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        Les parasites entériques sont des contributeurs importants aux maladies diarrhéiques 

mondiale (Ryan et al., 2017), parmi ceux-ci, Giardia intestinalis (syn. Giardia lamblia, 

Giardia duodenalis) est un parasite zoonotique flagellé couramment trouvé dans le tractus 

intestinal des humains et des animaux, entraînant un grand nombre d’infections gastro-

intestinales (Feng and Xiao, 2011). Dans le monde, on estime que jusqu'à 280 millions de 

personnes sont infectées par G. intestinalis (Einarsson et al., 2016; Feng and Xiao, 2011; 

Ryan and Cacciò, 2013; Yoder et al., 2012). La prévalence des infections à Giardia signalée 

chez l'homme varie entre 0.4% et 7.5% dans les pays développés (Feng and Xiao, 2011) et 

entre 20% et 30% dans les pays en développement à revenu faible et intermédiaire (Erismann 

et al., 2016; Rafiei et al., 2020). Les enfants sont généralement les plus fréquemment infectés 

que les adultes (Barry et al., 2013). En raison du fardeau élevé des maladies liées à G. 

intestinalis dans les pays en développement, de son impact sur les améliorations 

développementales et socio-économiques et de son lien étroit avec la pauvreté, ce parasite est 

inclus dans l'initiative sur les maladies négligées de l'Organisation Mondiale de la Santé 

(OMS) depuis 2004 (Ankarklev et al., 2010; Cernikova et al., 2018; Savioli et al., 2006). La 

transmission de Giardia se produit généralement après l'ingestion de kystes infectieux via la 

consommation d'aliments ou d'eau contaminés, ou par une voie fécale-orale directe.  

        Les symptômes varient en intensité, ce qui peut être attribuable à la fois à des facteurs 

hôtes et parasitaires (Colli et al., 2015); l'infection est considérée comme asymptomatique 

dans environ 50% des cas, tandis qu'une diarrhée sévère associée à des vomissements, des 

ballonnements, des nausées et / ou de la fatigue peut être observée chez les patients 

symptomatiques et une croissance altérée peut être observée chez les enfants (Einarsson et al., 

2016). En plus de provoquer des symptômes aigus, Giardia a été associé à des séquelles post-

infectieuses à long terme qui incluent des troubles gastro-intestinaux fonctionnels, un 

syndrome de fatigue chronique, de l'arthrite, des pathologies oculaires et des troubles cognitifs 

chez les enfants (Halliez and Buret, 2013). 

         En raison de sa grande variation génétique (Andrews et al., 1989; Monis et al., 2009), G. 

intestinalis est considéré comme une espèce complexe, impliquant huit groupes ou génotypes 

génétiquement distincts (assemblages A – H) avec un potentiel zoonotique et une spécificité 

d'hôte variables (Helmy et al., 2018). L'assemblage B en particulier présente une 

hétérozygotie de séquence allélique (ASH) à travers plusieurs loci (Ankarklev et al., 2012). 

Les assemblages peuvent être identifiés par réaction en chaîne par polymérase (PCR), soit en 



INTRODUCTION 
 

2 
 

combinaison avec le polymorphisme de longueur des fragments de restriction (RFLP), soit 

par séquençage des amplicons de PCR (Thompson and Ash, 2016; Wegayehu et al., 2016a; 

Zahedi et al., 2017). En raison des différences de sensibilité des tests PCR et des résultats de 

génotypage occasionnels discordants entre les locus génétiques, il a été recommandé de 

déterminer l'assemblage de G. intestinalis par analyse multilocus, qui offre une résolution plus 

élevée (Cacciò et al., 2008) et implique le séquençage de la petite sous-unité (SSU) des gènes 

de l'ARN ribosomal nucléaire (gène de l'ARNr 18S), des gènes β-giardin (bg), glutamate 

déshydrogénase (gdh) et / ou triose phosphate isomérase (tpi) (Cacciò et al., 2005; Feng and 

Xiao, 2011; Koehler et al., 2014; Ryan and Cacciò, 2013). Le gène tpi s'est généralement 

avéré être un marqueur robuste et peut même être utilisé seul pour fournir des informations de 

base là où aucune connaissance a priori n'est disponible (Sulaiman et al., 2003). Une autre 

méthode a été développée pour détecter et différencier les assemblages A et B dans des 

échantillons de matières fécales humaines (Vanni et al., 2012). La méthode est basée sur une 

PCR en une seule étape utilisant des amorces spécifiques à l'assemblage et repose sur les 

différences de tailles de produits de PCR pour les assemblages A et B visualisés par 

électrophorèse sur gel. Cette méthode s'est avérée robuste pour détecter les infections mixtes 

et en termes d'applicabilité dans les laboratoires dotés d'un équipement moléculaire de base 

(Vanni et al., 2012). 

         Une grande partie de nos connaissances sur les facteurs de risque d'infection provient 

d'enquêtes sur les épidémies, seules quelques études ont abordé les facteurs de risque de la 

giardiase endémique ou sporadique (Adam, 2001; Eisenberg et al., 2002; Stuart et al., 2003; 

Thompson, 2000). Un aperçu de l'épidémiologie de l'infection à Giardia est essentiel pour 

développer des stratégies et des activités préventives efficaces. 

         En Europe et en Amérique, l'épidémiologie des infections humaines à Giardia est 

relativement bien documentée, même au niveau des assemblages. Cependant, en Afrique, très 

peu de données sont disponibles (Squire and Ryan, 2017), celles-ci tendent à ne tenir compte 

que de la prévalence sans se concentrer sur les manifestations cliniques de la giardiase chez 

les enfants et les adultes, ainsi que d’étudier les facteurs qui influencent la distribution de G. 

intestinalis dans cette zone. L'étendue de l'ASH dans le cas de G. intestinalis chez l'homme en 

Afrique, n'a été élucidée que dans une mesure très limitée (Lalle et al., 2009). 

Particulièrement en Algérie, il n'existe à notre connaissance qu'une seule étude de génotypage 

de Giardia sur des isolats humains, qui a abordé la présence d'assemblages de Giardia chez 

des enfants dans une zone géographique restreinte en utilisant l'analyse PCR / RFLP de bg 
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mais sans fournir de données de séquence d'ADN (Rebih et al., 2020). La portée de la 

présente thèse est subdivisée en deux parties à savoir :  

1- Élucidation de l'épidémiologie et la signification clinique des infections à G. 

intestinalis dans la région d'Alger, en identifiant la prévalence de l'infection à Giardia 

et en comparant les données sociodémographiques et cliniques des individus infectés 

par Giardia avec celles relatives aux individus infectés par d'autres protistes parasites 

intestinaux. 

2- Caractérisation de G. intestinalis chez les enfants et les adultes dans deux zones 

géographiques distinctes en Algérie, en utilisant la PCR en temps réel, la PCR 

spécifique à l'assemblage, le génotypage basé sur le séquençage du gène tpi et 

l'analyse de l'ASH dans les assemblages de Giardia. 
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1. Étude de la Giardiase 

1.1. Historique de la découverte et de la désignation de l’espèce Giardia spp. 

         La première description de Giardia spp. a été réalisée en 1681 par Van Leeuwenhoek à 

partir de ses propres selles diarrhéiques (Dobell, 1920). Ce n’était qu’en 1859 pour qu'une 

description plus détaillée de ce parasite soit effectuée par Lambl qui pensait que l'organisme 

appartenait au genre Cercomonas et l'a nommé Cercomonas intestinalis (Adam, 2001). 

Durant la première moitié du 19ème siècle, la dénomination de ce parasite est sujette à de 

nombreuses controverses car les noms d'espèces sont basés soit sur l'hôte d'origine, soit sur sa 

morphologie. 

          En 1952, Filice publie une description morphologique très détaillée de ce parasite et 

propose trois espèces pour le genre Giardia. Ce micro-organisme est reconnu comme une 

cause de pathologie diarrhéique à partir de la fin des années 1950. Les principales étapes 

chronologiques de l'étude et la désignation de Giardia sont représentées dans la figure 1 

(Bertrand, 2005). 

− 1681 : 1ère description de ce parasite par Van Leeuwenhoek. 

− 1859 : Description détaillée de ce parasite par Lambl qui le nomme Cercomonas 

intestinalis. 

− 1881 : Association entre le stade kyste et le stade flagellé. 

− 1883 : 1ère utilisation de Giardia comme nom de genre. 

− 1922 : SIMON utilise des critères morphologiques pour distinguer Giardia muris et 

Giardia lamblia. 

− 1932 : DOBELL considère le tractus gastro-intestinal comme le lieu de multiplication 

de ce parasite. 

− 1952 : FILICE publie une description détaillée de Giardia et propose alors trois 

espèces : G.lamblia, G. muris et G.agilis. 

− 1955 à 1965 : La communauté médicale commence à reconnaître Giardia comme une 

cause de pathologie diarrhéique. 

− 1960-1980 : Epidémies d'origine hydrique reportées en Europe et aux Etats-Unis. 

− 1987 : ERLANDSEN et BEMRICK décrivent une nouvelle espèce : G. psittaci. 

− 1988 : Description de l'espèce G. microti par Feely. 

− 1990 : Description de l’espèce G.ardeae par Erlandsen et al. 

 

Figure 1. Principales étapes de la découverte de Giardia (Adam, 2001; Erlandsen et al., 1990; 

Erlandsen and Bemrick, 1987; Feely, 1988; Rose and Slifko, 1999; Timothy B. Gardner and 

David R. Hill., 2001).
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2.2. Taxonomie du genre Giardia  

 

       Giardia est un parasite intestinal protiste ubiquitaire et à large spectre actuellement 

considéré comme appartenant au phylum Metamonada, à l'ordre Diplomonadida et à la 

famille des Hexamitidae (Thompson and Monis, 2012; Faso and Hehl, 2019; Robertson, 

2014). Le nombre d'espèces de Giardia a été fortement débattu et jusqu'à récemment, un total 

de huit espèces de Giardia a été validé, incluant : Giardia intestinalis (syn. Giardia 

duodenalis et Giardia lamblia), Giardia agilis, Giardia ardeae, Giardia psittaci, Giardia 

muris, Giardia microti, Giardia peramelis et G. cricetidarum (Hillman et al., 2016; Monis et 

al., 2009; Ryan and Cacciò, 2013; Lyu et al., 2018) (Tableau 1). Parmi celles-ci, G. 

intestinalis est une espèce complexe, comportant la plus large gamme d'hôtes infectant les 

humains et une grande variété d'animaux, tandis que les autres espèces infectent 

principalement les amphibiens, les rongeurs, les oiseaux et les marsupiaux (Chilvers et al., 

1998).  

