Clermont Ferrand, une prévalence de 14,5 % était rapportée en utilisant un 

outil de diagnostic par PCR quantitative versus 4,3 % par microscopie22. 
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4.2. Epidémiologie mondiale 

 

L’épidémiologie de l’amœbose a été bouleversée en 199723 avec la reconnaissance 

de l’espèce Entamoeba dispar confondue en microscopie optique avec Entamoeba 

histolytica.  

De multiples travaux et méthodes ont permis d'aboutir à la distinction des deux es-

pèces : études des zymodèmes, sondes nucléaires spécifiques, PCR avec amorces 

spécifiques, RAPD (random amplified polymorphic DNA polymerase chain reaction), 

analyse de fragments de restriction, utilisation d'anticorps monoclonaux...  

À l’échelle mondiale, L’OMS estime qu’environ 500 millions d’individus sont infectés 

par E. histolytica/E. dispar et que 10% de ces individus présentent une amibiase in-

vasive symptomatique. En 2019, un total de 110 études provenant de 47 pays ont 

été utilisées pour calculer la prévalence mondiale de l’infection à Entamoeba histo-

lytica/E. dispar, égale à 3,55 % chez l’homme24. Les prévalences locales peuvent va-

rier considérablement, de 1,72 % en Océanie par exemple à 21,58 % Amérique du 

Nord (figure 9). En Europe, cette infection parasitaire est surtout observée chez les 

voyageurs ou les migrants, avec un risque plus élevé pour les destinations en Afrique 

de l’Ouest, en Afrique de l’Est et en Asie du Sud et du Sud-Est. 
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Figure 9: Prévalence et répartition géographique d’Entamoeba chez l’Homme, détermi-

nées par méthodes moléculaires. 

 

Chez l’immunocompétent, en Amérique du Nord et en Europe, la cryptosporidiose 

est responsable de 0,6 à 2 % (7 % chez les enfants) des cas de diarrhées, alors que 

dans les pays en voie de développement, elle se situerait entre 4 et 32 %. On observe 

une variation saisonnière des cas, avec un nombre de cas plus élevé à la fin de l’été 

et en automne. 

Dans les pays développés les principaux individus à risque sont retrouvés dans les 

hôpitaux, les garderies, parmi les baigneurs (affectant les participants aux sports 

nautiques dans les lacs et les piscines) et dans les municipalités où l’approvisionne-

ment en eau publique est contaminé. Les systèmes de distribution d’eau sont parti-

culièrement vulnérables à la contamination par Cryptosporidium sp. qui peut sur-

vivre à la plupart des procédures de désinfection telles que la chloration. La cryptos-

poridiose est également une pathologie du péril fécal et peut être retrouvée chez les 

voyageurs de retour de pays étrangers. 
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Concernant D. fragilis, sa prévalence est difficile à quantifier puisque les tropho-

zoïtes dégénèrent en quelques heures après leur excrétion dans les selles. La distri-

bution mondiale varierait considérablement selon les pays, probablement influen-

cée par le niveau d’hygiène et les densités de populations25. Des méta-analyses26-27 

regroupent les prévalences de D. fragilis déterminées par microscopie ou techniques 

moléculaires (PCR, qPCR) au cours d’étude de cohorte dans de nombreux pays du 

monde. Les prévalences vont de 0.3% à 52% avec des taux élevés (>20%) en Europe, 

Moyen-Orient et Amérique du Sud. 
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5. Diagnostic des protozooses dans les selles 

 

5.1. Prélèvement 

 

L’examen parasitologique des selles est le gold standard pour le diagnostic d’infec-

tion parasitaire digestive, notamment à protozoaires, devant des symptômes d’ori-

gine intestinale. 

Les modalités du prélèvement peuvent différer selon les laboratoires d’analyses et 

celui-ci peut être réalisé sur place ou au domicile du patient. Le recueil se fait dans 

un pot stérile à usage unique, d’au minimum une noix de selles (l’équivalent de 20 à 

40g de selles à l’aide d’une spatule) et au mieux de la totalité de l’émission, sans les 

récupérer dans l’eau des toilettes (risque de contamination).  

Celui-ci doit être idéalement réalisé avant initiation de tout traitement antiparasi-

taire et à distance de la prise de laxatifs. Le prélèvement doit être conservé à 15-

25°C et acheminé au laboratoire dans un délai inférieur à 2h dans l’idéal. Dans tous 

les cas le délai maximum autorisé est de 24h à température ambiante. Une baisse 

de la température du prélèvement risquerait de lyser les protozoaires sous forme 

végétative (congélation et conservation au frais à proscrire) et une durée de conser-

vation trop longue à plus de 25°C entraine une dessiccation des selles ainsi que la 

pullulation d’autres germes (bactéries et champignons) qui pourraient fausser l’exa-

men direct.  

En cas de recherche d’amibes, l’analyse ne peut être différée et les selles doivent 

être acheminées dans les 30 minutes au laboratoire de parasitologie car les formes 

végétatives sont fragiles et rapidement détruites une fois la selle émise.  

Par ailleurs, il est recommandé d’effectuer trois analyses sur des selles recueillies à 

quelques jours d’intervalle, afin d’augmenter la sensibilité de l’examen du fait de la 

faible charge de certains parasites et/ou de leur émission intermittente.  



36 
 

 

5.2. Examen macroscopique 

 

Un examen macroscopique doit être réalisé en premier lieu afin d’apprécier l’aspect 

visuel des selles. La présence de mucus, de glaires ou de sang doit être particulière-

ment recherchée pour les protozooses. Outre le diagnostic des protozooses, l’exa-

men macroscopique est également intéressant pour le diagnostic d’helminthiases et 

peut permettre l’observation d’adultes d’oxyure, d’adultes d’Ascaris ou de proglottis 

de Taenia sp. On pourra également noter la présence d’éventuels éléments non pa-

rasitaires : résidus d’origines végétale ou animale, desquamation de la muqueuse 

intestinale, graines. 

 

5.3. Techniques microscopiques 

 

5.3.1. Examen direct : Examen direct après coloration, examen direct au MIF 

Pour le diagnostic des protozooses intestinales le but de la microscopie est d'établir 

avec certitude la présence de parasites dans les selles et de les identifier correcte-

ment.   

L'identification des formes végétatives et des kystes de protozoaires dans des éta-

lements de selles non colorés est délicate même pour un technicien expérimenté et 

dans des conditions idéales de collecte et de préparation des prélèvements. Les 

formes végétatives dégénérant très vite, il faut procéder rapidement pour examiner 

les prélèvements de selles, préparer les étalements pour la coloration permanente 

ou conserver le prélèvement dans un fixateur comme le MlF.  

Pour chaque technique microscopique, étant donné la faible charge digestive de cer-

tains parasites et/ou l’élimination parfois irrégulière des éléments parasitaires dans 
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les selles, il est important de prélever un échantillon à plusieurs endroits en profon-

deur et en surface. On privilégiera les zones où des anomalies sont patentes (mucus, 

sang). 

 

Pour la réalisation d’un examen direct en solution salée isotonique les échantillons 

de matière fécale seront dilués dans une goutte de soluté NaCl à 9‰ et observés 

entre lame et lamelle. L’absence de coloration et donc de fixation des protozoaires 

permet d’observer la mobilité de certaines formes végétatives et leur vitalité. L'ad-

dition d'une goutte de solution de Lugol à la préparation fait souvent ressortir d'im-

portants aspects morphologiques des parasites ce qui facilite leur identification. Par 

exemple Iodamoeba butschlii est une amibe non pathogène dont le kyste possède 

un gros noyau excentré et une vacuole qui se colore en brun avec l’adjonction 

d’iode. 

 

La technique de Sapero, Lawless et Strome ou « MIF coloration » tient son nom de 

ses réactifs : Merthiolate au 1/1000e, Iode sous forme de Lugol à 5% et Formol. Par-

ticulièrement adapté pour étudier la structure interne des protozoaires, le MIF est 

également une solution fixatrice et conservatrice permettant de conserver les élé-

ments parasitaires ou les éléments associés tels que les cristaux de Charcot-Leyden 

à température ambiante pendant des années. Cette coloration est la meilleure pour 

l’identification des amibes et des flagellés intestinaux. Il n’existe pas de données de 

spécificité publiées sur cette technique. En pratique, il y a peu de risque de fausse 

positivité.  

Pour la coloration sur lame on ajoute une goutte de MIF sur une dilution de selles 

dans de l’eau physiologique préalablement préparée pour un examen direct. Le mé-

lange est ensuite recouvert par une lamelle qui sera lutée avec de la vaseline ou du 

vernis à ongle et laissé à colorer 20 à 30 minutes avant lecture. Ce mélange n’est 
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stable que pendant 6 à 8h mais à l’avantage d’augmenter la sensibilité de la re-

cherche d’amibes dans des glaires sanglantes. Les structures nucléaires seront colo-

rées en brun et les vacuoles iodophiles en brun rougeâtre.  

Pour la coloration en tube, on mélange 4 gouttes de Lugol et 2,5 mL de solution mère 

MF ainsi que l’équivalent d’une noisette de selles (soit 0.25g). Après 20 min l’inter-

face liquide-solide est prélevée à l’aide d’une pipette et déposée entre lame et la-

melle pour lecture au microscope électronique (figure 10). Les trophozoïtes sont 

roses et les kystes incolores mais la chromatine des noyaux est visible (réfringente). 

 

 

Figure 10: Protocole de coloration au MIF (source : Conduite à tenir devant un prélève-

ment de selles en parasitologie BENAISSA Youssef Université Djilali Liabes Faculté de mé-

decine) 
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5.3.2. Technique de Ziehl Neelsen 

La technique de Ziehl Neelsen modifiée par Henriksen et Pohlenz est la méthode de 

référence pour la détection d’oocystes de Cryptosporidium sp. Un frottis en couche 

mince sur lame est réalisé à partir des selles à examiner puis fixé à l’alcool méthy-

lique, coloré à la fuschine phéniquée et contre coloré au vert malachite. La figure 11 

présente la réalisation de la technique en détail. Les oocystes sont colorés en rouge 

ou en rose sur fond vert ou bleu (figure 12). 