        La caractérisation moléculaire de Giardia intestinalis a révélé l’existence de huit 

assemblages génétiquement distincts : les assemblages A et B, qui infectent couramment les 

humains et de nombreuses espèce de mammifères, les assemblages C et D chez les chiens et 

autres canidés, l'Assemblage E chez les animaux à sabots, l'Assemblage F chez les chats, 

l'assemblage G chez les rongeurs et l'assemblage H chez les pinnipèdes (Cacciò et al., 2018) 

(Tableau 1). Actuellement, les assemblages C-H sont considérés comme spécifiques à l'hôte, à 

l’exception de quelques cas sporadiques d'assemblages C, D, E et F qui ont été reportés chez 

l'homme (Broglia et al., 2013; Gelanew et al., 2007; Liu et al., 2014; Scalia et al., 2016; 

Štrkolcová et al., 2015; Zahedi et al., 2017), par conséquent, ils sont considérés comme 

potentiellement zoonotiques. Néanmoins, il est à noter que ces études sont basées sur la 

détection de l'ADN de Giardia et non sur la démonstration d'une infection réelle. Les 

assemblages A et B peuvent être sous-typés en sous-assemblages (par exemple AI, AII, AIII, 

BIII et BIV) en utilisant le typage multilocus pour faciliter les études de transmission (Cacciò 

et al., 2018). L’Assemblage A quant à lui, il se divise en deux groupes, à savoir : Assemblage 

AI et Assemblage AII. Ces deux sous-assemblages AI et AII infectent les humains et les 

animaux (le sous-assemblage AII étant connu pour être retrouvé plus exclusivement chez 

l'homme), tandis que le sous-assemblage AIII semble infecter principalement les animaux à 

sabots sauvages (Cacciò et al., 2018; Lebbad et al., 2010).  
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Tableau 1. Espèces et assemblages reconnus de Giardia (Ryan and Zahedi, 2019) 

 

2.3. Cycle de vie  

 

        G. intestinalis est un protozoaire flagellé binucléé qui vit dans la partie supérieure de 

l'intestin grêle de nombreux hôtes vertébrés. Il est une cause majeure de maladie entérique 

d’origine hydrique et la différenciation est essentielle à son succès en tant qu'agent pathogène 

(Svärd et al., 2003).  

         Le cycle de vie de G. intestinalis comprend deux étapes principales, un stade 

trophozoïte mobile non infectieux qui vit dans les intestins de son hôte et un stade kyste 

infectieux immobile et résistant à l'environnement (Adam, 2001; Eisenberg et al., 2002). La 

dose infectante pour un humain est d'environ 10 à 100 kystes (Cacciò and Sprong, 2011). Les 

Giardia spp. 

/assemblages Hôtes majeurs 

Rapports chez 

l'homme Références 

    

G. intestinalis  Les mammifères 

Communément 

rapporté (Filice, 1952)  

Assemblage A Large gamme de mammifères  

Communément 

rapporté  

Assemblage B Large gamme de mammifères  

Communément 

rapporté  

Assemblage C Canidés 

Rapports chez 

l'homme en Chine                  

et en Slovaquie (Hopkins et al., 1997; Monis et al., 1998) 

Assemblage D Canidés 

Un seul rapport chez 

les voyageurs                                     

Allemands 

(Hopkins et al., 1997; Monis et al., 1998) 

 

Assemblage E Animaux à sabots Plusieurs rapports (Ey et al., 1997)  

Assemblage F Félins 

Une seule donnée 

chez 

l'homme en Éthiopie (Monis et al., 1999) 

Assemblage G Rongeurs Aucun signalé (Monis et al., 1999) 

Assemblage H Pinnipèdes Aucun signalé (Lasek-Nesselquist et al., 2010) 

G. agilis Amphibiens Aucun signalé (Künstler, 1882) 

G. microti Rongeurs Aucun signalé (Filice, 1952)  

G. muris Rongeurs Aucun signalé (Filice, 1952)  

G. ardeae  Oiseaux Aucun signalé (Filice, 1952)  

G. psittaci  Oiseaux Aucun signalé (Erlandsen and Bemrick, 1987) 

G. peramelis 

Bandicoots bruns du sud 

(Isoodon obesulus) Aucun signalé (Hillman et al., 2016) 

G. cricetidarum 

Hamsters (Phodopus 

sungorus) Aucun signalé (Lyu et al., 2018) 
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infections sont généralement contractées via la consommation d’eau potable contaminée par 

des kystes parasitaires ou directement par voie fécale-orale (Cotton et al., 2011; Ortega-

Pierres and Argüello-García, 2019; Thompson and Monis, 2004), déclenchées par l’ingestion 

de kystes infectieux (Svärd et al., 2003) qui sont stimulés par le milieu acide dans l'estomac et 

la présence de bile et de trypsine dans le duodénum (Ankarklev et al., 2010). Après la 

digestion, un précurseur de trophozoïte flagellé émerge activement du kyste (excystation) lors 

de son passage au niveau stomacal puis intestinal, ouvrant la voie à la colonisation de 

l'intestin grêle du nouvel hôte (Faso et al., 2013; Faso and Hehl, 2019). Les trophozoïtes 

adhèrent aux cellules épithéliales et se multiplient par fission binaire (Geurden et al., 2010), 

ils subissent par la suite des changements biologiques pour survivre à l'extérieur de l'intestin 

de leur hôte, en se différenciant en kystes résistants (Svärd et al., 2003) (encystation, Figure 2) 

au contact des sels biliaires. Ces kystes seront ensuite excrétés dans les fèces, complétant le 

cycle de vie (Geurden et al., 2010). Les kystes sont extrêmement résistants au stress et 

peuvent survivre dans l'environnement externe pendant des semaines et parfois des mois  

(Cacciò and Sprong, 2011), en milieu aquatique pendant 2 à 3 mois avec inactivation 

progressive en fonction de la température (Abd El-Latif et al., 2020; DeRegnier et al., 1989; 

Fletcher et al., 2012; Pons et al., 2015). Ils sont également protégés par la paroi du kyste, du 

stress environnemental comme les UV (Einarsson et al., 2015). Concernant la résistance aux 

désinfectants oxydants tels que le chlore, les kystes de Giardia sont plus résistants que les 

bactéries entériques sachant que l’utilisation de 1 mg / L du résidu de chlore libre pendant 25 

à 30 min peut atteindre 90% d’inactivation (WHO, 2017). Ils deviennent virulents 

immédiatement après l'excrétion (Geurden et al., 2010). 
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Figure 2. Modèle proposé du cycle de vie de Giardia intestinalis (Ankarklev et al., 2010). 

 

2.3.1. Excystation  
 

       Les kystes de Giardia sont exposés à l'acide gastrique lors de leur passage dans l'estomac 

de l'hôte, déclenchant une excystation. Ceci comporte une différenciation rapide des kystes en 

trophozoïtes végétatifs via le stade excyzoïte de courte durée (Ankarklev et al., 2010).  

Au début de l'excystation, l'espace péritrophe s'élargit à mesure que le trophozoïte émergeant 

se sépare de la paroi du kyste (Figure 3). Durant l’excystation, les enzymes contenues dans 

des vacuoles périphériques de type lyzosome telles que les cysteine proteases sont libérées 

dans l'espace entre le trophozoïte et la paroi cellulaire (Ward et al., 1997). Ensuite, à travers 

une ouverture dans l’un des pôles du kyste, les flagelles émergent suivie par le corps de 

l’excyzoïte (Buchel et al., 1987). 

        La différence entre l'excyzoite et le trophozoïte réside dans le fait que le premier n'a pas 

encore assemblé le disque adhésif et qu'il contient quatre noyaux tétraploïdes. L'excyzoite se 

divise deux fois, sans réplication d'ADN entre les divisions, donnant naissance à quatre 

trophozoïtes contenant chacun deux noyaux diploïdes (Bernander et al., 2001) (Figure 4). Au 

cours du processus de division, le métabolisme et l’expression des gènes de l'excyzoite 
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augmentent, entrainant une séparation des organites et régulation à la hausse des protéines 

associées à la motilité et assemble le disque adhésif (Paget et al., 1998; Palm et al., 2005), par 

lequel, les trophozoïtes s'attachent à la surface de l'épithélium intestinal et se divisent avec un 

temps de génération de 6 à 12 heures in vitro (Ankarklev et al., 2010). 

         Expérimentalement, il a été démontré que l'excystation in vitro est induite par 

l'exposition des kystes à un milieu où régnait un pH acide, comparable à celui de l'estomac, 

qui est généralement compris entre 2-2,7, en utilisant par exemple, des solutions salines 

acidifiées, souvent complétées par du chlorhydrate de L-cystéine et du glutathion (Rousseau 

et al., 2018; Tysnes and Robertson, 2016). Cette étape est suivie d'une deuxième dans laquelle 

les kystes sont exposés à un milieu tel que la trypsine dans une solution de Tyrodes à pH 8, 

créant un environnement qui rappelle l'intestin grêle (Boucher and Gillin, 1990). 

 

 
 

Figure 3. Désenkystement de Giardia, échelle 2 μm (Erlandsen et al., 2002) 

 

 

  

 

 

  

 

 

  

 

Figure 4. Division binaire et obtention des trophozoïtes (Erlandsen et al., 2002) 

       La flèche et l'astérisque correspondent respectivement à un disque ventral et une paire de 

flagelles en formation, échelle 5μm. 
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2.3.2. Encystation  

 

        Les trophozoïtes commencent à s'enkyster in vivo lorsqu'ils migrent vers la partie 

inférieure de l'intestin grêle (Gillin et al., 1987). L'encystation comprend deux phases à savoir 

: une phase précoce et une phase tardive. La phase précoce est un processus de transformation 

qui se traduit par des changements dans la division cellulaire, le métabolisme, l'ultrastructure, 

le transport des protéines et l'expression des gènes (Svärd et al., 2003), durant laquelle, les 

trophozoïtes adoptent la forme arrondie et les organismes ne peuvent plus se fixer aux 

surfaces, les vésicules spécifiques à l'enkystation (les structures de type Golgi, ESVs) 

deviennent alors visibles (Figure 5). Ces vésicules ont pour rôle d’assurer le transport sélectif 

des protéines de la paroi kystique vers la surface du trophozoïtes (Ankarklev et al., 2010; 

Svärd et al., 2003). En outre, pendant l'enkystation, le disque adhésif se fragmente en quatre 

structures en forme de croissant qui sont maintenues dans le cytoplasme (Palm et al., 2005). 

La cellule subit une réplication de l'ADN mais quitte ensuite le cycle cellulaire au stade G2, 

pour donner une cellule à deux noyaux tétraploïdes. Au cours de l'encystation tardive, ces 

noyaux se divisent (donnant naissance à quatre noyaux diploïdes) et l'ADN est répliqué une 

fois de plus, générant des kystes matures à quatre noyaux et une ploïdie de 16n (Bernander et 

al., 2001). Les kystes ont un taux métabolique inférieur à celui des trophozoïtes et sont très 

résistants aux facteurs environnementaux pouvant survivre plusieurs semaines dans l'eau 

froide à l'extérieur de l'hôte (Ankarklev et al., 2010). L’activation du phénomène semble 

dépendre de plusieurs facteurs environnementaux tels que le pH, la concentration en sels 

biliaires, en acide lactique ou en acides gras (Gillin et al., 1989, 1987). La membrane 

plasmique du trophozoïte devenait perméable lorsque l’environnement était pauvre en 

cholestérol, ce qui induisait une cascade enzymatique (transduction du signal) à l’origine de 

l’expression des gènes impliqués dans le phénomène d’enkystement (Luján et al., 1998). 

          Expérimentalement, plusieurs protocoles d’encystation ont été développés in vitro pour 

induire et mettre en évidence le processus d’encystation. Le protocole le plus utilisé comprend 

deux étapes (Boucher and Gillin, 1990) consistant à affamer les trophozoïtes de bile avant 

l’addition de milieu d’encystation contenant des niveaux élevés de bile porcine et d'acide 

lactique. D'autres protocoles utilisent du sérum appauvri en cholestérol (Luján et al., 1996) ou 

des niveaux élevés de bile bovine (Kane et al., 1991). Ces protocoles semblaient avoir une 

efficacité pour produire des kystes matures (Einarsson and Svärd, 2015). 
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Figure 5. Schéma illustrant la transformation progressive du trophozoïte mobile via 

l'encyzoite au stade final du kyste (Einarsson and Svärd, 2015). 

 

2.4. Morphologie  

 

        Le trophozoïte se présente sous la forme d’un corps piriforme avec une extrémité 

antérieure arrondie et une extrémité postérieure effilée. Il mesure approximativement 12–15 

μm de long et 5–9 μm de large (Adam, 2001; Ankarklev et al., 2010). La face dorsale du 

parasite est convexe tandis que sa face ventrale est concave, lui conférant une forme de 

croissant sur les coupes histologiques (Euzeby, 1986). Le trophozoïte montré ici est vu 

dorsalement (Figure 6a). Il y a huit flagelles organisés en quatre paires : les flagelles 

antérieurs (AF), les flagelles ventraux (VF), les flagelles postérieurs / latéraux (PLF) et les 

flagelles caudaux (CF) ; les lignes pointillées indiquent les structures internes. Les corps 

basaux sont les sites d'où proviennent les flagelles. Le corps médian est une structure 

microtubulaire de fonction inconnue (Euzeby, 1986). Quant à sa face ventrale se trouve un 

disque adhésif de forme subcirculaire qui est une grande structure de fixation rigide composée 

de microtubules, agissant comme une ventouse et intervenant dans le mécanisme de fixation 

du parasite aux cellules intestinales (Lanfredi-Rangel et al., 1999) où ils obtiennent les 

nutriments nécessaires et évitent le transport au-delà du jéjunum (Adam, 2001) (Figure 6a). 

Plusieurs éléments du cytosquelette entrent dans la composition des disques adhésifs des 

trophozoïtes comprenant des microtubules, adjacents et parallèles à la surface du disque et des 
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microrubans (rubans dorsaux), qui sont perpendiculaires et sous-jacents aux microtubules 

dont la base moléculaire serait des protéines de type giardines, qui sont des hélices à 

enroulement alpha protéines d'environ 29 à 38 kDa et occupe les deux tiers de la face ventrale 

du parasite (Heyworth et al., 1999; Peattie et al., 1989).  

        Il existe plusieurs mitosomes centraux et périphériques dans la cellule. Les vésicules 

périphériques sont des vésicules de type lysosome qui se trouve sous la membrane plasmique 

dans toute la cellule. Dans le kyste, la paroi du kyste est une couche interne composée de deux 

membranes qui protègent le parasite. 

        Les kystes de Giardia sont de forme ovale à subsphérique, non mobiles, mesurant 8–12 

μm de long par 7–10 μm de large (Figure 6b). La paroi externe du kyste a une épaisseur de 

0,3 à 0,5 µm et est composée d'un réseau de filaments de 7 à 20 nm de diamètre (Ankarklev et 

al., 2010; Erlandsen et al., 1990, 1989). Cette paroi est principalement composée de 63% 

d'hydrates de carbone sous forme d'un polymère de N-acétylgalactosamine et de trois 

protéines différentes des parois des kystes (CWP1, CWP2 et CWP3) (Gerwig et al., 2002) 

dont le poids moléculaire est respectivement de 26,39 et 27,3 KDa (Jarroll and Şener, 2003). 

Toutes ces protéines contiennent des répétitions riches en leucine et ont des résidus de 

cystéine conservés en position (Lujan et al., 1995; Mowatt et al., 1995; Sun et al., 2003).  Le 

disque adhésif et les flagelles sont démontés et stockés dans le parasite. Le kyste a quatre 

noyaux tétraploïdes (Ankarklev et al., 2010). 
 

 

Figure 6. Représentation schématique montrant les principales caractéristiques d'un 

trophozoïte et d’un kyste de G. intestinalis. AF : flagelles antérieurs (x2), CF : flagelles 

caudaux (x2), PLF : flagelles latéro-postérieurs (x2) et VF : flagelles ventraux (x2) 

(Ankarklev et al., 2010). 
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2.5. Méthodes de détection et de caractérisation moléculaire de Giardia spp. 

 

        Giardia est un parasite connu pour être transmis par voie fécale-orale suite à l’ingestion 

de nourriture ou d'eau contaminés. Un certain nombre de méthodes a été développé pour la 

détection de ces types d'échantillons (Thompson and Ash, 2016).  

        L'introduction et l’utilisation des techniques moléculaires pour détecter Giardia, en 

particulier celles basées sur l'amplification in vitro des acides nucléiques (c'est-à-dire la PCR 

et les méthodologies associées), a révolutionné l'étude de l'épidémiologie de Giardia (Cacciò 

and Ryan, 2008; Ryan and Cacciò, 2013) en ayant beaucoup aidé à mieux comprendre sa 

diversité génétique et à résoudre beaucoup de questions sur son mode de transmission et les 

impacts associés sur la santé publique (Thompson and Ash, 2016).  

         Des techniques de diagnostic allant de la microscopie traditionnelle, aux tests 

d'anticorps immunofluorescents et aux protocoles moléculaires à base d'ADN sont en 

constante évolution et largement utilisés (Thompson and Ash, 2019); offrant souvent une 

gamme de sensibilité et de spécificité plus élevée pour identifier Giardia au niveau des 

espèces, des assemblages, des sous-assemblages et des génotypes comme rapporté dans de 

nombreuses études récentes (Adeyemo et al., 2018; Efstratiou et al., 2017; Koehler et al., 

2014; Ryan et al., 2019; Soares and Tasca, 2016). 

         La fiabilité de la sensibilité est probablement un facteur limitant pour la détection 

moléculaire. Certaines études ont rapporté que l’application de la PCR est plus sensible 

comparativement aux autres méthodologies telles que la microscopie ou les tests ELISA pour 

la détection de certains protozoaires tels que Giardia (Helmy et al., 2018; Hijjawi et al., 2018; 

Pan et al., 2018). Tandis que d’autres études rapportent un manque significatif de sensibilité 

(Imre et al., 2017; Ma et al., 2016; Mero et al., 2017). Cette différence dans la sensibilité entre 

les différentes études peut s’expliquer par le choix de la méthode d’extraction de l’ADN, la 

région ciblée du gène à amplifier, le type d’échantillon et la présence des inhibiteurs de PCR 

(Gasser, 2006; Piggott and Taylor, 2003). Vu la nécessité des études épidémiologiques afin de 

comprendre la transmission des pathogènes, les techniques moléculaires s’avèrent plus 

prometteuses surtout lorsque la caractérisation génétique semble être le seul moyen de 

déterminer l'espèce et le génotype / sous-type de Giardia (Thompson and Ash, 2019). 

         Des techniques d'une grande utilité pour le diagnostic et qui fournissent des dosages 

quantitatifs, rapides et à haut débit avec une capacité de détecter simultanément plusieurs 

pathogènes ont été mise au point (Mero et al., 2017; Platts-Mills et al., 2018; Sánchez et al., 
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2018; Tsui et al., 2018). Parmi celles-ci, la PCR multiplex, la PCR quantitative (ou QPCR) 

ou encore la PCR en temps réel peuvent être utilisées à la fois comme des méthodologies 

individuelles ou en combinaison (Tsui et al., 2018). La capacité de faire la distinction entre 

des kystes / oocystes viables et non viables en utilisant des analyses d'ARNm est l’une des 

vertus des outils moléculaires, elles permettent aussi de détecter les cellules métaboliquement 

fonctionnelles et actives qui sont considérées comme viables, une exigence nécessaire pour 

déterminer l'infectiosité potentielle d'un nombre d'échantillons donné (Alonso et al., 2014; Ma 

et al., 2016; Rousseau et al., 2018; Travaillé et al., 2016). Pour la caractérisation des espèces 

de Giardia, des fragments de gènes eucaryotes bien conservés ont été ciblés pour les premiers 

tests PCR en utilisant des amorces dégénérées qui comprennent la petite sous-unité (SSU) des 

gènes de l'ARN ribosomal nucléaire (gène codant l’ARNr 18S), deux régions des 

espaceurs internes transcrits (ITSI et ITS2), facteur d'élongation EF1-alpha (Ef1-α) ou des 

gènes spécifiques au parasite comme les gènes de bg, gdh et/ou tpi (Cacciò et al., 2010, 2002; 

Monis et al., 1999; Sulaiman et al., 2003) (Tableau 2).  En termes de variabilité génétique, il 

est important de souligner que ces marqueurs diffèrent largement (Wielinga and Thompson, 

2007). L’utilisation des marqueurs fortement conservés tels que l'ARNr 18S et l'Ef1-α pour 

l’identification de Giardia au niveau des assemblages est peu utile surtout lorsque la variation 

génétique au sein des assemblages doit être déterminée (Ryan and Cacciò, 2013). La PCR qui 

cible l'ARNr 18S a prouvé une sensibilité élevée et elle est souvent utilisée pour la détection 

de Giardia à partir de différentes matrices (par exemple, excréments humains et animaux, 

échantillons d'eau…), en raison de la nature de ce gène « gène à copie multiple » par rapport 

aux autres marqueurs tels que bg, gdh et tpi « gènes à copie unique » (Thompson and Ash, 

2016). La discordance des résultats entre les études, est probablement due à l’appui sur 

l’amplification de l'ARNr 18S dans les essais PCR qui ciblent de très petits fragments 

fortement tributaires de quelques sites polymorphes (Ryan and Cacciò, 2013). En raison de la 

richesse du locus 18S en GC et pour améliorer la sensibilité de la détection, l’utilisation des 

tampons PCR spéciaux s’avère nécessaire. La nature clonale de la structure de la population 

de Giardia suggère que l'utilisation d'un marqueur avec une grande hétérogénéité génétique 

comme tpi s'est généralement avéré un marqueur robuste et peut être utilisé seul, il peut 

fournir une résolution aussi élevée que le typage de séquence multilocus (MLST) et des 

informations de base lorsqu'aucune connaissance a priori n'est disponible (Figure 7) 

(Sulaiman et al., 2003). De nombreuses études ont prouvé l’utilisation d’un seul gène dans les 

essais PCR pour le typage de Giardia, cependant, le typage de séquence multilocus MLST 
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semble être l’approche la plus informative pour le génotypage de Giardia (Ankarklev et al., 

2018; Ryan and Cacciò, 2013). 