 

 

Figure 11: Protocole de réalisation de la technique de coloration de Ziehl-Neelsen modifiée 

par Henriksen et Pohlenz (1981) (source : thèse universitaire dspace.univ-djelfa.dz:8080/) 
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Figure 12: Oocystes de Cryptosporidium sp. : coloration par la technique de Ziehl-Neelsen 

modifiée (source : ANOFEL) 

 

5.3.3. Technique de coloration à l’Auramine 

La technique de coloration à l’Auramine est essentiellement utilisée en microscopie 

à fluorescence. C'est une méthode qui a été décrite par Mansfield en 1970 pour 

l'identification des mycobactéries et qui a été adaptée par la suite par Heuschele et 

coll. (1986) pour la mise en évidence de Cryptospridium sp. dans les selles. C'est une 

technique de fluorescence d'orientation très sensible, qui permet de déceler une 

faible concentration en oocystes. Elle est utile pour éliminer les examens négatifs et 

présente l'avantage de pouvoir recolorer les frottis par la technique de Ziehl-Neelsen 

modifiée après avoir repéré les zones suspectes en fluorescence. Cependant, il peut 

exister quelques difficultés avec des risques de fluorescence aspécifique (certaines 

spores de levures ainsi que des coccidies du genre Eimeria pouvant également 

émettre une fluorescence). Sous l'effet des rayons ultra-violets, les oocystes du Cryp-

tosporidium sp. apparaissent sous forme d'anneaux car la fluorescence est plus in-

tense à la périphérie (figure 13). 
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Figure 13: Oocystes de C. parvum : coloration à l’Auramine-Rhodamine (source : 

www.cdc.gov/dpdx/cryptosporidiosis/index.html) 

 

5.3.4. Technique de coloration de Weber 

La coloration de Weber ou coloration au Trichrome de Gomori modifiée est utilisée 

pour la recherche des microsporidies dans les selles. De lecture difficile, nécessitant 

une grande expertise et assez chère, elle est peu utilisée. Pour sa réalisation on dilue 

un volume de selles dans deux volumes de formol à 10%. Ce mélange est étalé sur 

une lame et coloré pendant 90 min par le colorant de Weber. Les spores de micros-

poridies apparaitront roses sur fond bleu (figure14).  

 

 

Figure 14: Spores de microsporidies dans les selles : coloration de Weber (source : ANOFEL) 
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Il est également possible d’utiliser un composé fluorescent (coloration par le Calco-

fluor White ou l’Uvitex® 2B par fluorescence directe) colorant spécifiquement la chi-

tine de la paroi des spores qui apparaissent bleues sur fond noir. Ces techniques 

permettent la détection de l’ensemble des genres de microsporidies, en revanche, 

elles ne permettent pas l’identification spécifique d’espèce nécessaire pour guider 

la thérapeutique. 

 

5.3.5. Techniques diphasiques de concentration 

Ce type de techniques offre la possibilité, à partir de la grande quantité de matières 

fécales recueillies au départ, de concentrer la charge parasitaire en un petit volume 

pour faciliter le diagnostic microscopique. Pour ce faire, on joue sur les densités des 

parasites recherchés et des résidus alimentaires afin d’isoler les premiers et d’élimi-

ner les seconds. Le choix de la technique se fait selon l’espèce de parasite recherchée 

s’il existe un terrain particulier, ou si l’enquête est générale. L’échantillon fécal est 

dilué dans une solution aqueuse après élimination des gros débris puis transféré 

dans un tube conique. La phase organique, de l’éther, est ajoutée (1/3 à 1/2 du vo-

lume final) et le mélange est centrifugé. On obtient alors 4 couches (figure 15).  

 

Figure 15: Principe d’une technique diphasique (source : collection ANOFEL, CHU Rouen) 
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Les éléments possédant majoritairement des groupements hydrophiles se retrouve-

ront dans la phase aqueuse alors que ceux dont la balance penchera vers les grou-

pements lipophiles se dirigeront vers l’éther. Le culot quant à lui contiendra les élé-

ments parasitaires d’intérêt (kystes). Les couches sus-jacentes sont éliminées et le 

culot est dilué afin de pouvoir être lu (figure 16). 

 

 

Figure 16: Protocole de réalisation d’une technique de concentration (1) et d’une tech-

nique de coloration (2) (source : PARA-SELLES®) 

 

La technique du MIF concentration utilise le MIF en tant que phase aqueuse. On 

peut y ajouter de façon extemporanée une solution d’iode, d’iodure de potassium 

et d’eau distillée. Les formes kystiques, les trophozoïtes d’amibes ainsi que les œufs, 

particulièrement ceux de schistosomes, sont bien concentrés, de l’ordre de 5 à 10 

fois selon les parasites.  
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La technique de Bailenger, qui est également une technique diphasique, utilise 

comme réactif de dilution un tampon acéto-acétique à pH 5. Elle concentre bien les 

protozoaires et est acceptable pour les œufs et les larves d’helminthes. Cette tech-

nique donne des facteurs de concentration de l’ordre de 10 à 20 fois selon les para-

sites.  

 

La technique de Ritchie modifié par Allen et Ridley est ancienne et peu utilisée, elle 

associe une solution de formol et l’éther. 

 

Il existe des techniques de concentration des parasites par filtration utilisant les 

phases aqueuses des techniques diphasiques (liquide de Bailenger, MIF) mais n’uti-

lisant pas de solvant. La concentration est fondée sur le passage de la dilution fécale 

à travers un filtre pendant la centrifugation. Elles ont l’inconvénient majeur de pro-

duire des culots de gros volumes qui devront être observés en totalité (générale-

ment 10 à 30 lamelles). De plus des débris alimentaires peuvent colmater le filtre et 

empêcher le passage de gros œufs type schistosomes. En revanche contrairement 

aux techniques diphasiques elles ont l’avantage de préserver les formes végétatives 

de protozoaires. 
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5.3.6. Techniques de flottation  

Les techniques de flottation sont des techniques de concentration basées sur la dif-

férence de densité entre le liquide de dilution et les éléments parasitaires. 

La densité du liquide utilisé étant supérieure à celle des éléments parasitaires, ceux-

ci se concentrent en surface. Il s’agira : 

- Soit d’une flottation passive et les éléments parasitaires seront récupérés par 

adhésion à une lamelle de verre posée sur le ménisque formé par la dilution 

fécale au sommet du tube 

- Soit d’une flottation après centrifugation et dans ce cas quelques gouttes se-

ront prélevées en surface pour être observées.  

Ces techniques, effectuées sur selles natives, sont très utiles pour la concentration 

des œufs d’helminthes mais ne sont pas les techniques de choix pour l’observation 

des formes végétatives et kystes de protozoaires. 

 

La Méthode de Willis est simple d’utilisation en routine. Une noisette de selles 

(0,25g) est diluée dans une solution saturée de NaCl à 25% (densité = 1,20) et les 

éléments d’intérêt sont récupérés après une flottation passive de 15 à 30 min (figure 

17). Cette technique est utilisée pour la concentration des œufs. 

 

Figure 17: Protocole de réalisation de la technique de Willis (source : collection ANOFEL, 

CHU Rouen) 
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La Méthode de Faust et ses dérivés utilise une solution de sulfate de zinc à 33% 

(densité = 1,18) comme solution de dilution (figure 18). L’observation permet de 

mettre en évidence les œufs de nématodes, vers ronds, vers plats et les larves de 

nématodes. 

 

 

Figure 18: Protocole de réalisation de la technique de flottation en sulfate de Zinc (source : 

collection ANOFEL, CHU Rouen) 

 

L’OVATEC® Plus, utilisé au CHU de Toulouse, est un dérivé de la méthode de flotta-

tion de Faust (figure 19). Il s’agit d’un système commercialisé par Zoetis, une entre-

prise pharmaceutique vétérinaire. Il est employé en médecine vétérinaire pour le 

diagnostic coprologique rapide des nématodoses, des cestodoses et des protozooses 

(observation des kystes). Il est habituellement utilisé chez les équidés, les ovins, les 

caprins, les chiens et les chats. 
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Figure 19: Protocole de réalisation de la technique OVATEC® Plus (source : OVATEC® Plus – 

Instruction Sheet) 
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5.4. Autres techniques 

 

5.4.1. Culture 

La détection d’Entamoeba sp., de Dientamoeba fragilis ou encore de Blastocystis sp. 

peut être améliorée par la réalisation de cultures de selles fraiches incubées à 37°C 

pendant 24 à 48 heures. Ces cultures sont néanmoins très peu utilisées. 

 

5.4.2. Technique d’immunofluorescence 

Il existe une technique d’immunofluorescence permettant la détection et l’identifi-

cation des deux espèces de microsporidies les plus fréquemment responsables d’in-

fections intestinales, E. bieneusi et E. intestinalis, grâce à l’utilisation d’anticorps mo-

noclonaux (6E52D9 et 3B82H2) couplés à un fluorochrome (isocyanate de fluores-

céine, FITC) et dirigés contre les antigènes de paroi des spores28. 

D’autres colorations par immunofluorescence existent pour diagnostiquer une in-

fection à Cryptosporidium sp. et Giardia sp., utilisant des anticorps marqué à la fluo-

rescéine. Un des kits utilisés dans la littérature est le kit commercial Merifluor® de 

Meridian Diagnostics. Il a été mis au point pour la détection des deux principales 

espèces de Cryptosporidium retrouvées chez l’homme : C. hominis et C. parvum. 

D’autres auteurs ont également rapporté la visualisation d’oocystes appartenant à 

d’autres espèces29. 

 

5.4.3. Détection d’antigènes parasitaires  

Il est également possible de détecter certains antigènes parasitaires dans les selles. 

Dans le cas de Cryptosporidium sp. par exemple plusieurs méthodes sont dispo-

nibles : tests ELISA, tests de diagnostic rapide immunochromatographiques (TDR).  

Le test de choix actuel pour l’immunodétection des antigènes de surface est réalisé 

à l’aide d’anticorps monoclonaux et offre une sensibilité accrue par rapport aux 
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techniques de coloration acido-résistante. La sensibilité est de 65 à 100% pour les 

TDR (plus sensible pour C. parvum que pour C. hominis) et de 70 à 100% pour les 

tests ELISA30. La spécificité est comprise entre 97 et 100% pour les TDR, et entre 94 

et 100% pour les tests ELISA.  

De même des kits EIA sont disponibles dans le commerce pour la détection des an-

tigènes fécaux pour le diagnostic de l’amibiase intestinale. En effet, les formes d’E. 

histolytica pathogène et d’E. dispar non pathogène étant morphologiquement iden-

tiques il est indispensable d’avoir recours à une technique permettant de détermi-

ner quelle est l’espèce retrouvée dans les selles et son implication dans la sympto-

matologie du patient. Prenons par exemple le TechLab® Entamoeba histolytica 

II dont la méthode de détection est colorimétrique et donne un résultat qualitatif. 

Ce test utilise des anticorps monoclonaux qui détectent une protéine d’adhérence, 

la lectine Gal/GalNAc, uniquement présente chez E. histolytica. 

Enfin, on trouve plusieurs kits de tests combinés d’immunochromatographie présen-

tant des bandes recouvertes d’anticorps spécifiques aux antigènes de Cryptospori-

dium sp. (protéine disulfide isomérase), de G. intestinalis (alpha-1-giardine) et du 

complexe E. histolytica/E. dispar (antigène de surface de 29 kDa). 

 

5.5. PCR maison  

 

La réaction PCR permet d’amplifier in vitro une région précise d’un acide nucléique 

donné afin d’en obtenir une quantité suffisante pour le détecter et l’étudier. Il existe 

des PCR spécifiques (trousses commerciales ou « home made ») d’un genre ou d’une 

espèce pour les parasites fécaux lorsqu’il existe une présomption clinique forte, par 

exemple pour Cryptosporidium sp.31 ou Entamoeba histolytica/dispar32. 