         La variation génétique des gènes de ménage (Housekeeping genes) utilisés actuellement 

dans les schémas MLST semble être suffisante pour le génotypage et la discrimination. 

D’autres marqueurs moléculaires qui présentent aussi une variabilité tels que les 

microsatellites et d'autres séquences d'ADN répétées peuvent également être utilisées pour la 

détermination des sous-types mais il s’avère qu’elles soient minoritaires et rarement 

représentées dans le génome (Ryan and Cacciò, 2013). 
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Figure 7. Les relations phylogénétiques des parasites Giardia inférées par l'analyse du 

voisinage des séquences nucléotidiques du tpi (Sulaiman et al., 2003). 
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Tableau 2. Gènes fréquemment utilisés pour le typage moléculaire de Giardia. Une grande 

base de données contenant des informations génomiques et protéomiques sur Giardia 

intestinalis est disponible sur http://giardiadb.org/giardiadb/ (Cacciò and Sprong, 2011; Ryan 

and Cacciò, 2013). 

 

Marqueur génétique  Fonction Localisation Disponibilité des séquences Références  

Mlh1 

Impliqué dans la 

réparation de l'ADN CH991767 

G. intestinalis assemblage A 

and B 

 

(Lasek-Nesselquist 

et al., 2009) 

Glutamate 

dehydrogenase Enzyme de ménage CH991814 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. muris, G. 

ardeae 

 

(Monis et al., 

 1999) 

Triose phosphate 

isomerase Enzyme de ménage CH991767 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. microti, G. 

muris, G. ardeae 

 

(Sulaiman et al., 

2003) 

Beta-giardin  Protéine structurale CH991793 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. muris 

 

(Cacciò et al., 

 2002) 

Elongation factor 1-α 

(Ef1-α) 

Composant de  

l’appareil de traduction CH991798 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. muris, G. 

ardeae 

 

(Monis et al.,  

1999) 

Ferredoxin 

Médiateur du transfert 

d'électrons CH991769 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

 

(Lasek-Nesselquist 

et al., 2009) 

Histone H2B 

Protéine  

nucléosomique CH991767 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

(Lasek-Nesselquist 

et al., 2009) 

Histone H4 

Protéine  

nucléosomique CH991767 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

(Lasek-Nesselquist 

et al., 2009) 

Actin 

Protéine structurale 

CH991776 

G. intestinalis assemblage A 

et B, G. ardeae 

(Drouin et al., 

1995) 

α -tubulin 

Protéine structurale 

CH991767 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

(Kim et al., 2009) 

Chaperonin 60 

Protéine de choc 

thermique CH991769 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

 

(Lee et al., 2009) 

Open reading frame 

C4 

Protéine de choc 

thermique hypothétique CH991763 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

 

(Yong et al., 2002) 

18S rDNA 

Petite sous-unité du 

ribosome 

Multiple 

chromosomes 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. muris, G. 

microti, G. ardeae, G. agilis 

 

(Monis et al.,  

1999) 

Intergenic ribosomal 

spacer 

Séquence 

ribosoMasculin non 

codante 

Multiple 

chromosomes 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

 

(Lee et al., 2006) 

ITS1, ITS2 et 5.8S 

rDNA  Ribosomal 

Multiple 

chromosomes 

Tous les assemblages de G. 

intestinalis, G. muris, G. 

microti, G. ardeae 

 

(Cacciò et al.,  

2010) 

Ribosomal protein 

 L7a Ribosomal CH991782 

G. intestinalis assemblage A 

et B 

(Lasek-Nesselquist 

et al., 2009) 

http://giardiadb.org/giardiadb/
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2.6. Épidémiologie moléculaire de la giardiase humaine 

  

       Les humains sont connus pour être infecté par deux assemblages de Giardia, à savoir les 

assemblages A et B (Mayrhofer et al., 1995). L’analyse moléculaire de plus de 2800 

échantillons provenant de différents emplacements géographiques a montré presque 

exclusivement, seuls les assemblages A et B de Giardia sont associés à des infections 

humaines et que l’assemblage B (58%) a une prévalence plus élevée que l'assemblage A 

(37%) dans le monde (Ryan and Cacciò, 2013). Il est à noter que la répartition de ces deux 

assemblages chez l'homme varie à la fois temporellement et spatialement selon les études, 

parfois au sein d'un même pays (Carvalho-Costa et al., 2007). La mise en évidence des 

différences géographiques ou socioéconomiques dans la distribution des assemblages A et B 

et l’évaluation du rôle des infections anthropiques et zoonotiques dans la giardiase humaine 

n’est pas possible due aux nombre restreint des études épidémiologiques moléculaires 

conduites chez l’homme (Feng and Xiao, 2011). Cependant, dans les pays en voie de 

développement, la prévalence des infections mixtes est plus élevée (5.2%) par rapport aux 

pays développés (3.2%) (Ryan and Cacciò, 2013). Il convient de noter que le biaisement des 

analyses moléculaire basées sur des PCR classiques pour détecter la population de parasites la 

plus abondante ont fait que la prévalence d’infections mixtes soit susceptible d'être sous-

estimée (Ryan and Cacciò, 2013). Une étude épidémiologique moléculaire antérieure de la 

variabilité génétique intra-assemblage au sein des assemblages basée sur des polymorphismes 

protéiques de 23 loci a montré que les isolats de l'assemblage A peuvent être subdivisés en 

quatre sous-assemblages à savoir : AI, AII, AIII et AIV (Monis et al., 2003). Par ailleurs, la 

distribution chez l'hôte a indiqué que les isolats humains appartenaient à AI et AII, tandis que 

les isolats animaux appartenaient à AI, AIII et AIV. De même, l'assemblage B peut être 

subdivisé en quatre sous-assemblages à savoir : BI, BII, BIII et BIV, comme c'était le cas 

pour l'assemblage A. Les isolats humains semblaient former deux groupes (BIII et BIV), 

tandis que les sous-assemblages BI et BII semblaient appartenir aux isolats animaux (singes et 

chien) (Monis et al., 2003). Cependant, les sous-assemblages BIII et BIV identifiés par 

électrophorèse des allozymes ne sont pas pris en charge par l'analyse des séquences d'ADN 

(Feng and Xiao, 2011). 
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2.6.1. Hétérozygotie de séquence allélique (Allelic Sequence Heterozygosity ou ASH) 

  

        Les trophozoites de Giardia sont supposés avoir une ploïdie de quatre (Ryan and Cacciò, 

2013), avec deux ensembles de cinq différents chromosomes dans chaque noyau résultant en 

un génome haploïde de 12 Mb de taille (Adam, 2000), avec une asymétrie nucléaire 

maintenue tout au long du cycle de réplication due au mode de réplication qui est plutôt 

équationnelle que réductionnelle (Yu et al., 2002). Giardia a été considéré comme un 

organisme strictement asexuel (Adam, 2001; Birky, 2005) sans aucun moyen d’échange 

d'ADN entre les deux noyaux. Sans ce dernier, une augmentation des différences de séquence 

entre les deux noyaux est induite due à la mutation aléatoire, par conséquent, une 

augmentation de l'hétérozygotie au sein de l'individu (Kooyman et al., 2019). Le faible niveau 

d'hétérozygotie pourrait être dû à l’échange limité d’ADN, connu sous le nom de 

« diplomixis » (Poxleitner et al., 2008) (Figure 8).  

         En effet, la présence de chevauchement des pics de nucléotides «doubles pics» à des 

positions spécifiques dans les chromatogrammes a été principalement observée parmi les 

isolats de l'assemblage B mais pas de l'assemblage A (Gelanew et al., 2007; Lebbad et al., 

2008). Il a été rapporté que le niveau de l’hétérozygotie de séquence allélique (ASH) de 

l'assemblage B était (> 0.43%) et (<0.01%) pour les assemblages A et E (Kooyman et al., 

2019). L’analyse de 1290 séquences de l’assemblage A, a révélé la présence d’ASH dans 64 

séquences, tandis que l’analyse de 1151 séquences de l’assemblage B a montré que 242 

séquences présentaient des ASH (Sprong et al., 2009). Vu que l’assignement avec précision 

des isolats pour l’assemblage B à des sous-types ou sous–assemblages spécifiques est 

compliqué en raison de la présence des ASH (Ryan and Cacciò, 2013), il a été rapporté que 

les niveaux relativement faible d’ASH dans l’assemblage A (<0.01%) par rapport à 

l’assemblage B (0.5%) pourraient être dus à des composants méiotiques hautement actifs, à 

une diplomixie efficace ou à des systèmes de réparation d'ADN efficaces. Une autre 

possibilité encore est que les niveaux très élevés d'ASH dans les isolats de l'assemblage B 

soient dus aux fréquences plus élevées de fusions cellulaires (sexe) dans les isolats de 

l'assemblage B (Ankarklev et al., 2012). 
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Figure 8. Modèle hypothétique de l’ASH et de recombinaison homologue chez Giardia 

pendant la diplomixie (Carpenter et al., 2012). 

 

2.7. Transmission  

 

2.7.1. Transmission fécale–orale 

 

      Chez l'homme, la contamination fécale-orale est la voie principale de transmission de 

Giardia suite à l’ingestion de kystes, ce qui se traduit par des niveaux d'infection plus élevés 

lorsque les conditions et les niveaux d'hygiène et d'assainissement s’avèrent insuffisants et 

compromis, en particulier dans les environnements tropicaux et subtropicaux (Balcioglu et al., 

2007; Savioli et al., 2006). La contamination peut se faire soit par contact direct avec les 

selles d’un animal excréteur, soit de façon indirecte. En tant que telle, la transmission directe 

de personne à personne est considérée comme plus importante que la transmission par voie 
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hydrique, d'origine alimentaire ou zoonotique (Hunter and Thompson, 2005; Thompson, 

2004; Thompson and Smith, 2011). La fréquence de la transmission fécale-orale peut être 

aggravée par d’autres facteurs environnementaux tels que les garderies où les conditions 

propices à la contamination fécale-orale sont courantes et des taux de prévalence élevés 

d'infection à Giardia ont souvent été observés (Thompson, 2000; Thompson and Monis, 

2012). Quant à la transmission indirecte, les mouches et autres animaux tels que les chiens ou 

le bétail, qui peuvent être considérés comme des vecteurs mécaniques du parasite, elle 

représente une menace importante, en particulier, dans les pays en développement 

(Szostakowska et al., 2004; Thompson and Smith, 2011). Les infections à Giardia sont plus 

courantes chez les animaux domestiques dans le cas où les niveaux de contamination 

environnementale par les kystes sont élevés, tels que les établissements d'élevage, les chenils, 

les chatteries, les parcs à chiens, les animaux, les laiteries, les étables et dans le cas des 

communautés de chiens avec les chiens errants (Itoh et al., 2011; Wang et al., 2012). En outre, 

Le pelage d’animaux contaminé par des kystes dans les zones de reproduction et de sevrage 

constitue une voix de transmission directe fréquente (Thompson and Monis, 2012). 

 

2.7.2. Transmission hydrique  

 

       La giardiase diagnostiquée dans les pays développés est souvent d'origine hydrique 

(Karanis et al., 2007; Robertson and Lim, 2011; Smith et al., 2007; Thompson, 2004). La 

consommation d'eau potable autre que celle provenant des conduites métropolitaines ou 

d'autres sources filtrées entraînent un risque accru de contamination par la giardiase 

(Robertson and Lim, 2011). Chez l’homme, la plupart des épidémies de giardiase d'origine 

hydrique surviennent  dans des systèmes d'eau de surface ou souterraine non filtrés suite au 

contact par le ruissellement de surface ou les rejets d'eaux usées (Ciara et al, 2007; Robertson 

and Lim, 2011). Les systèmes d’adduction d’eau mal entretenus pourraient également être à 

l’origine de cette maladie (Daly et al., 2010). L'utilisation d'eaux souterraines pour l'irrigation 

des cultures vivrières traditionnellement consommées crues semblent peut être avoir un risque 

accru en tant que source de Giardia (Thurston-Enriquez et al., 2002). Dans les pays 

développés, la contamination par Giardia d’origine humaine et la défaillance du processus par 

les services d'eau, l’industrie ou dans les piscines sont à l’origine de transmission par voie 

hydrique (Dale et al., 2010; Shields et al., 2008; Stuart et al., 2003).  

        La santé de l'écosystème peut avoir un effet négatif suite à une telle contamination 

entrainant des infections chez la faune aquatique pouvant alors servir de réservoirs pour 



PARITE BIBLIOGRAPHIQUE  

22 
 

l’infection humaine. L’exemple le plus connu est celui du rôle du castor en tant que réservoir 

de «déversement» de Giardia en Amérique du Nord (Thompson et al., 2009). Il a été 

démontré que les mollusques filtreurs et les poissons d'eau douce peuvent servir comme des 

indicateurs utiles de la présence de Giardia d’origine humaine y compris la présence d’autres 

agents pathogènes d'origine hydrique (Nappier et al., 2010; Thompson and Monis, 2012; 

Thompson and Smith, 2011). 

        Dans les pays en voie de développement, pour boire, préparer des aliments, laver les 

vêtements et encore pour l'hygiène personnelle, les lacs, les ruisseaux et les autres sources 

naturelles d'eau de surface sont beaucoup plus utilisés, ce qui peut augmenter les risques 

d'infection hydrique (Hunter and Thompson, 2005; Thompson and Smith, 2011). L’infection 

d’origine hydrique est accrue dans les zones sujettes aux inondations surtout lorsque des 

systèmes d'égouts de base sont utilisés et que le confinement est susceptible d'être compromis 

(Thompson and Smith, 2011). La transmission d'agents pathogènes d'origine hydrique tels que 

les espèces zoonotiques de Giardia, dans et entre les systèmes terrestres et marins peut être 

augmentée suite à une fréquence et une ampleur accrue des inondations due aux changements 

climatiques (Kutz et al., 2009). 

 

2.7.3. Transmission d'origine alimentaire 

 

       Giardia figure parmi les parasites protozoaires entériques connus pour être transmis 

facilement par les aliments (Robertson, L.J., Lim, 2011; Thompson and Monis, 2012). 

L'utilisation de déchets humains comme engrais et des techniques de pasteurisation 

inadéquates peuvent augmenter la transmission d'origine alimentaire (Thompson and Smith, 

2011). Cependant, les manipulateurs d'aliments infectés et la mauvaise hygiène s’avèrent être 

associés à la transmission d’origine alimentaire, généralement au niveau local plutôt que 

comme source d'épidémies d'infection à Giardia (Robertson and Lim, 2011; Smith et al., 

2007).  Il a été rapporté que le nombre de cas de transmission d'origine alimentaire est estimé 

entre 13 à 76 millions dans le monde (Thompson and Monis, 2012; Thompson and Smith, 

2011). La contamination par des kystes peut être due à la consommation de plusieurs aliments 

tels que le saumon en conserve, les salades, les sandwichs, les crudités et la glace (Robertson 

and Lim, 2011; Smith et al., 2007). Les épidémies d’infection à Giardia associées à des 

aliments contaminés est moindre due probablement au manque d’outils appropriés ou à leur 

application, à la nature sporadique de ces épidémies, au manque de sensibilisation et à la sous-

déclaration (Robertson and Lim, 2011; Thompson and Smith, 2011).  
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2.7.4. Transmission zoonotique 
 

 

        Concernant la répartition des espèces zoonotiques et spécifiques de Giardia et le suivi de 

la transmission, l’application d’outils de la biologie moléculaires pour le «typage» d’isolats de 

Giardia à partir d’échantillons fécaux d’hôtes de mammifères humains et non humains dans 

différentes parties du monde a permis d’élargir les connaissances en fournissant une quantité 

considérable d’informations. Ces études montrent clairement que la contamination de 

l’environnement par les kystes zoonotiques de Giardia se fait dans les zones où existe un 

potentiel de transmission zoonotique. Le nombre de loci utilisé pour le génotypage d’espèces, 

la sensitivité de méthodes de typage utilisée ainsi que le nombre d'espèces hôtes 

échantillonnées peuvent avoir un impact sur la valeur épidémiologique de ces études. 

Cependant, pour mettre en évidence la preuve de la fréquence du risque de transmission 

zoonotique, des études focales sont nécessaires dans des zones d'endémie définies où la 

dynamique de transmission et la gamme d'hôtes sont connues (Thompson and Monis, 2012). 

Les assemblages zoonotiques et spécifiques à l'hôte de Giardia qui sont morphologiquement 

identiques peuvent être hébergés par les animaux qui servent de réservoir. Ainsi, afin de 

déduire l’origine de la transmission, des outils de typage sensibles sont nécessaires (Feng and 

Xiao, 2011; Ryan and Cacciò, 2013). En vue d’une distinction génétique efficace et suffisante 

permettant de déduire les origines ou les sources de transmission de Giardia, des outils qui 

permettent une amplification sensible des loci génétiques à partir d'échantillons cliniques 

doivent encore être mises au point (Ryan and Cacciò, 2013). La classification de 

l'hétérogénéité génétique qui se présente au sein d'un assemblage où la non-concordance entre 

les loci est un problème sérieux, il doit être interprété prudemment et complété sur la base des 

données MLST lors de l’application de l'analyse moléculaire pour identifier des assemblages 

chez des hôtes animaux. Vu la prévalence élevée d’infections mixtes rapportée lors de la 

comparaison des amorces spécifiques à l'assemblage versus la PCR suivie d'un séquençage, il 

s’avère plus judicieux d’utiliser des amorces spécifiques à l’assemblage en plus des données 

MLST dans les enquêtes épidémiologiques moléculaires ; ceci est due à la susceptibilité de la 

sous-estimation des infections mixtes (Geurden et al., 2009; Levecke et al., 2007; Ryan and 

Cacciò, 2013) qui est l’une des raisons pour lesquelles plusieurs marqueurs génétiques 

peuvent identifier différents assemblages dans le même échantillon (Ryan and Cacciò, 2013). 

          Par définition, une zoonose est une infection humaine acquise à partir d'hôtes non 

humains dans des conditions naturelles à travers l'ingestion de kystes de G. intestinalis 

excrétés par les animaux (Heyworth, 2016). Les preuves directes et non équivoques que la 
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giardiase humaine peut en être un exemple sont limitées (Heyworth, 2016). Il a été démontré 

lors d’une étude menée au Royaume-Uni que le contact avec les animaux de compagnie 

particulièrement les chiens et les chats et les animaux de ferme particulièrement les porcs 

constituait un facteur de risque d’acquisition de la giardiase chez les sujets humains 

(Heyworth, 2016). Il a été aussi rapporté d'après une étude menée dans une communauté 

productrice de thé dans le Nord-Est de l'Inde que G. intestinalis peut être transmis entre 

chiens et sujets humains (Traub et al., 2004) (Figure 9). Une association entre la présence 

d'une infection à G. intestinalis chez des sujets humains et chez des chiens occupant le même 

foyer a été signalée au sein d’une même étude. Une identité génétique entre G. intestinalis 

chez un chien et chez un ou plusieurs sujets humains a été signalée (Traub et al., 2004). 