Dans le cas de Cryptosporidium sp, Mary C et al. en 201331 ont comparé deux nou-

velles PCR de détection en temps réel dans un essai multicentrique. La première, 

utilisant une sonde TaqMan, permet de détecter la présence de Cryptosporidium sp. 



50 
 

par l’amplification d’un fragment du gène de l’ARNr 18S (GenBank no. EU675853.1, 

positions 33 à 211). Il s’agit d’une « PCR pan-cryptosporidies ». La seconde, PCR uti-

lisée en duplex, permet de différencier C. hominis et C. parvum au moyen de deux 

sondes d’hybridation (FAM-ATCACAATTAATGT-MGB-BHQ pour C. hominis et la 6-car-

boxyrhodamine (VIC)-ATCACATTAAATGT-MGB- BHQ pour C. parvum). 

 

Il existe de nombreuses PCR permettant la détection et la discrimination de E. histo-

lytica et E. dispar. La plupart d’entre elles ciblent soit le gène de l’ARNr 18S soit les 

répétitions épisomales spécifiques à une espèce donnée (PSP5/PSP3, 

NPSP5/NPSP3). Trois protocoles (détection par SYBR Green, sondes d’hybridation 

LightCycler, ou sondes TaqMan 1 ou TaqMan 2) ont été comparés par Qvarnstrom Y, 

James C, Xayavong M, et al. en 200532. Les échantillons testés correspondaient à des 

selles enrichies en trophozoïtes d’E. histolytica obtenus par culture, à différentes 

concentrations. Les résultats ont montré une supériorité en termes de sensibilité des 

essais basés sur l’utilisation de sondes (soit le LightCycler et les deux essais TaqMan). 

Le test SYBR Green était le moins sensible des tests en PCR temps réel mais avait 

néanmoins une sensibilité environ 10 fois plus élevée que la PCR conventionnelle. 

De la même manière la spécificité des tests à différencier les deux espèces histolytica 

et dispar s’est révélée meilleure en LightCycler et TaqMan par rapport à la PCR con-

ventionnelle et par SYBR Green. 
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5.6. PCR en temps réel commerciales 

 

Il existe de nombreux kits de PCR commercialisés permettant l’amplification et la 

détection simultanées de protozoaires dans les selles (Entamoeba histolytica, Giar-

dia sp., Cryptosporidium sp., Dientamoeba fragilis, Blastocystis hominis, Cyclospora 

cayetanensis). Pour cela plusieurs sondes sont utilisées avec des séquences d’acides 

nucléiques cibles différentes et des fluorophores distincts avec des couleurs d’émis-

sion différentes. L’avantage de ces PCR dites multiplexes est la réduction du coût et 

la diminution du temps de réalisation et d’analyse des résultats. Cependant le choix 

des couples d’amorces reconnaissant les différents segments d’ADN de toutes les 

cibles doit être rigoureux et prendre en compte les différentes températures opti-

males d’hybridation et d’élongation de chacune des réactions de PCR. 

 

Au sein du service de Parasitologie et Mycologie du CHU de Toulouse, une détection 

de 4 protozoaires par PCR, via le kit Amplidiag® Stool Parasites de Mobidiag, est sys-

tématiquement incluse dans tout EPS. Il s’agit d’une PCR multiplexe de détection et 

d’amplification de l’ADN de Giardia intestinalis, Dientamoeba fragilis, Cryptospori-

dium sp. et d’Entamoeba histolytica. C’est une PCR en temps réel par hybridation de 

sondes fluorescentes TaqMan dont le résultat rendu est qualitatif : présence ou ab-

sence d’ADN pour chaque parasite. Les caractéristiques de cette PCR sont réunies 

dans le tableau 1. 
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Espèces Gène cible Sensibilité Spécificité 

Giardia intestinalis ARN ribosomal 18S 100% 98,6% 

Entamoeba histolytica ARN ribosomal 18S 100% 100% 

Dientamoeba fragilis ARN ribosomal 18S 87,5% 99% 

Cryptosporidium sp COWP 100% 100% 

Tableau 1: Performances analytiques du kit Amplidiag® Stool Parasites33 

 

Dans la PCR en temps réel, l'amplification de l'ADN est mesurée en « continu » par 

le signal de fluorescence généré à chaque fin de cycle qui est proportionnel à la 

quantité de produits PCR. Cette fluorescence est générée par des sondes TaqMan 

spécifiques de la séquence recherchée (les plus utilisées actuellement en France). 

Ces sondes sont des oligonucléotides d’ADN simple brin, marqué à leur extrémité 5’ 

par un fluorophore (Reporter) et à leur extrémité 3’ par une molécule extinctrice 

(Quencher) qui éteint la fluorescence.  

Après l’hydrolyse de la sonde par la Taq polymérase au cours de la phase d’extension 

du nouveau brin d’ADN, le fluorophore est libéré de sa molécule extinctrice et émet 

une fluorescence qui peut être quantifiée (figure 20). 

 



53 
 

 

Figure 20: PCR temps réel et détection par sondes TaqMan34 
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6. Approches innovantes en parasitologie des selles 

 

6.1. Principe de l’approche syndromique 

 

L’approche syndromique consiste en la recherche simultanée en un seul test des 

différents microorganismes (bactéries, virus, levures, parasites) pouvant être impli-

qués dans une infection, lorsqu’un patient présente des symptômes cliniques non 

spécifiques d’un pathogène. Reposant sur la biologie moléculaire, elle est particuliè-

rement adaptée à l’urgence, notamment en cas d’infections méningo-encépha-

liques, respiratoires et gastro-intestinales. 

 

Les avantages de cette approche en parasitologie des selles, outre le gain de temps 

technique évalué à 5 min par échantillon, sont la rapidité de la technique (avec un 

rendu de résultat en quelques heures contre 24 à 72h), la maitrise du processus ana-

lytique, la réduction du coût en personnel. La technique de biologie moléculaire est 

également plus sensible et permet la détection de co-infection dans un même pré-

lèvement. Cependant ces techniques de génie génétique ont un coût supérieur. 

 A l’heure actuelle, aucun test syndromique digestif ne permet de détecter l’en-

semble des parasites intestinaux impliqués en pathologie humaine.  
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6.2. Tests unitaires de biologie moléculaire 

 

De nouveaux systèmes de biologie moléculaire sont entièrement automatisés et 

permettent d’éliminer l’intervention humaine à partir du placement de l’échantil-

lon dans l’automate jusqu’à l’obtention des résultats. Les prélèvements de départs 

peuvent être variés dans une même série (écouvillons, prélèvements respira-

toires, urine, LCR, selles…).  

L’échantillon de départ est placé dans un tampon puis transféré dans la cassette 

dans laquelle les différentes méthodes sont appliquées : lyse cellulaire, extrac-

tion et concentration des acides nucléiques, réhydratation des réactifs, amplifica-

tion de l’ADN cible et détection en utilisant une technique PCR et les sondes pré-

sentes à l’intérieur de la cassette. Chaque test unitaire inclut également un con-

trôle interne.  

 

Une nouvelle PCR multiplexe basée sur l’utilisation de cassettes individuelles et per-

mettant le diagnostic d’un large panel de protozoaires intestinaux dans les selles a 

été mise au point par la société Mobidiag : le test Novodiag® Stool Parasites. L’éva-

luation des performances a débuté à la fin du mois de Novembre 2019 dans le ser-

vice de Parasitologie-Mycologie du CHU de Toulouse. 
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PARTIE II : NOVODIAG STOOL PARASITES 

 

1. Description de l’instrument Novodiag® Stool Parasites 

 

La plateforme Novodiag® est un système de diagnostic moléculaire entièrement 

automatisé, permettant de rechercher simultanément et en un seul test un en-

semble de microorganismes. 

L’instrument Novodiag® est composé d’un module compact pouvant aisément tenir 

sur une paillasse de laboratoire : le module mesure 50 cm de longueur, 30 cm de 

profondeur et 24 cm de hauteur. Chaque module possède quatre emplacements in-

dépendants (ou slot) permettant une utilisation en « random access » et il est pos-

sible d’empiler jusqu’à quatre modules pour s’adapter au débit des échantillons à 

traiter. 

Un écran tactile permet l’utilisation du logiciel qui est bien optimisé, intuitif et ac-

cessible à tout le personnel de laboratoire. Celui-ci mesure 30 cm de hauteur et peut 

être placé au-dessus du module. Enfin, une douchette permet de transmettre au 

logiciel les informations sur la nature de la cartouche et les données patient (figure 

21). 



57 
 

 

Figure 21: Illustration de l’instrument Novodiag® (source : Mobidiag) 

 

Cet instrument utilise des tests unitaires et permet le diagnostic moléculaire in vitro 

de maladies infectieuses (bactérienne, virale ou parasitaire) ou de résistance à cer-

tains antibiotiques selon la cartouche utilisée. Chaque échantillon est placé dans une 

cartouche jetable et permettra une recherche multi-cibles. La manipulation pré ana-

lytique est rapide et nécessite moins de 10 minutes. La phase analytique de détec-

tion des acides nucléiques combinant les technologies de PCR et de puces à ADN 

(microarray) permet également une analyse rapide (résultats obtenus après un run 

d’environ 90 min) de façon totalement automatisée. Le rendu des résultats post ana-

lytique est qualitatif. 
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2. Description et principe de la cartouche Novodiag® Stool Parasites  

 

La cartouche Novodiag® Stool Parasites est le 4e test développé sur la plateforme 

Novodiag®, après les tests C. difficle, Bacterial GE+ et CarbaR+, permettant de ren-

forcer l’offre de Mobidiag dans la détection des infections gastro-intestinales. 

Le test Novodiag® Stool Parasites a été conçu pour détecter les acides nucléiques 

des protozoaires, helminthes et microsporidies les plus couramment identifiés dans 

les échantillons de selles de patients ayant une symptomatologie digestive. Ainsi les 

26 cibles détectables par le système représentent plus de 95% des parasites intesti-

naux retrouvés chez l’Homme. Elles sont listées dans le tableau 2. 

Protozoaires Microsporidies Helminthes 

Balantidium coli 

Blastocystis sp. 

Cyclospora cayetanensis 

Cystoisospora belli 

Dientamoeba fragilis 

Entamoeba histolytica 

Giardia intestinalis 

Cryptosporidium sp. 

Encephalitozoon sp. 

Enterocytozoon bieneusi 

 

Ancylostoma duodenale 

Ascaris lumbricoides/ suum 

Clonorchis sinensis/ Opisthorchis 
sp./ Metorchis sp. 

Diphyllobothrium latum /  
nihonkaiense 

Enterobius vermicularis 

Fasciola sp. 

Fasciolopsis buski 

Hymenolepis diminuta 

Hymenolepis nana 

Necator americanus 

Schistosoma mansoni 

Schistosoma sp. 

Strongyloides stercoralis 

Taenia saginata/asiatica 

Taenia solium 

Trichuris sp. 

Tableau 2: Cibles du Novodiag® Stool Parasites (source : notice Novodiag® Stool Para-

sites37) 
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Chaque cartouche de test Novodiag® Stool Parasites est composée de plusieurs com-

partiments successifs comme illustré sur la figure 22 : 

 Des réservoirs contenant les réactifs nécessaires à l’analyse de l’échantillon 

et distribués grâce à un système de vannes : solution tampon pour l’échantil-

lon, mix PCR, oligonucléotides/amorces, contrôle d’amplification, tampon 

d'hybridation, contrôle d'hybridation. 

 2 chambres de PCR indépendantes où les gènes cibles et le contrôle d’ampli-

fication sont amplifiés. 

 2 puces à ADN composées de sondes d'hybridation marquées par des fluoro-

phores et imprimées en micro-réseau sur une lame de verre. Ces sondes vont 

permettre la fixation des amplicons par hybridation et la détection des cibles. 

 

 

Figure 22: Description de la cartouche Novodiag® Stool Parasites (source : notice Novo-

diag® Stool Parasites37) 

 

  

(Chambres d’hybridation) 
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Les cartouches contiennent également des contrôles internes : 

 Le « process control » ou contrôle d’amplification présent sous forme déshy-

draté dans le réservoir réactif. Il subit les mêmes étapes à l’intérieur de la 

cartouche que l’échantillon. Ainsi il permet de contrôler la bonne réalisation 

de la préparation de l’échantillon, la réaction de PCR puis la réaction d'hybri-

dation (échec si présence d’inhibiteur ou d'autres facteurs perturbant l'ampli-

fication de la PCR). 

 Le contrôle d'hybridation est inclus dans le tampon d’hybridation. Il s’agit 

d’un oligonucléotide qui doit toujours être hybridé et détecté. 

 Les « gridding controls » ou contrôle de fluorescence : il s’agit de sondes im-

primées directement sur le micro-réseau de la puce à ADN qui doivent tou-

jours émettre une fluorescence. Cela permet de s’assurer de la bonne impres-

sion de la puce à ADN par la mesure de la fluorescence lors de l’étape finale 

de révélation. 

Un algorithme intégré à l’instrument analyse à la fois le signal d’amplification en 

temps réel et l'image du micro-réseau de la puce à ADN afin de rendre un résultat 

qualitatif final pour chacune des 26 cibles parasitaires. 
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3.  Préparation de la cartouche Novodiag® Stool Parasites et lancement d’un run 

 

3.1. Phase pré analytique 

 

Le matériel utilisé pour la préparation de la cartouche : 

- Tube ESwabTM (Copan) à bouchon rose : dispositif stérile de prélèvement con-

tenant le milieu de transport Amies liquide (1mL) et un écouvillon sécable 

floqué avec des fibres de nylon 

- Tubes coniques stériles 

- Tube MagNA Lyser Green Beads contenant des billes en céramique de 1.4 mm 

de diamètre 

- MagNA Lyser Instrument 

- Pipettes Pasteur stériles en plastique à usage unique 

- Micropipettes et embouts stériles 

- Cartouches Novodiag® Stool Parasites 

- Instrument Novodiag® System 

- Poste de Sécurité Microbiologique de type II 

 

Sous PSM II, prélever la selle avec l’écouvillon stérile fournit avec le tube ESwabTM. 

Ce prélèvement doit se faire à plusieurs endroits de la selle afin d’augmenter la sen-

sibilité de la détection et la matière fécale doit recouvrir l’ensemble de l’écouvillon 

sans être trop abondant comme présenté sur la figure 23.  
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Figure 23: Prélèvement de la bonne quantité de selles sur écouvillon (tube ESwabTMTM) 

 

Puis l’extrémité de l’écouvillon est placée dans le tube ESwabTM, la partie sécable est 

rompue afin de pouvoir fermer le tube et réaliser une homogénéisation par vortex 

durant 5 secondes (figure 24, étape 1). En cas de selles liquides 200 µL de selles sont 

prélevées puis directement ajoutés dans le tube ESwabTM.  

 

L’intégralité du contenu de l’ESwabTM est ensuite transférée dans un tube MagNA 

Lyser qui est agité à 7000 rpm pendant 90 secondes (figure 24, étape 2). Cette étape 

va permettre la lyse cellulaire par broyage mécanique grâce aux billes présentes dans 

le tube et la libération des acides nucléiques dans le surnageant. La cartouche No-

vodiag® Stool Parasites est ouverte et identifiée par un numéro patient, puis 600 µL 

de l’échantillon présent dans le tube à MagNA Lyser sont introduit dans la partie 

supérieure de la cartouche à l’aide d’une pipette stérile à usage unique. Cette der-

nière est ensuite refermée par le bouchon fourni (figure 24, étape 3).  
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La figure 24 illustre les étapes pré-analytiques avant analyse dans l’instrument No-

vodiag®. 

 

Figure 24: Préparation de la cartouche Novodiag® Stool Parasites 

 

Les caractéristiques des cartouches et les données « patients » sont récupérées par 

scan des étiquettes spécifiques. Les cartouches sont alors insérées, seules ou par 

série (jusqu’à 4 cartouches) dans les modules de l’instrument Novodiag® pour 86 

min de réaction (figure 25). 

 

ETAPE 1 

ETAPE 2 

ETAPE 3 
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Figure 25: Lancement d’un run (source : Mobidiag®) 

 

3.2. Phase analytique : amplification et détection 

 

Aucune intervention de l’opérateur n’est nécessaire une fois que les cartouches sont 

chargées dans l’instrument Novodiag®. En effet, les étapes de lyse de l’échantillon, 

d’extraction et de concentration des acides nucléiques, ainsi que la réhydratation 

des réactifs, l’amplification, la détection et l’interprétation des signaux sont effec-

tuées automatiquement.   

Les acides nucléiques contenus dans l’échantillon vont être transférés dans les 

chambres PCR où ils seront reconnus par des amorces spécifiques présentes dans 

les réactifs de la cartouche. La réaction de PCR débute et l’ADN est amplifié.  

Les amplicons ainsi produits se lieront aux sondes de capture spécifiques à chaque 

séquence d’espèce parasitaire recherchée au niveau du micro-réseau. L’instrument 

va ensuite produire des ondes lumineuses qui vont exciter les fluorophores corres-

pondant aux séquences d’acides nucléiques hybridées sur le micro-réseau. L’image 

produite par la fluorescence des sondes contrôles et des éventuelles sondes liées 

aux ADN cibles sera alors analysée par un algorithme et un résultat qualitatif sera 

rendu pour chacun des parasites recherchés dans la cartouche. 
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3.3. Phase post analytique : rendu des résultats 

 

Les résultats sont affichés automatiquement en fin de réaction sur l’écran tactile de 

l’ordinateur de l’instrument Novodiag®. 

Le résultat est qualitatif et rendu NEGATIF, POSITIF ou INVALIDE (figure 26). 

 

 

 

Figure 26: Analyse automatisée et affichage clair des résultats (source : Mobidiag) 
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Si aucune cible n'est détectée et que la détection des contrôles internes est con-

forme dans chaque chambre, le résultat est rendu « NEGATIF ». 

Si une ou plusieurs cibles parasitaires sont détectées le résultat est rendu « POSITIF » 

avec un affichage clair de chacune de ces cibles. 

Si au moins un contrôle interne a échoué (contrôle d’amplification, contrôle d'hybri-

dation ou contrôle de fluorescence du micro-réseau) le résultat est rendu « INVA-

LIDE ». Ce type de résultat traduit la présence d’un inhibiteur de réaction PCR pré-

sent dans l’échantillon, d’un dysfonctionnement au sein de la cartouche ou d’un dys-

fonctionnement de l’instrument. La selle peut être testée à nouveau en partant 

d’une nouvelle prise d’essai (nouveau tube ESwabTM de l'échantillon d'origine). Si 

après repassage le résultat demeure « INVALIDE » cela renforce l’hypothèse d’un in-

hibiteur de PCR et l’échantillon peut être dilué avec du tampon ESwab afin de diluer 

l’inhibiteur et pouvoir permettre l’amplification d’un éventuel acide nucléique cible. 

Pour cela 1 mL de solution ESwabTM est ajouté au mélange déjà contenu dans le tube 

à MagNA Lyser centrifugé lors du précédent passage (run numéro 2). Puis le contenu 

du tube est mélangé par vortex durant 10 secondes et testé dans une nouvelle car-

touche. 
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PARTIE III : EVALUATION DES PERFORMANCES 

 

1. Introduction 

 

La microscopie optique est la technique de référence pour le diagnostic de routine 

en parasitologie au laboratoire. Cependant, il existe un intérêt croissant pour les mé-

thodes de biologie moléculaire dans le but de surmonter les limites de l'examen mi-

croscopique, qui est à la fois chronophage et fortement dépendant de l’expertise de 

l’opérateur. Ces méthodes de biologie moléculaire, bien que coûteuses, bénéficient 

d’une sensibilité supérieure à la microscopie ainsi qu’une plus grande facilité de mise 

en œuvre. 

Dans ce contexte, une nouvelle solution diagnostique basée sur la biologie molécu-

laire vient d’être commercialisée par la firme Mobidiag. Il s’agit du Novodiag® Stool 

Parasites, test qui permet l’amplification et la détection automatisée d’un large pa-

nel d’acides nucléiques de parasites intestinaux. Cette technique innovante allie la 

PCR et le procédé de puces à ADN ou micro-array et permet d’offrir une détection 

multiplexe de 26 cibles parasitaires dont 10 cibles de protozoaires et microsporidies. 

Il s’agit là de la toute première évaluation de ce système de diagnostic. 
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2. Objectif de l’étude  

 

L’objectif de ce travail est d'évaluer les performances du test qualitatif Novodiag® 

Stool Parasites (Mobidiag) permettant l’amplification et la détection automatisées 

d’un large panel d’acides nucléiques de parasites intestinaux.  

L’évaluation portera sur la détection de 10 espèces de protozoaires et microspori-

dies dans des échantillons de selles. Les performances du test Novodiag® Stool Pa-

rasites seront évaluées comparativement aux techniques actuellement utilisées en 

routine dans le service de Parasitologie-Mycologie du CHU de Toulouse : les tech-

niques microscopiques (MIF coloration et Ovatec® Plus) d’une part et les techniques 

de biologie moléculaire (PCR commerciale Amplidiag® Stool Parasites et une PCR 

maison détectant les microsporidies Encephalitozoon sp. et Enterocytozoon sp.) 

d’autre part. 

 

  



69 
 

3. Matériels et méthodes 

 

3.1. Prélèvements collectés 

 

Cette nouvelle technique a été évaluée de façon rétrospective en utilisant un panel 

de 82 échantillons de selles de 76 patients (homme, femme ou enfant) collectés au 

sein du service de Parasitologie-Mycologie du CHU de Toulouse entre février 2018 et 

juillet 2020. Ces selles sont issues de patients ayant bénéficié d’un examen parasito-

logique des selles et/ou d’une recherche ciblée de cryptosporidies et/ou microspo-

ridies.  