           En raison de l’existence de plusieurs preuves stipulant que l'environnement et les 

mammifères sauvages soient contaminés et infectés par les kystes de Giardia d'origine 

humaine (qui, à leur tour, peuvent servir de réservoir pour une infection future de sujets 

humains), la majeure partie de la littérature sur la transmission inter-espèces de G.intestinalis 

se soit focalisée sur la transmission réelle ou présumée d'animal à humain, ceci pourrait être 

illustré par l’étude menée en Australie chez les otaries australiennes (Neophoca cinerea) 

exposés à divers niveaux d'interaction humaine où les auteurs concluent que la probabilité 

d'infection initiale des animaux par des kystes d'origine humaine est témoignée par l'excrétion 

des kystes de l'Assemblage B par les otaries australiennes, et la proximité relative des 

colonies de ces animaux avec les établissements humains sur les sites côtiers (Delport et al., 

2014). De même la transmission interhumaine du parasite peut être reflétée par la présence 

d'une infection des assemblages A et B par G.intestinalis chez les gorilles en liberté (Graczyk 

et al., 2002; Hogan et al., 2014). 
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Figure 9. Les principales voies de transmission des assemblages de Giardia (Cacciò et al., 

2018). 

 

2.8. Pathogénie  

 

       La giardiase est une maladie à large éventail de symptômes qui semblent être due à 

plusieurs facteurs considérés comme importants dans l'étiologie de la giardiase à savoir : les 

espèces et / ou souches de Giardia, l'immunité de l'hôte, l'âge, le plan nutritionnel, le stress et 

la dysfonction épithéliale, reflétant l'interaction complexe entre l'hôte et le parasite (Einarsson 

et al., 2016; Thompson and Ash, 2019). L’induction de la maladie implique plusieurs 

mécanismes induits par les parasites (Figure 10). Giardia est un parasite non invasif dont la 

réplication se fait lorsqu’il est attaché à l'épithélium intestinal (Einarsson et al., 2016). Les 

symptômes se manifestent généralement environ 7 à 12 jours après l’infection et incluent des 

changements pathogènes à savoir : la diarrhée (avec ou sans syndrome de malabsorption), les 

nausées, les vomissements et la perte de poids (Bartelt and Sartor, 2015; Einarsson et al., 

2016; Thompson and Ash, 2019).  
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        La plupart des patients infestés par Giardia se trouvent généralement entre deux 

extrêmes; certains souffrent d’une maladie bénigne qui disparaît spontanément, tandis que 

d’autres souffrent d’une maladie grave qui dure longtemps et qui est rebelle au traitement 

(Bartelt and Sartor, 2015; Einarsson et al., 2016). 

        Il est à signaler, que dans les pays en développement, les maladies diarrhéiques 

représentent une cause majeure de décès chez les jeunes enfants (Einarsson et al., 2016). A cet 

effet, de nombreuses études ont été menées dans le but de mettre en évidence le degré 

d’incrimination de Giardia dans les maladies diarrhéiques. De nombreux cas d’infection à 

Giardia sont apparemment asymptomatiques. Une étude communautaire récente à grande 

échelle portant sur environ 30 000 enfants âgés de 0 à 24 mois a montré que Giardia n'était 

associé à la diarrhée pour aucun groupe d'âge, site ou syndrome diarrhéique (Platts-Mills et 

al., 2015). Une tendance similaire a été rapportée dans une autre étude Multicentrique 

Entérique Global (GEMS) indiquant que les enfants d'âge préscolaire infectés par Giardia 

avaient significativement moins d'épisodes de diarrhée aiguë que ceux non infectés par 

Giardia, suggérant que l'infection par Giardia pourrait avoir un effet protecteur contre la 

diarrhée, par conséquent, réduisant l'incidence des maladies diarrhéiques graves chez les 

enfants (Muhsen et al., 2014). Plusieurs facteurs pourraient être à l’origine des différences de 

résultats de la maladie observée entre les individus des pays en développement et des pays 

développés. Parmi ceux-ci, le statut immunitaire (développement de réponses immunitaires 

croisées, réponse inflammatoire réduite), différences dans l'état nutritionnel, modification de 

la composition du microbiote due à des co-infections et l’exposition à d’autres bactéries 

commensales, et une flore normale intestinale (Einarsson et al., 2016; Fink and Singer, 2017).            

Néanmoins, Giardia semble être le quatrième agent pathogène le plus fréquemment trouvé 

dans les selles des enfants de moins de 1 an et le deuxième agent pathogène le plus fréquent 

chez les enfants entre 1 et 2 ans (Platts-Mills et al., 2015). Les mesures de la taille et du poids 

réduits chez les enfants de 2 ans s’avéraient être associées à la détection de Giardia 

(Rogawski et al., 2017), bien que le retard de croissance et l'émaciation étaient quelque peu 

variables entre les études (Bartelt and Sartor, 2015). 
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Figure 10. Représentation schématique de l’interaction complexe entre Giardia et l’hôte 

(Einarsson et al., 2016). 

 

1) Raccourcissement diffus des microvillosités et inhibition des enzymes de bordure de 

brosse. Cela implique la fixation des parasites et des cellules T CD8 +. 

2) Induction de chimiokines dans les cellules épithéliales intestinales (IECs), entraînant 

l'attraction de cellules immunitaires comme les mastocytes et les cellules dendritiques 

(DC). 

3) Perturbation des jonctions serrées. 

4) Induction de l'apoptose. 

5) Privation pour l'arginine dans les cellules épithéliales intestinales, entraînant moins de 

l’oxyde nitrique (NO), l'arrêt du cycle cellulaire et l'apoptose. 

6) Augmentation de la perméabilité intestinale induite par les mécanismes trois à cinq. 

7) Augmentation de la sécrétion d'ions chlorure. 

8) Hypermotilité intestinale. 

9) Hyperplasie des cryptes et augmentation de la sécrétion de mucus. 

10)  Modification de la composition de la flore bactérienne normale. Les cellules parasites 

et hôtes sécrètent des protéines spécifiques à l’enkystement (ESP) lors de l'interaction.  
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2.9. Réponse immunitaire  

 

       L'épithélium intestinal joue un rôle important durant les infections à Giardia. Il constitue 

une barrière sûre contre les microbes envahisseurs. La perméabilité augmente pendant la 

colonisation par Giardia de l'intestin grêle, ce qui entraîne la translocation des microbes intact 

et / ou des antigènes microbien dans la lamina propria (Fink and Singer, 2017). La réponse 

immunitaire de l’hôte vis-à-vis de Giardia fait intervenir des réactions à médiations 

humorales et cellulaires. 

Les cellules immunitaires innées telles que les macrophages et les cellules dendritiques sont 

activées et initiées en aval de la réponse immunitaire adaptative. Il n’est pas aussi évident de 

savoir quels sont les récepteurs et les parasites qui servent à l’activation de ces réponses, 

autres que l'Interleukine 6 (IL-6). Les cytokines qui conduisent au développement de réponses 

immunitaires adaptatives sont inconnues (Fink and Singer, 2017).  

         Giardia est capable d’induire une réponse immunitaire adaptative robuste chez les 

humains et les animaux (Singer et al., 2019), qui se manifeste par la production de grande 

quantité d’ immunoglobulines A (IgA) spécifique du parasite par les cellules B suite à une 

infection. La production de l'interleukine cytokine IL-17 par les cellules T CD4+ Th17 et 

l'activation des cellules T CD8+, contribuent à la protection et au contrôle de l'infection ou à 

l'immunopathologie.  

          Des peptides antimicrobiens sont sécrétés et les IgA sont transportés dans la lumière par 

les cellules épithéliales intestinales (IECs) en réponse à l'IL-17 où elles peuvent aider à assurer 

la protection contre Giardia en ayant aussi un effet sur les microbes commensaux. En outre, 

en réponse à Giardia, l'oxyde nitrique peut être produit par les IECs et utilisé pour aider 

l'immunité protectrice en inhibant la réplication de Giardia, mais aussi, libérer des 

chimiokines pour recruter des cellules immunitaires innées (Eckmann et al., 2000; Fink and 

Singer, 2017). L'activation des cellules T CD8+ induit des symptômes pathologiques, 

notamment le raccourcissement des microvillosités de la bordure en brosse et la réduction de 

l’activité disaccharidase par un mécanisme inconnu (Fink and Singer, 2017). 
 

 
 

2.10. Traitement   

 

         Il existe plusieurs médicaments anti-giardiques, dont le plus utilisé est le métronidazole 

(MTZ) qui est un médicament de la classe des 5-nitroimidazoles (5-NI). Il a été considéré 

comme un traitement de première intention contre l’infection à Giardia (Ordóñez-Mena et al., 
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2018), dont le mécanisme d’action est plus étudié. Pour devenir toxique, le métronidazole doit 

être réduit en induisant des dommages à l'ADN et aux protéines dans les organismes 

microaérophiles et anaérobies (Einarsson et al., 2016; Müller et al., 2015; Watkins and 

Eckmann, 2014) entraînant la perte de la structure hélicoïdale de l'ADN et inhibant les étapes 

de réplication et transcription provoquant la mort des trophozoïtes. Le métronidazole peut 

également cibler d’autres enzymes telles que l'enzyme redox, la thiorédoxine réductase, dont 

l'inactivation provoque un stress oxydatif sévère (Einarsson et al., 2016; Leitsch et al., 2012). 

         Cependant, une étude récente portant sur l’efficacité comparative des médicaments pour 

traiter la giardiase avec une mise à jour systématique de la littérature et méta-analyse en 

réseau d'essais cliniques randomisés, a conclu que le traitement par le Tinidazole (TNZ) est 

supérieur et peut offrir un traitement plus court avec moins d'effets secondaires (Ordóñez-

Mena et al., 2018). La Société Américaine des Maladies Infectieuses (IDSA) le recommande 

en première intention chez les patients de plus de 3 ans (Shane et al., 2017). 

         Chez les enfants, le métronidazole est administré à des doses de 15 mg/kg par voie orale 

divisées trois fois par jour pendant 5 à 7 jours et de 250 mg par voie orale trois fois par jour 

ou 500 mg par voie orale deux fois par jour pendant 5 à 7 jours chez les adultes. Le 

Tinidazole est administré par voie orale 40 à 50 mg/kg chez l'enfant et 2 g en 1 dose chez 

l'adulte. Un traitement alternatif inclus le Nitazoxanide (NTZ), un médicament antiparasitaire 

récent qui s’avère très efficace mais nécessitant une étude plus approfondie (Escobedo and 

Cimerman, 2007). 

          Deux autres médicaments alternatifs appartenant à différentes familles chimiques et 

ciblant des voies différentes sont recommandés pour traiter les femmes atteintes de giardiase 

pendant la grossesse, à savoir : la paromomycine (PRM), au cours du premier trimestre et la 

paromomycine ou le métronidazole au cours des deux derniers trimestres. Tant que les 

symptômes de la femme sont légers au cours du premier trimestre, il est recommandé de 

retarder le traitement (Escobedo and Cimerman, 2007). 

          En cas  d'échec thérapeutique et de résistance au premier traitement, un deuxième 

traitement du même médicament, un traitement différent ou une co-thérapie avec des 

médicaments de deux classes peuvent être utilisés (Escobedo and Cimerman, 2007). 

 

2.11. Prévention 

 

    Il a été suggéré qu'il est hautement improbable que la giardiase puisse être éliminée en 

tant qu'infection humaine en raison d’un certain nombre de facteurs clés qui existe. Etant 

donné la large distribution de Giardia parmi de nombreuses espèces de mammifères et 
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d'autres animaux, et la découverte que les isolats d'animaux et d'humains sont génétiquement 

identiques et qu'un isolat animal a été utilisé avec succès pour produire une infection 

humaine, se traduit par le fait qu'il existe un énorme réservoir, dont une grande partie est 

totalement incontrôlable (Farthing, 1996). En outre, le problème est encore aggravé par le fait 

que ce parasite peut survivre dans l'environnement dans des conditions fraîches et humides, ce 

qui lui permet de persister même en l'absence de réservoirs animaux. Donc, toutes les 

approches de prévention doivent se focaliser sur des mesures pour interrompre la transmission 

et le développement de vaccins (Farthing, 1996). Etant donné que la giardiase est maladie à 

transmission hydrique, donc, pour s'assurer que l'approvisionnement en eau est exempt de 

Giardia et que des méthodes sont disponibles pour surveiller la présence du parasite dans 

l'eau potable, des interventions de santé publique doivent s’imposer. Les kystes de Giardia 

sont généralement détectés dans l'eau potable en filtrant de grands volumes d'eau entrant dans 

l'approvisionnement en eau domestique et en examinant les filtres pour détecter la présence de 

ces kystes. Le développement de techniques basées sur la détection de l'ADN combinant des 

méthodologies d'amplification, devrait cependant réduire le volume d'eau à filtrer et rendre la 

technique suffisamment sensible pour que les kystes soient détectés sans avoir recours à la 

microscopie (Farthing, 1996). Le potentiel et le niveau de contamination sont souvent 

difficiles à prévoir ; par conséquent, les approches de prévention doivent inclure une variété 

de pratiques sanitaires de routine telles que le lavage des mains, surfaces et produits (Rose 

and Slifko, 1999). 

      La transmission de personne à personne pourrait donc être minimisée par l'éducation à 

l'hygiène personnelle, en particulier dans les situations à haut risque telles que les garderies, 

les institutions résidentielles et pendant les contacts sexuels. Par exemple, dans les garderies, 

la transmission se fait généralement entre les nourrissons et les très jeunes enfants qui 

n'apprécient pas facilement la pertinence de la voie fécale-orale pour la transmission des 

entéropathogènes (Farthing, 1996).   

      La question portant sur le fait de savoir si la vaccination peut prévenir contre la 

giardiase ou s'il est même approprié d'envisager de consacrer des ressources au 

développement d'un vaccin contre cette infection est sujette à de nombreuses controverses. Il 

a été suggéré lors d’une étude expérimentale chez des volontaires humains et des études 

épidémiologiques qu'une immunité protectrice est acquise après une exposition à Giardia 

(Farthing, 1996, 1990; Rendtorff, 1954). Bien que la giardiase soit rarement une maladie 

mortelle, cependant, elle devrait avoir une priorité pour le développement de vaccins qui 

seraient bénéfiques aussi bien pour l'homme que pour les animaux et qui permettraient 
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d'immuniser les réservoirs de Giardia constitués par l'homme et les animaux favorisant, par 

conséquent la diminution du nombre de kystes excrétés dans l'environnement, le risque de 

transmission fécale-orale ainsi que le niveau de contamination environnementale de l'eau et 

des aliments (Farthing, 1996; Olson et al., 2000). 
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Partie expérimentale (Article 1)  

 

1. Objectifs 

 

- Élucidation de l’épidémiologie et la signification clinique des infections par 

G.intestinalis dans la région d’Alger, en identifiant la prévalence de l’infection à 

Giardia et en comparant les données sociodémographiques et cliniques des individus 

infectés avec celles des individus infectés par d’autres protistes parasites intestinaux. 

 

2. Matériel et méthodes 

 

2.1. Population d'étude et prélèvement d'échantillons 

 

       Une étude descriptive transversale communautaire a été réalisée entre septembre 2012 et 

octobre 2013 dans le Centre Hospitalo-Universitaire (C.H.U) Issad Hassani, Beni Messous 

dans la partie Ouest d'Alger, en Algérie. Des échantillons de selles consécutifs ont été 

prélevés, i) des patients ambulatoires qui allaient et venaient le même jour après avoir fourni 

un échantillon et ii) des personnes hospitalisées pour diverses conditions médicales. Pour les 

patients positifs aux parasites, les informations épidémiologiques ont été fournies soit à l'aide 

d'un questionnaire, soit à partir de dossiers médicaux. Aucune information épidémiologique 

n'était disponible pour les individus négatifs aux parasites. 

         Des échantillons fécaux frais ont été collectés de chaque patient dans un récipient pour 

prélèvemment de selles étiqueté et stérile. Un consentement écrit, éclairé a été fourni pour les 

enfants impliqués dans l'étude, par les parents ou les tuteurs. Un seul échantillon de selles de 

chaque individu de l'étude a été examiné par microscopie pour la détection de parasites 

intestinaux. Tous les échantillons testés positifs pour Giardia ont été conservés à +4°C dans 

une solution de bichromate de potassium à 2.5% (p / v) pour une extraction ultérieure d'ADN 

suivie d’analyses moléculaires (ces données ne sont pas incluses dans le présent article). Les 

personnes âgées de 15 ans ou plus étaient considérées comme des adultes. 

 

2.2. Questionnaires 

 

       Un questionnaire structuré a été soumis aux personnes positives aux parasites enrôlées 

dans l'étude dans le but de collecter des données relatives aux caractéristiques 

épidémiologiques telles que l'âge, le sexe et les symptômes éventuellement liés à des 

infections parasitaires intestinales telles que diarrhée, nausées, vomissements, douleurs 



PARTIE EXPERIMENTALE  

33 
 

abdominales, prurit anal, pâleur, retard de croissance et fièvre. La diarrhée a été définie 

comme l’émission d'au moins trois selles non formées sur une période de 24 h (Mathan, 

1998).  

 

2.3. Traitement des échantillons 

 

        Les échantillons de selles ont été examinés à l'œil nu pour la couleur, la consistance et la 

présence d'helminthes, puis examinés par microscopie directe en utilisant la technique 

modifiée de Ritchie (Allen and Ridley, 1970). Une petite quantité de selles (de la taille d'un 

pois) a été mélangée avec 7 ml de solution de formol à 10% et tamisée à travers de la gaze 

double couche et recueillis dans un bécher Ensuite, la suspension a été transférée dans un tube 

à centrifuger de 15 ml et complétée avec trois millilitres d'éther diéthylique. Ensuite, nous 

avons bouché le tube à centrifuger et mélangé la suspension en agitant avant de centrifuger 

pendant 3 min à 1500 tour/ min. Les trois couches supérieures (éther, débris et formaline) ont 

été enlevées, tandis que les sédiments ont été retenus. Des montages humides de chaque 

échantillon fécal concentré frais ont été préparés dans une solution saline et iodée et observés 

par microscopie optique pour les œufs de parasites, les kystes et les trophozoïtes en utilisant 

un grossissement x100 et x400. De plus, une lame colorée en permanence a été préparée pour 

chaque échantillon en utilisant une coloration de Ziehl–Neelsen modifiée pour la détection de 

Cryptosporidium spp. (Henriksen and Pohlenz, 1981) et oocystes d'autres protozoaires. 

 

2.4. Analyses statistiques 

 

        Les données ont été saisies dans Excel (Microsoft Corporation, Redmond, WA, USA) et 

l'analyse statistique a été réalisée à l'aide du logiciel STATISTICA 6.0 (Tibco Software Inc. 

Palo Alto, USA) adapté à l'épidémiologie. Le test de χ2 square a été utilisé pour tester les 

différences de prévalence parasitaire selon le groupe d'âge, le sexe, les symptômes (diarrhée, 

nausées, fièvre et troubles gastro-intestinaux). Les valeurs de probabilité (P) ont été calculées 

avec un risque alpha = 5% pour un intervalle de confiance (IC) de 95%. Une différence était 

considérée comme significative lorsque la valeur P était < 0.05.   

 
 

3. Résultats 

 

        Au total, 2054 personnes ont été testées. Un nombre de 567 échantillons (27.6%), 

provenant de 543 patients externes et 24 patients hospitalisés, ont été évalués comme positifs 

par microscopie pour les œufs et les parasites. Parmi ces patients, 297 étaient des hommes et 
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270 des femmes ; 239 étaient des enfants (moins de 15 ans) et 255 des adultes (Tableau 3). 

Pour 121 individus positifs pour le parasite, aucun âge exact n'a pu être établi, mais pour 16 

d'entre eux, l'âge était de moins de 15 ans et pour 32, l'âge était de plus de 15 ans. Pour les 

494 personnes avec des informations d'âge spécifique, la tranche d'âge était de 1 à 90 ans (âge 

médian, 15 ans ; intervalle interquartile [IQR] = 6 à 39). 

Les parasites fréquemment observés comprenaient Blastocystis, Endolimax nana, Entamoeba 

histolytica / dispar, Giardia intestinalis et Entamoeba coli, avec des prévalences globales 

observées de 15.8%, 11.3%, 5.4%, 4.7% et 3.8%, respectivement. Entamoeba hartmanni, 

Cryptosporidium spp., Chilomastix mesnili et Iodamoeba bütschlii ont tous été détectés dans 

de très rares cas, avec des prévalences globales observées de moins de 1% pour chacun 

(Tableau 3). 

         Sur les 97 cas de Giardia, près des deux tiers (62/97, 63.9%) des cas ont été retrouvés 

chez des enfants âgés de 1 à 10 ans. Chez les adultes positifs aux parasites, la proportion de 

Giardia était de 5.5% contre 27.5% chez les enfants positifs aux parasites (P < 0.0001 ; 

Tableau 3). Parmi les 239 enfants positifs aux parasites, les cas de Giardia semblaient 

diminuer avec l’âge : chez les tout-petits (1 à 3 ans), la proportion était de 40.7% ; ce taux est 

resté relativement élevé chez les enfants âgés de 4 à 6 ans et de 7 à 10 ans (33.8% et 29.5%, 

respectivement), pour diminuer seulement chez les enfants âgés de 11 à 15 ans (4.7%). 