75 selles ont été sélectionnées dès lors qu’elles étaient positives pour la détection 

d’un protozoaire par techniques microscopiques (forme végétative ou kystique) ou 

par technique de biologie moléculaire. La sélection a été faite de manière à obtenir 

le maximum de variété de protozoaires possibles présents dans des charges parasi-

taires les plus variables possibles (Ct). 

Par ailleurs, 7 selles négatives toutes techniques confondues (techniques microsco-

piques ou techniques de biologie moléculaire) ont été analysées. 

 

L’échantillonnage comprenait des selles fraiches natives conservées à +4°C, des ali-

quotes de selles fraiches natives congelés à -20°C ainsi que des échantillons de selles 

fraiches natives (une œse ou 500 µL si selle liquide) dilués dans 1 mL de solution de 

PBS et conservés à +4°C.  
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3.2. Méthodes microscopiques de comparaison 

 

Le diagnostic microscopique des protozoaires digestifs a été réalisé après coloration 

au MIF35 et après concentration par technique de flottation par Ovatec® Plus (Zoe-

tis). Ce diagnostic a été effectué par du personnel habilité à la préparation et la lec-

ture microscopique des examens parasitologique des selles.   

Lorsqu’un protozoaire du complexe Entamoeba histolytica/dispar était identifié en 

microscopie, une détermination précise de l’espèce en cause était effectuée par PCR 

en temps réel Amplidiag® Stool Parasites. 

 

3.3. Méthodes moléculaires de comparaison 

 

Les étapes de prétraitement des échantillons de selles et d’extraction de l’ADN ont 

été réalisées selon les procédures du laboratoire. Deux cents microlitres de suspen-

sion de selles ont été transférés dans un tube contenant des billes MagNa Lyser. Cinq 

cents microlitres de tampon BLB (Bacteria Lysis Buffer, Roche) ont été ajoutés et le 

tube a ensuite été passé au MagNa Lyser (Roche) à 7000 tr/min pendant 70 secondes 

puis brièvement centrifugé. L’extraction de l’ADN a été réalisée en utilisant le kit 

High Pure PCR Template Preparation (Roche) selon les recommandations du fournis-

seur. A partir de l’ADN extrait, la détection moléculaire des Giardia intestinalis, Dien-

tamoeba fragilis, Cryptosporidium sp et Entamoeba histolytica a été réalisée sur un 

automate CFX96 (Bio-Rad) grâce au kit de PCR en temps réel Amplidiag® Stool Para-

sites selon les recommandations du fournisseur. En cas de positivité de la PCR Cryp-

tosporidium sp, la détermination de l’espèce a été effectuée par séquençage molé-

culaire sur un automate ABI 3130 XL (Applied Biosystem) en utilisant les amorces 

décrites par Mary C. et al31.  
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La détection moléculaire des microsporidies a été réalisée sur automate LightCycler 

480 (Roche Diagnostic) selon le protocole décrit par Polley et al36. Cette PCR permet 

de détecter les genres Encephalitozoon sp. et Enterocytozoon sp. 

 

3.4. Novodiag® Stool Parasites 

 

La préparation des cartouches pour les tests Novodiag® Stool Parasites a été réalisée 

par un seul opérateur afin de limiter les biais et selon le protocole standardisé fourni 

par le fournisseur. En cas d’échantillon de selles conservées en solution de PBS, le 

protocole suivi était le même que pour une selle liquide (200 µL de selles directe-

ment ajoutées dans le tube ESwabTM). Cette étude étant ciblée sur les protozoaires, 

les détections d’ADN d’helminthe n’ont pas été prises en compte dans l’analyse. 

 

3.5. Statistiques 

 

Les données ont été analysées à l’aide du logiciel SIGMA Stat1 (2.03 ; Jandel Corpo-

ration, San Jose, CA). Les données ont été exprimées sous forme de moyenne +/- EC. 

Le test de Student a été utilisé pour les comparaisons entre deux groupes. Pour com-

parer les caractéristiques des patients dans chaque groupe, le test du chi-deux ou le 

test exact de Fisher a été utilisé selon le cas. Une comparaison a été considérée 

comme statistiquement significative si P<0,05. 
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4. Résultats  

 

4.1. Description des échantillons de l’étude 

 

75 échantillons de selles ont été sélectionnés, du fait de la présence d’un ou plu-

sieurs protozoaires. 

Ces protozoaires ont été mis en évidence soit en microscopie (n=44), soit en biologie 

moléculaire (n=53).  Pour 36 selles, aucun protozoaire n’a été mis en évidence en 

microscopie et 29 selles étaient négatives en PCR (PCR Amplidiag® Stool Parasite et 

PCR microsporidies).  

7 selles étaient à la fois négatives en microscopie et en PCR.  

 

Pour l’évaluation des différentes espèces de Cryptosporidium sp., 12 selles positives 

ont été sélectionnées. Pour 10 d’entre elles, l’espèce de Cryptosporidium sp. a pu 

être séquencée. Pour 2 selles, la faible charge parasitaire n’a pas permis un séquen-

çage contributif. 

16 selles positives présentant des protozoaires non pathogènes, comme Entamoeba 

dispar, Entamoeba coli et Entamoeba hartmanni, Endolimax nana et Chilomastix 

mesnili, et non détectés par la cartouche Novodiag® Stool Parasites ont également 

été inclus dans l’étude.  

 

Le tableau 3 présente en détail les caractéristiques des échantillons sélectionnés.  
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Nombre de selles 82 

Espèces sélectionnées 
En microscopie1 

n=43 

En biologie moléculaire2 

n=53 

Blastocystis sp. 19 NA 

Cryptosporidium sp.  NA 12 

        C. parvum NA 5 

        C. hominis NA 2 

        C. felis NA 2 

        C. canis NA 1 

        Séquençage non contributif NA 2 

Dientamoeba fragilis 1 20 

Encephalitozoon sp. NA 1 

Enterocytozoon bieneusi NA 4 

E. histolytica/dispar 3 NA 

E.histolytica confirmé par PCR NA 4 

Giardia intestinalis 6 13 

E. coli/hartmanni  8  NA 

Endolimax nana 7 NA 

Chilomastix mesnili 1 NA 

Pseudolimax butschlii 1 NA 

Absence de protozoaires 36 29 

Tableau 3: Descriptif de la population d’étude dans le cadre de l’évaluation du kit Novo-

diag® Stool Parasites 

1Microscopie après MIF et/ou Ovatec® Plus dont 5 selles contenant de 2 à 4 protozoaires 

2 49 en PCR Amplidiag® Stool parasite et 5 en PCR microsporidies 

NA : non applicable 



74 
 

4.2. Performances analytiques du test Novodiag® Stool Parasites 

 

Les performances du Novodiag® Stool Parasites ont été évaluées en calculant la sen-

sibilité et la spécificité pour chaque cible parasitaire par rapport aux méthodes de 

référence microscopiques ou à la PCR. 

 

4.2.1. Sensibilité et spécificité par rapport aux techniques microscopiques 

(tableau 4) 

 Microscopie Novodiag® 

Sensibilité Spécificité  n=79 n=79 

 Positif Négatif Positif Négatif 

Protozoaires par espèce       

Giardia intestinalis  7   72  9  70  100% 97,2% 

Blastocystis hominis  21  59 38  42 100% 71,2% 

Dientamoeba fragilis 1  79 14 66 100% 83,5% 

Entamoeba histolytica  11  79  2  78 100% 98,7% 

Amibes non pathogènes2 16 64 03 80 NA 100% 

Protozoaire potentielle-
ment pathogène4 

33 47 50 30 100% 63,8% 

Tableau 4: Sensibilité et spécificité du test Novodiag® Stool Parasites par rapport aux tech-

niques microscopiques utilisées en routine au laboratoire (MIF coloration et Ovatec®) 

N.B : Les microsporidies et Cryptosporidium sp. ne sont pas détectés en microscopie en rou-

tine au laboratoire 

1 confirmés E.histolytica par PCR Amplidiag® Stool parasites 

2 Groupe incluant E. dispar/coli/hartmanni, Endolimax nana, Chilomastix mesnili  

3 Amibes non pathogènes non détectées par le test Novodiag® Stool Parasites 

4 Groupe incluant Giardia intestinalis, Blastocystis hominis, Dientamoeba fragilis, Enta-

moeba histolytica 
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La sensibilité du Novodiag® Stool Parasites est au moins égale à celle des techniques 

microscopiques pour Giardia intestinalis, Blastocystis hominis, Dientamoeba fragilis 

et Entamoeba histolytica. En effet, toutes les selles détectées positives en microsco-

pie pour ces protozoaires ont correctement été détectées en Novodiag® Stool Para-

sites. 

 

La spécificité pour G. intestinalis est très bonne et évaluée à 97,2%, avec deux échan-

tillons de selles supplémentaires détectés positifs en Novodiag® Stool Parasites par 

rapport à la microscopie. 

La spécificité pour D. fragilis est de 83,5%, avec 13 échantillons supplémentaires dé-

tectés positifs en Novodiag® Stool Parasites par rapport à la microscopie.   

La spécificité pour Blastocystis hominis est de 71,2%. En effet, 17 échantillons de plus 

ont été détectés en Novodiag® Stool Parasites pour B. hominis par rapport à la mi-

croscopie. 

La spécificité pour Entamoeba histolytica est également très bonne et évaluée à 

98,7%. Dans ce cas, la selle positive pour la présence du complexe E. histolytica/dis-

par en microscopie avait préalablement était confirmée positive à E. histolytica en 

biologie moléculaire (Amplidiag® Stool Parasites). Une selle supplémentaire a été 

détectée positive en Novodiag® Stool Parasites. 

Pour 16 autres selles positives à l’examen direct microscopique avec des proto-

zoaires non pathogènes (Entamoeba dispar, Entamoeba coli et Entamoeba hart-

manni, Endolimax nana, Chilomastix mesnili et Pseudolimax butschlii), la spécificité 

est de 100%. En effet, les résultats du Novodiag® Stool Parasites étaient négatifs, 

comme attendu car ces espèces ne figurent pas parmi les cibles détectées par le kit 

Novodiag® Stool Parasites. 
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4.2.2. Sensibilité et spécificité par rapport aux techniques de biologie molé-

culaire (tableau 5) 

 

 Biologie moléculaire1 
Novodiag® 

n=82 Sensibilité Spécificité 

 Positif Négatif Positif Négatif 

Protozoaires par espèce      

Giardia intestinalis 
n=82 

14 

[26,61-35,15]* 
69 10 73 71% 100% 

Cryptosporidium 
sp. n=82 

 12 

[25,13-40,95]* 
70 7 76 53,8% 100% 

Dientamoeba  

fragilis n=82 

20 

[16,23-35,49]* 
63 14 69 70% 100% 

Entamoeba  

histolytica n=82 

4 

[20,05-36,75]* 
79 2 81 50% 100% 

Encephalitozoon sp 
n=20 

1  

[36,04] 
19 0 82 

1 échantil-
lon non 
détecté 

100% 

Enterocytozoon sp. 
n=20 

4 

[17,55-28,85]* 
16 4 79 100% 100% 

Ensemble des  

protozoaires 
54 29 37 46 68,5% 100% 

Tableau 5: Sensibilité du test Novodiag® Stool Parasites par rapport aux PCR utilisées en 

routine au laboratoire (Amplidag® stool parasite) et PCR microsporidies (PCR Encephalito-

zoon sp/Enterocytozoon sp) 

*[ x - y ] = plage de valeurs des Ct obtenus en PCR 

1 PCR Amplidiag® Stool parasite et/ou PCR microsporidies 

N.B : Blastocystis sp. n’est pas détecté par biologie moléculaire en routine au laboratoire 
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Les spécificités de détection du Novodiag® Stool Parasites par rapport aux tech-

niques de biologie moléculaire étaient excellentes (Sp=100%) pour l’ensemble des 

protozoaires évalués. En effet, aucun faux positif n’a été détecté. 

 

Les sensibilités variaient de 50 à 71% en fonction du parasite recherché.  

 

 

  

 

 

 

Figure 27: Détection de D. fragilis, Cryptosporidium sp. et G. intestinalis par le kit Novo-

diag® Stool Parasites en fonction des Ct mesurés en PCR Amplidiag® Stool Parasites 

** t-test p<0,01 
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Comme indiqué sur la figure 27, pour Dientamoeba fragilis, Cryptosporidium sp. et 

Giardia intestinalis les selles détectées positives par le test Novodiag® Stool Parasites 

correspondent aux échantillons possédant les charges parasitaires les plus élevées 

(Ct les plus forts ; p<0,05). 

Concernant Dientamoeba fragilis, les selles détectées positives par les techniques 

de routine et par le kit Novodiag® Stool Parasites avaient des Ct allant de 16,23 à 

30,31 en Amplidiag® Stool Parasites. Les 6 faux négatifs avaient tous des Ct significa-

tivement plus élevés (de 30,04 à 35,49) à l’exception d’une selle avec une charge 

parasitaire forte (Ct 20,27) pourtant non détectée en Novodiag® Stool Parasites. Cet 

échantillon de selle a de nouveau été testé en Amplidiag® Stool Parasites (en double) 

et confirmé positif pour D. fragilis (Ct = 20,29 et 20,25). 

Concernant le genre Cryptosporidium sp., 12 selles positives en PCR Amplidiag® 

Stool Parasites ont été testées (Ct de 25,13 à 40,95) et seules 7 ont été correctement 

détectées par le kit Novodiag® Stool Parasites correspondant aux Ct les plus forts (Ct 

de 25,13 à 29,45). Les 5 selles négatives en Novodiag® Stool Parasites correspon-

daient à des selles contenant une charge parasitaire significativement plus faible (Ct 

de 31,51 à 40,95 en PCR Amplidiag® Stool Parasites). 

Concernant Giardia intestinalis, 9 selles positives en PCR Amplidiag® Stool Parasites 

(Ct de 26,61 à 35,15) ont été correctement détectées par le kit Novodiag® Stool Pa-

rasites.  Les 4 selles non détectées positives correspondaient aux charges parasi-

taires les plus faibles (Ct de 31,63 à 35,15). 

 

  



79 
 

Concernant le genre Entamoeba sp., 4 selles étaient positives à Entamoeba histoly-

tica en PCR Amplidiag® Stool Parasites (Ct de 20,05 à 36,75). Parmi elles, 2 selles 

correspondant aux charges parasitaires les plus fortes (Ct = 20,05 et 29) (et dont une 

présentait des kystes d’Entamoeba histolytica/dispar à l’examen direct), ont été cor-

rectement détectées en Novodiag® Stool Parasites. Les 2 autres selles avec des Ct 

plus élevés en PCR Amplidiag® Stool Parasites pour E. histolytica (Ct = 31,25 et 36,75) 

n’ont pas été détectées sur Novodiag® Stool Parasites. Elles étaient, par ailleurs, 

aussi négatives en microscopie. 

 

Concernant la détection des microsporidies, les 4 selles positives avec des charges 

parasitaires fortes d’Enterocytozoon sp en PCR maison (Ct de 17,55 à 28,85) ont 

toutes été détectées en Novodiag® Stool Parasites.  

L’unique selle positive à Encephalitozoon sp. et présentant une faible charge parasi-

taire (Ct = 36,04) n’a pas été détectée par le kit Novodiag® Stool Parasites. 

 

Les performances du kit Novodiag® Stool Parasites ont été évaluées en fonction des 

espèces de Cryptosporidium sp. (tableau 6). Le kit Novodiag® Stool Parasites a per-

mis la détection d’au moins un échantillon contenant les espèces C. parvum, C. ho-

minis et C. felis. En outre, la seule selle positive à C. canis avec une faible charge 

parasitaire n’a pas été détectée par Novodiag® Stool Parasites (comme attendu car 

cette espèce en particulier ne fait pas partie des cibles reconnues par ce kit). 

Trois selles positives à Cryptosporidium sp. dont les séquençages d’espèce n’ont pas 

été contributifs en raison d’une faible charge parasitaire  (Ct = 39,90 ; 40,41 et 40,95) 

n’ont pas été détectées par Novodiag® Stool Parasites. 
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  Novodiag®  

positif 

Novodiag®  

négatif  
Sensibilité Spécificité 

Cryptosporidium parvum n= 5 
5 

[25,13 - 29,45] 

 

0 100% 100% 

Cryptosporidium hominis n= 2 
1 

[28,2] 

1 

[38,44] 

 

[38,44] 

50% 100% 

Cryptosporidium felis n= 2 1 

[28,5] 

[28,5] 

1 

[35,98] 

 

[35,98] 

50% 100% 

Cryptosporidium canis* n= 1 0 
1 

[31,51] 

 

[31,51] 

1 échantil-
lon non dé-

tecté 

100% 

Cryptosporidium sp. n= 2 0 
2 

[39,07 ; 40,95] 
0 100% 

Tableau 6: Détection du genre Cryptosporidium sp. en fonction des espèces et du Ct 

 [ x - y ] = plage de valeurs des Ct obtenus en Amplidiag® Stool Parasites 

[ x ] = valeurs ponctuelles des Ct obtenus en Amplidiag® Stool Parasites 

* L’espèce C. canis n’est pas détectée par Novodiag® Stool Parasites37 
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4.3. Caractéristiques des échantillons avec résultats invalides 

 

Lors de cette étude, 8 tests ont été rendus invalides par l’instrument. Les données 

caractérisant ces échantillons et leurs analyses ont été rassemblées (tableau 7) afin 

de déterminer une éventuelle corrélation. Il ne semble toutefois pas y avoir de ca-

ractéristique spécifique partagée par l’ensemble ou une majorité de ces selles.  

Les raisons d’invalidité ne semblent donc pas explicables par les caractéristiques de 

la selle telles que la date du prélèvement (de mai 2018 à janvier 2020), la consistance 

de départ (normale, molle, liquide, glaireuse…) ou le mode de conservation. 

 

 

 
Aspect de la 

selle 

Date de  
prélèvement 

de la selle 

Conservation 
de la selle 

Date du test  
Novodiag® Stool  

Parasites 
N° slot 

Selle 1 Molle 15/04/2019 PBS 16/07/2020 3 

Selle 2  Normale 22/01/2020 +4 08/04/2020 3 

Selle 3  Molle 21/08/2018 Congelée 04/12/2019 1 

Selle 4 Pâteuse 17/05/2018 Congelée 04/12/2019 2 

Selle 5  Pâteuse + sang 23/11/2019 +4 29/11/2019 1 

Selle 6 Molle 17/09/2019 PBS 15/07/2020 1 

Selle 7 Normale 13/12/2019 +4 07/04/2020 4 

Selle 8 Molle 07/05/2019 +4 04/12/2019 2 

Tableau 7: Caractéristiques de la selle et du run concernant chaque échantillon rendu inva-

lide par le test Novodiag® Stool Parasites 

 

Etant donné la potentielle criticité de ce paramètre, le mode de conservation a fait 

l’objet d’une évaluation spécifique.  
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4.4. Influence de la conservation des échantillons de selles 

 

L’hétérogénéité des modes de conservation des prélèvements a été évaluée spécifi-

quement (tableau 8). Il n’y a pas de différence significative entre les proportions 

d’échantillons dont les résultats sont faussement négatifs ou dont le test a été rendu 

invalide en fonction des différents modes de conservation des selles. 

 

Conservation 

des selles 

Total des 
selles po-

sitives 
(n=83) 

Résultat FN 
(n = 18) 

 Invalides 
(n = 8) 

n (%) P value 
 

n (%) P value 

+4°C 47 (57%) 8 (44,4%) 0,374*  4 (50%) 1** 

Solution PBS 16 (19%) 5 (27,8%) 0,406*  2 (25%) 0,652** 

Congélation -

20°C 

20 (24%) 5 (27,8%) 0.806*  2 (25%) 1** 

Tableau 8: Pourcentage de résultats rendus faussement négatifs et invalides par le test No-

vodiag® Stool Parasites en fonction du mode de conservation des selles 

* Chi-2 

**Test exact de Fisher 

 

Il n’y a pas de différence significative entre les proportions d’échantillons présentant 

un résultat « faux négatifs » ou « invalide » et les répartitions des selles selon leurs 

modes de conservations. 
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5. Discussion 

 

5.1. Sensibilité et spécificité par rapport aux techniques microscopiques 

 

Pour la recherche de protozoaires dans les selles, l’examen microscopique est à 

l’heure actuelle un examen de référence permettant la recherche d’une très grande 

variété de parasite. Cependant, du fait d’une faible sensibilité, le diagnostic micros-

copique en parasitologie entraine fréquemment une sous-estimation de la préva-

lence réelle des protozooses.  

C’est la raison pour laquelle, étant donné la faible charge digestive de certains para-

sites et/ou leur élimination parfois irrégulière dans les selles, il est recommandé de 

renouveler cet examen microscopique au moins 3 fois, à plusieurs jours d’intervalle, 

pour en assurer une sensibilité optimale.  

Lors de cette évaluation du kit Novodiag® Stool Parasites, la sensibilité par rapport à 

la microscopie était de 100% pour la détection de Giardia intestinalis, Blastocystis 

sp., Dientamoeba fragilis et Entamoeba histolytica car toutes les selles positives en 

microscopie ont été correctement détectées pour ces 4 cibles. La sensibilité du No-

vodiag® Stool Parasites est donc au moins égale à celle des techniques microsco-

piques pour Giardia intestinalis, Blastocystis hominis et Dientamoeba fragilis et En-

tamoeba histolytica. 

 

Au cours de cette étude, les données de spécificité du Novodiag® Stool Parasites 

étaient également très bonnes (71,2 à 98,7%) par rapport à la microscopie.  

Pour D. fragilis la spécificité était de 83,5% (n = 14). En effet, 13 échantillons consi-

dérés comme des « faux positifs » ont été détectés en Novodiag® Stool Parasites par 

rapport à la microscopie.  En réalité, il ne s’agit pas de réels faux positifs car la pré-

sence de D. fragilis non vus en microscopie pour ces 13 échantillons a été confirmée 

par la technique de biologie moléculaire de routine (PCR Amplidiag® Stool Parasites). 



84 
 

Il en est de même pour G. intestinalis, où la spécificité du Novodiag® Stool Parasites 

est également très bonne et évaluée à 97,2% (n = 10) et où 2 faux positifs ont été 

détectés par rapport à la microscopie mais confirmés par PCR Amplidiag® Stool Pa-

rasite. 

La spécificité pour Entamoeba histolytica était également très bonne et évaluée à 

98,7% (n = 2). Comme précédemment, concernant l’échantillon caractérisé comme 

faux positif, il ne s’agit pas d’un réel faux positif car la présence d’Entamoeba histo-

lytica a été confirmée par la technique de biologie moléculaire de routine. 

Pour B. hominis, la spécificité a été évaluée à 71,2% (n = 38). 17 faux positifs ont été 

détectés en Novodiag® Stool Parasites par rapport à la microscopie. Pour ce proto-

zoaire, aucune autre technique ne permettait d’affirmer qu’il s’agissait de réels faux 

positifs ou d’une sensibilité supérieure du Novodiag® Stool Parasites par rapport à 

la microscopie. Cependant comme vu plus haut, la sensibilité de la microscopie étant 

faible et le diagnostic morphologique de cette espèce difficile, on peut supposer que 

la microscopie sous-estime largement la détection de cette espèce. Cela expliquerait 

la valeur probablement artificiellement abaissée de la spécificité du test Novodiag® 

Stool Parasites pour la détection de Blastocystis sp. 

 

Par ailleurs, 16 selles positives à l’examen direct avec des protozoaires non patho-

gènes (Entamoeba dispar, Entamoeba coli et Entamoeba hartmanni, Endolimax 

nana, Chilomastix mesnili et Pseudolimax butschlii), et ne figurant pas parmi les 

cibles détectées par le Novodiag® Stool Parasites, ont été détectées négatives, sug-

gérant une absence de réaction croisée avec ces cibles couramment retrouvés dans 

les selles. 
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5.2. Sensibilité et spécificité par rapport aux techniques de biologie moléculaire 

 

Les résultats obtenus nous permettent également d’établir des données de perfor-

mances de l’instrument Novodiag® en routine par rapport à des techniques de bio-

logie moléculaire : 

- PCR Amplidiag® Stool Parasites détectant Giardia intestinalis, Cryptospori-

dium sp, Dientamoeba fragilis et Entamoeba histolytica  

- PCR maison détectant Encephalitozoon sp. et Enterocytozoon sp. 

 

Les données de sensibilité du Novodiag® Stool Parasites pour Cryptosporidium sp, 

Dientamoeba fragilis sont respectivement de 53,8% et 70%.  Pour ces protozoaires, 

le kit Novodiag® Stool Parasites a permis une détection correcte pour les selles ayant 

une forte charge parasitaire. En revanche, lorsque la charge parasitaire était plus 

faible (Ct ≥ 30), ces parasites n’ont pas été détectés.  

 

Pour Giardia intestinalis, la sensibilité du kit Novodiag® Stool Parasites a été évaluée 

à 71% dans cette étude. 6 selles à la fois positives en microscopie et en PCR Ampli-

diag® Stool Parasites, correspondant aux Ct les plus forts (Ct de 26,61 à 30,81), ont 

été correctement détectées.  

Pour les 7 autres selles négatives en microscopie mais positives en PCR Amplidiag® 

Stool Parasites (Ct de 30,27 à 35,15), le kit Novodiag® Stool Parasites aurait permis 

de rattraper un diagnostic de giardiose dans trois cas non détectés en microscopie 

(Ct de 30,27 ; 31,65 et 32,81). 

 

Concernant Entamoeba histolytica, 4 selles étaient positives à E. histolytica en PCR 

Amplidiag® Stool Parasites (Ct de 20,05-36,75). Parmi elles, seules les 2 selles cor-

respondant aux charges parasitaires les plus fortes (Ct = 20,05 et 29) ont été détec-

tées par le Novodiag® Stool Parasites. Cependant, une seule de ces 2 selles présen-
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tait des kystes d’Entamoeba histolytica/dispar à l’examen direct et elle a été correc-

tement détectée par le Novodiag® Stool Parasites. Pour un laboratoire ne possédant 

pas de technique de biologie moléculaire de routine, le kit Novodiag® Stool Parasites 

aurait donc permis dans ce cas de faire un diagnostic supplémentaire d’amibiase à 

Entamoeba histolytica par rapport à la microscopie. 

Les 2 autres selles, négatives en microscopie et avec des Ct plus élevés en PCR Am-

plidiag® Stool Parasites (Ct = 31,25 et 36,75) n’ont pas été détectées sur Novodiag® 

Stool Parasites.  

 

Ceci corrobore les données trouvées précédemment pour Cryptosporidium sp. et 

Dientamoeba fragilis où les protozoaires ne sont plus détectables en Novodiag® 

Stool Parasites dès lors que la charge parasitaire est faible. 

La signification clinique de ces faibles charges parasitaires est incertaine. Cela peut 

correspondre un protozoaire entier viable, non viable ou à la seule détection de trace 

d’ADN de protozoaires. 

 

Parmi les 4 espèces de Cryptosporidium évaluées, le kit Novodiag® Stool Parasites a 

permis la détection d’au moins un échantillon des espèces C. parvum, C. hominis et 

C. felis. Cependant, la seule selle positive à C. canis, dont la charge parasitaire était 

faible, n’a pas été détectée par Novodiag® Stool Parasites. Ceci est en accord avec la 

notice du kit Novodiag® Stool Parasites37, qui mentionne la non-détection de cette 

espèce. Les données 2018 du CNR Cryptosporidium38 montrent que la non-détection 

de cette espèce n’est pas un problème majeur car elle est à l’origine de très peu 

d’infections symptomatiques chez l’Homme : C. canis a été mis en évidence dans les 

selles de seulement 0,4% (1/251 selles) des isolats séquencés de selles positives à 

Cryptosporidium sp. adressés en 2018 au CNR-LE et au laboratoire collaborateur.   
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Concernant la détection des microsporidies, la sensibilité de détection des Entero-

cytozoon sp était de 100%. Cependant, cette valeur a été calculée sur des échantil-

lons positifs (n = 4) présentant tous des charges parasitaires fortes. Une étude com-

plémentaire incluant un nombre d’échantillons plus important avec une plus grande 

variété de charges parasitaires pourrait ainsi s’avérer utile.    

Pour Encephalitozoon sp., l’unique selle positive de la coprothèque présentant une 

faible charge parasitaire (Ct = 36,04) n’a pas été détectée par le kit Novodiag® Stool 

Parasites et un calcul de sensibilité n’a donc pas été possible.  

Les spécificités par rapport aux techniques de biologie moléculaire étaient excel-

lentes (Sp=100%) pour Giardia intestinalis, Cryptosporidium sp, Dientamoeba fragilis 

et Entamoeba histolytica. En effet, aucun faux positif n’a été mis en évidence par 

rapport à la PCR Amplidiag® Stool Parasites. 

 

Les performances du système Novodiag® Stool Parasites pour la détection de G. in-

testinalis, E. histolytica, Dientamoeba fragilis et Cryptosporidium sp. peuvent être 

comparées à celle du kit BD Max™ Enteric Parasite Panel, permettant lui aussi le dia-

gnostic en multiplex de ces parasites fécaux39. 

Pour la détection de Giardia intestinalis, la sensibilité du BD Max™ Enteric Parasite 

Panel semblait être équivalente à celle obtenue pour le Novodiag® Stool Parasites 

(Se = 100%), lorsque la technique de référence était la microscopie. Pour Dienta-

moeba fragilis, l’étude de Mölling et al.39 rapporte une sensibilité de 100% dans le 

cas du BD Max™ Enteric Parasite Panel contre 84% pour le kit Novodiag® Stool Para-

sites. Concernant les détections d’Entamoeba histolytica et de Cryptosporidium sp, 

les performances de ces deux kits ne sont pas comparables. En effet, dans l’étude 

de performances de Mölling et al.39, les 12 selles sélectionnées positives en micros-

copie au complexe Entamoeba histolytica/dispar ont été négatives en BD Max™ En-

teric Parasite Panel et confirmées comme étant de l’E. dispar en PCR maison. A l’in-

verse, les techniques microscopiques n’étant pas réalisées pour le diagnostic des 
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Cryptosporidium sp. au laboratoire de Parasitologie du CHU de Toulouse, les perfor-

mances Novodiag® Stool Parasites n’étaient pas évaluables vis-à-vis de cette tech-

nique pour ce genre.  

Dans le cas de l’évaluation de la sensibilité de ces kits par rapport aux techniques de 

biologie moléculaire (Amplidiag® Stool Parasites pour Novodiag® Stool Parasites et 

une PCR maison pour BD Max™ Enteric Parasite Panel), les sensibilités rapportées 

pour Novodiag® Stool Parasites et BD Max™ Enteric étaient proches pour la détec-

tion de Giardia intestinalis (71% vs 67%, respectivement). Pour les deux autres cibles 

(Entamoeba histolytica et Cryptosporidium sp.), l’évaluation du BD Max™ Enteric Pa-

rasite Panel rapporte une sensibilité de 100% contre respectivement 50% et 58% 

pour le Novodiag® Stool Parasites. 

Néanmoins les résultats de cette comparaison sont à nuancer par le fait que les 

échantillons de départs ne sont pas comparables. En effet, concernant les selles uti-

lisées pour l’évaluation des performances du kit BD Max™ Enteric Parasite Panel ver-

sus les techniques microscopiques (n=66 selles testées) 32 étaient positives en mi-

croscopie, contre 45 selles positives pour l’évaluation du kit Novodiag® Stool Para-

sites (n=82 selles testées). Concernant l’étude des performances versus les tech-

niques moléculaires le nombre de selles positives en PCR maison était de 27 (n=66) 

pour le kit BD Max™ Enteric Parasite Panel, et 54 (n=82) pour le kit Novodiag® Stool 

Parasites. 

 

De plus, le panel de protozoaires détectés par le kit BD Max™ Enteric Parasite Panel 

est beaucoup moins large et ce test ne permet pas de s’affranchir de certaines PCR 

spécifiques, notamment pour les microsporidies.  
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5.3. Avantages de l’utilisation de kits de PCR unitaires dans le diagnostic des pro-

tozooses 

 

Les techniques conventionnelles de détection des parasites intestinaux pouvant être 

à l’origine d’une symptomatologie digestive sont chronophages, fastidieuses et re-

quièrent un personnel technique hautement qualifié, notamment pour l’identifica-

tion microscopique.  

L’utilisation d’une PCR multiplex, telle que le Novodiag® Stool Parasites, permet de 

réduire considérablement le délai de rendu du résultat d’un examen de selles.  

La réalisation d’un run Novodiag® Stool Parasites nécessite 10 minutes de manipu-

lation sous hotte et 86 minutes d’amplification, hybridation et détection au sein de 

l’instrument. Un EPS en microscopie peut être réalisé en moins d’une heure. Cepen-

dant, le gain de temps lié à par l’utilisation de l’instrument Novodiag® est obtenu 

par le nombre d’échantillons pris en charge en même temps (multiplexage) et par 

l’automatisation de la technique ce qui permet au technicien d’être détaché à 

d’autres activités. Le gain de temps-technicien est donc d’autant plus important que 

le rendu des résultats se fait automatiquement et de façon qualitative pour chacune 

des 26 cibles recherchées.  

Grâce à ses emplacements individualisés et à des cartouches contenant l’ensemble 

des réactifs nécessaires aux différentes phases de la réaction, l’instrument Novo-

diag® permet une utilisation « random access » c’est-à-dire au coup par coup. Au 

CHU de Toulouse par exemple la PCR Amplidiag® Stool Parasites est réalisée deux 

fois par semaine. L’utilisation du test Novodiag® Stool Parasites permettrait ainsi aux 

cliniciens d’obtenir un résultat dans la journée sans attendre 48h-72h les résultats 

de la biologie moléculaire. 

Un module unique permet de prendre en charge 4 selles toutes les 90 minutes. Au 

laboratoire du CHU de Toulouse, le nombre d’échantillons reçus pour un examen 

parasitologique des selles est de 30 selles par semaine en moyenne, soit environ 5 

selles par jour (avec des maximums autour de 15 selles/jour).   
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Ainsi, un seul module pourrait être suffisant pour un laboratoire ayant un flux de 

demande similaire au laboratoire du CHU de Toulouse. Cependant, pour des volumes 

supérieurs, des modules supplémentaires peuvent être ajoutés. 

De plus, la mise en évidence de formes parasitaires lors de la lecture d’examen direct 

de selles au microscope est dépendante de l’expérience du technicien ce qui peut 

entrainer un biais inter-opérateur. Ceci n’est pas le cas dans les techniques de PCR 

multiplex où cette variabilité inter opérateur est moindre. 

 

5.4. Limites de l’utilisation de kits de PCR unitaires dans le diagnostic des proto-

zooses 

 

5.4.1. Résultats qualitatifs 

Les résultats rendus par les kits unitaires de PCR multiplex sont uniquement qualita-

tifs et indique la présence ou l’absence d’ADN pour une cible donnée. Cependant, 

aucun Ct n’est disponible, la charge parasitaire ne peut donc pas être estimée. De 

plus, contrairement à l’examen direct microscopique qui permet d’apprécier la vita-

lité des trophozoïtes ou l’aspect des kystes de protozoaires, ces PCR unitaires ampli-

fient tout ADN présent dans l’échantillon et ne permettent pas de présumer de la 

viabilité du parasite. Dès lors, l’interprétation d’une persistance d’ADN parasitaire 

avec le test Novodiag® Stool Parasites sans évaluation des charges parasitaires pré-

sente peu d’intérêt dans le cadre du suivi thérapeutique. 
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5.4.2. Résultats invalides 

Le taux de résultats invalides au cours de cette étude est non négligeable et atteint 

les 8,8% (8/91 selles).  

Les invalidités observées lors de cette étude sur huit cartouches ne sont pas expli-

quées par : 

- La consistance de la selle de départ 

- L’hétérogénéité des modes et des températures de conservation des prélè-

vements 

- Les emplacements (ou slots) de l’instrument Novodiag® utilisés. 

 

De plus, lors de chaque run contenant un invalide (à l’exception d’un run contenant 

2 invalides), les trois autres cartouches testées conjointement ont rendus des résul-

tats interprétables. Ce phénomène semble donc aléatoire et probablement lié à un 

échec de contrôle interne au sein des cartouches due à la présence d’un « inhibiteur 

de PCR » (sels biliaires, complexes de polysaccharides). 

Ces inhibiteurs de PCR peuvent inhiber le processus d’amplification par détériora-

tion d’un réactif ou inhiber le système de révélation. Pour un même prélèvement, 

en cas de deux résultats « INVALIDE » consécutifs il est préconisé de diluer l’échan-

tillon. Ceci permettra de diluer un éventuel inhibiteur présent dans le prélèvement 

de départ mais pourra entrainer une diminution globale de la sensibilité du test.   

Dans cette étude, les prélèvements rendus invalides n’ont pas pu être repassés en 

Novodiag® Stool Parasites en raison du nombre limité de cartouches disponible. 
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5.5. Limites de l’étude 

 

5.5.1. Cibles parasitaires peu représentées 

L’évaluation de ces performances présente quelques limites. En effet, le nombre to-

tal d’échantillons analysés (n= 82) reste peu important.  De plus, 6 cibles parasitaires, 

détaillées après, sont peu représentées dans le panel de départ. Dans le cas du genre 

Encephalitozoon sp. une seule selle positive a pu être testée, ce qui est insuffisant 

pour conclure quant aux performances diagnostiques du Novodiag® Stool Parasites. 

De la même manière, seulement 4 selles positives à Enterocytozoon bieneusi et 4 

positives à E. histolytica ont été testées. Enfin, trois cibles parasitaires (Balantidium 

coli, Cyclospora cayetanensis ou Cystoisospora belli) n’ont pas été testées car aucun 

échantillon positif n’était disponible en coprothèque.  

 

5.5.2. Prélèvements de selles itératifs (3 prélèvements) 

Du fait de la détérioration des formes trophozoïtes des parasites après émission ainsi 

que de leur excrétion intermittente, la sensibilité de l’examen microscopique des 

selles est faible lorsque cet examen est unique. Selon une étude de Nazer et al.40, les 

résultats sont variables en fonctions des espèces parasitaires mais il semblerait que 

trois échantillons de selles, à quelques jours d’intervalle, soient nécessaires afin de 

diminuer significativement le nombre de faux négatifs en microscopie.  

Dans cette étude, du fait d’un nombre limité de cartouches l’intérêt des 3 selles ité-

ratives pour la recherche de protozooses chez un patient n’a pas pu être évalué. 
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5.5.3. Étude rétrospective 

Etant donné le nombre limité de cartouches Novodiag® Stool parasites, le choix 

d’une étude rétrospective a été privilégié afin de pouvoir déterminer les sensibili-

tés et spécificité de cette technique. Il a ainsi été possible d’évaluer la détection 

d’un maximum de cibles protozoaires. Cependant ce type d’étude peut entrainer 

des biais de sélection par rapport à une étude prospective. D’autre part, les études 

rétrospectives ne permettent pas d’évaluer les valeurs prédictives positives et né-

gatives.  
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

 

La microscopie est à ce jour l’examen de référence pour le diagnostic en routine des 

infections intestinales à protozoaires. Cependant, celle-ci reste limitée par la diffi-

culté technique de cet examen et par sa faible sensibilité liée à l’excrétion intermit-

tente ainsi qu’à la fragilité de certains microorganismes. Ainsi, les stratégies inno-

vantes permettant la détection multiplexe des parasites digestifs constituent des al-

ternatives intéressantes dans ce contexte. 

Le kit Novodiag® Stool Parasites, évalué pour la première fois dans cette étude, per-

met la détection de l’ADN de la majorité des protozoaires intestinaux impliqués en 

pathologie humaine. Il s’agit d’une approche multiplexe novatrice associant une ré-

action de PCR avec une détection par puce à ADN. La technique présente plusieurs 

avantages, notamment sa facilité d’utilisation en réduisant les phases pré-analy-

tiques et techniques. De plus, l’amplification, la détection et le rendu des résultats 

sont automatisés pour chacune des dix cibles de protozoaires recherchées. Enfin, 

son format de cartouche unitaire permet d’obtenir en une heure et demie un dia-

gnostic pour un échantillon de selles donné. 

Les performances analytiques de ce kit sont supérieures à celles du diagnostic par 

microscopie pour les principales espèces de protozoaires retrouvées chez les pa-

tients atteints de symptomatologie digestive (Giardia intestinalis, Blastocystis sp., 

Dientamoeba fragilis et Entamoeba histolytica). Néanmoins, la sensibilité de cette 

technique reste inférieure à celle des techniques de détection par biologie molécu-

laire actuellement utilisées en routine dans le service de Parasitologie-Mycologie du 

CHU de Toulouse. Une évaluation sur un plus grand nombre d’échantillons permet-

trait d’affiner les résultats déjà obtenus et de calculer la sensibilité et la spécificité 

pour la détection des espèces parasitaires n’ayant pas pu être testées lors de cette 

étude. 
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En conclusion, l'utilisation de ce kit pourrait améliorer le diagnostic de routine des 

protozooses par les laboratoires de biologie médicale privés ou publics, en étant 

beaucoup plus facile à mettre en œuvre, par rapport à la microscopie. 
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Résumé en français 

L’examen parasitologique des selles par technique microscopique est l’examen de 
référence pour le diagnostic des parasitoses digestives. Cependant, du fait de la faible 
sensibilité de la microscopie, il existe un intérêt croissant pour les techniques de 
diagnostic moléculaire. Dans cette étude, les performances du kit Novodiag® Stool 
Parasites ont été évaluées. Il s’agit d’une technique innovante de détection multiplexe 
d’ADN parasitaire ciblant les protozoaires et microsporidies les plus fréquemment 
retrouvés en pathologie humaine. Il associe une amplification par PCR à une détection par 
puce à ADN. Ses performances analytiques sont au moins égales à celles du diagnostic 
microscopique (Se=100%) mais sont inférieures à celles des techniques de PCR en temps 
réel actuellement utilisées (Se= 50 à 70% selon les espèces). 

Titre et résumé en anglais :  

Performance evaluation of Novodiag® Stool Parasites kit in intestinal protozoa 
detection at the laboratory of Parasitology-Mycology at Toulouse University Hospital 

Stool analysis, with a miscroscope search for microorganisms, remains the gold standard 
to diagnose intestinal parasitic infections. However, due to microscopy low sensitivity, 
there is a growing interest in molecular biology to assess the diagnosis. In this study, we 
investigate the Novodiag® Stool Parasites kit performance. It is an innovative technique 
for multiplex DNA detection of digestive parasites targeting ten of the most common 
protozoa in human pathology. Combining real-time Polymerase Chain Reaction with DNA-
microarray detection. The analytical performances are equivalent when compared to 
microscopic diagnosis alone (Se=100%) but remains lower than molecular biology 
detection techniques currently used (Se=50-70% depending on species). 
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