         Le parasite le plus commun chez les adultes était Blastocystis (64.7%), suivi en 

fréquence par E. nana (48.6%) et les espèces d'Entamoeba (16.9–18.8%). Le genre 

Blastocystis était également plus fréquent chez les enfants positifs aux parasites (48.8%), 

principalement chez les enfants âgés de 11 à 15 ans, suivi d'E. nana (35.4%) et de G. 

intestinalis (27.5%). Blastocystis et E. nana étaient plus fréquents chez les adultes que chez 

les enfants (P = 0.0006 et P = 0.0044, respectivement ; Tableau 3). Pour les autres parasites 

mis en évidence, il n'y avait aucune association entre l'âge et la survenue. Aucun lien entre le 

sexe et le taux de parasitisme n'a pu être identifié pour aucune des espèces (Tableau 3). 
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Tableau 3. Répartition des parasites intestinaux chez les individus positifs (N = 567) selon l'âge et le sexe. 

                                                                                                  Tranche d’âge (année)1                                      Sex 

 

  

     [1 - 3 

   (n = 54) 

[4 - 6] 

(n = 65) 

  [7 - 10] 

     (n = 61) 

[11 - 15] 

(n = 43) 

Individus  

<15 ans 

d’age 

(n = 239) 

Individuals 

≥ 15 ans 

d’age 

(n = 255) 

Le nombre 

total 

d'individus 

sans âge 

exact ou 

approximatif 

est connu  

(n = 73) 

Total/ 

Prévalence 

globale (%) 

(n = 567) 

Niveau de 

signification 

statistique 

des 

différences 

de 

prévalence 

entre enfants 

et adultes2 

Prévalence 

chez les 

femmes  

(n = 270) 

Prévalence 

chez les 

hommes 

(n = 297) 

Niveau de 

signification 

statistique 

des 

différences 

de 

prévalence 

entre les 

sexes2 

            

  

Giardia 

intestinalis 

22 (40.7%) 22 (33.8%) 18 (29.5%) 2 (4.7%)  66 (27.5%) 14 (5.5%) 17 (23.3%) 97(17.1%)  P < 0.0001*  47 (17.4%)  50 (16.8%) P = 0.94 

Cryptosporidium 

spp. 

0 1 (1.5%) 0 0 1 (0.4%) 0 0 1 (0.2%)   P = 0.97        0   1 (0.3%) P = 0.33 

Entamoeba 

histolytica/dispar 

12 (22.2%) 13 (20.0%) 12 (19.7%) 11 (25.6%) 50 (20.8%) 48 (18.8%)     13 (17.8%) 

 

111 (19.6%)   P = 0.63  56 (20.7%)  55 (18.5%)                             P = 0.57 

Entamoeba coli 5 (9.2%) 7 (10.7%) 9 (14.8%) 3 (7.0%) 27 (11.3%) 43 (16.9%) 9 (12.3%) 79 (13.9%)   P = 0.1  35 (13.0%)  44 (14.8%) P = 0.60 

Entamoeba 

hartmanni 

0 1 (1.5%) 0 1 (2.3%) 2 (0.8 %) 1 (0.4%) 0 3 (0.5%)   P = 0.95    1 (0.4%)   2 (0.7%) P = 0.61 

Iodamoeba 

bütschlii 

1 (1.9%) 0 0 1(2.3%) 1 (0.4%) 2 (0.8%) 1(1.4%) 4 (0.7%)   P = 0.60    1 (0.4%)   3 (1.0%) P = 0.68 

Endolimax nana 13 (24.0%) 25 (38.4%) 16 (26.2%) 27 (62.8%) 85 (35.4%) 124 

(48.6%) 

23 (31.5%) 233 (41.0%)  P = 0.0044*  104 

(38.5%) 

129 (43.4%) P = 0.27 

Chilomastix 

mesnili 

0 0 1 (1.6%) 1 (2.3%) 3 (1.3%) 2 (0.8 %) 1 (1.4%) 6 (1.0%)   P = 0.94    2 (0.7%)   4 (1.3%) P = 0.76 

Blastocystis 

hominis  

24 (44.4%) 27 (41.5%) 32 (52.5%) 24 (55.8%) 117 (48.8%) 165 

(64.7%) 

43 (59.0%) 325 (57.3%)  P = 0.0006*  158 

(58.5%) 

167 (56.2%) P = 0.64 

 

 1 Aucune donnée sur le facteur âge chez 121, parmi ceux-là, 32 étaient des adultes, donc inclus dans la tranche individus ≥ 15 ans et 16 étaient 

des enfants qui étaient inclus dans les individus <15 ans. * Les enfants ont été définis comme des personnes de moins de 15 ans. 
 2 P >0.05 : Statistiquement non significatif.  *P < 0.05 : Statistiquement significatif. 
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            Sur 65/97 (69.1%) des cas positifs à Giardia, Giardia était le seul parasite détecté (Tableau 4) ; dans les 32 autres cas, un ou plusieurs 

parasites ont également été détectés. Comme prévu, Blastocystis et Endolimax étaient les parasites le plus souvent associés à Giardia (12 et 8 cas, 

respectivement). Les co-infections étaient aussi fréquentes dans tous les groupes d'enfants que chez les adultes. 

 

Tableau 4.  Répartition des cas de co-infection impliquant Giardia intestinalis et d'autres espèces de protozoaires par tranche d'âge en cas de 

présence de diarrhée. 

Tranche d’âge (ans)                                                     Présence/Absence de diarrhée 

                Infection par Giardia intestinalis  [1-3] [4-6] [7-10]  [11-15] >15 Age indéterminé Présence de diarrhée Absence de diarrhée 
 

Giardia intestinalis  
 

  

15 

  

15 

 

14 

  

1 

  

9 

 

11 

 

3 

 

62 

Giardia intestinalis + Blastocystis hominis  3 1 2 - 1 5 1 11 

Giardia intestinalis + Endolimax nana  2 3 1 1 1 0 1 7 

Giardia intestinalis + Blastocystis hominis + Endolimax nana 1 1 - - - - - 2 

Giardia intestinalis + Blastocystis hominis + Entamoeba histolytica/dispar - 1 - - 1 - - 2 

Giardia intestinalis + Endolimax nana + Entamoeba coli  - - - - 1 1 - 2 

Giardia intestinalis + Endolimax nana + Iodamoeba bütschlii - - - - 1 - - 1 

Giardia intestinalis + Endolimax nana + Entamoeba histolytica/dispar 1 - - - - - - 1 

Giardia intestinalis + Entamoeba coli + Entamoeba histolytica/dispar - 1 - - - - - 1 

Giardia intestinalis + Entamoeba coli + Blastocystis hominis  - - 1 - - - - 1 

Giardia intestinalis + Entamoeba coli + Entamoeba histolytica/dispar + 

Blastocystis hominis  

- - - - - 1 - 1 

Giardia intestinalis + Blastocystis hominis + Endolimax nana + Entamoeba 

histolytica/dispar + Iodamoeba bütschlii 

- - - - - 1 - 1 

Total 22 22 18 2 14 19 5 92 
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           Sur 567 individus positifs aux parasites, 103 (18.2%) étaient symptomatiques, alors 

que les 464 autres (81.8%) ne l’étaient pas. Les symptômes les plus fréquemment rapportés 

étaient les douleurs abdominales et la diarrhée, rapportés respectivement chez 56/567 (9.9%) 

et 35/567 (6.2%) des cas positifs (Tableau 5). Il est à préciser que sur les 62/65 (95.4%) cas 

de mono-infection à Giardia, aucun signe de diarrhée n'a été signalé. Par ailleurs, les cas de 

co-infection où Giardia était aussi présent, l’épisode diarrhéique n'a été signalé que dans 

6.3% des cas (Tableau 4). Ainsi, seuls cinq échantillons (trois avec Giardia seul, deux avec 

Giardia + Blastocystis et Giardia + E. nana, respectivement) pourraient être liés à des 

épisodes diarrhéiques (Tableaux 4 et 5). En effet, en comparant les 35 rapports sur le signe 

diarrhée, 30 cas négatifs vis-à-vis de Giardia, étaient positifs pour : Blastocystis (48.6%; 

17/35), E. nana et E. histolytica /dispar (31.4%; 11/35 et 28.6%; 10/35, respectivement), C. 

mesnilii et Cryptosporidium spp. (2.9%; 1/35 de chacun). 

         Le nombre total de cas positifs à Giardia avec présence de symptômes était de 21. Lors 

de l'examen de tous les rapports sur les symptômes gastro-intestinaux, aucun n'était plus 

fréquent chez les individus testés positifs vis-à-vis de Giardia que chez les individus testés 

positifs pour les autres parasites (Tableau 5). 
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Tableau 5. Symptômes cliniques observés chez les patients positifs vis-à-vis de Giardia et 

pour les autres parasites respectivement, pour lesquels des informations cliniques étaient 

disponibles. 

 
Signes cliniques 

 
Total 

no. des 

patients 

 
Positif pour 

Giardia   

n = 97 

 

Positif pour des 

parasites autres 

que Giardia 

    n = 470 

 

 
     X² 
                  

 
Valeur P            

Douleur abdominale 56 13   (13.4%)  43     (9.1%)  1.19     0.28  

Diarrhée 35 5   (5.2%)  30    (6.4%) 0.05     0.82 

Constipation 17 2   (2.1%)  15          (3.2%) 0.07     0.79  

Anorexie 4 2   (2.1%)   2  (0.4%) 1.18     0.28 

Vomissement, Nausée 11 3   (3.1%)   8  (1.7%)  0.25     0.62 

Fièvre 18 5   (5.2%)   13  (2.8%) 0.82     0.37  

Prurit Anal 22 5   (5.2%) 17  (3.6%) 0.18     0.67 

Pâleur  5 2   (2.1%) 3  (0.6%) 0.59     0.44 

Retard de croissance 8 3   (3.1%) 5  (1.1%) 1.14     0.28 

 

P > 0.05: Statistiquement non-significatif  
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4. Discussion  

        La prévalence globale du parasitisme intestinal dans la présente étude (27.6%) est en 

accord avec les données précédemment rapportées en Afrique du Nord (Ayadi et al., 1991; 

Bachta et al., 1990; Faye et al., 1998). En effet, le taux de parasitisme intestinal est situé entre 

26.6% et 30.6%. D'autres études dans le même contexte ont obtenu des prévalences plus 

faibles, allant de 6.7% à 19.7% (Benouis et al., 2013; El Guamri et al., 2009; Mergani et al., 

2014; Nicolas et al., 2006), alors qu’une seule étude publiée a indiqué un taux de parasitisme 

plus élevé comparé au nôtre (42.6% à 44.6%) (Shehata and Hassanein, 2015). Dans notre 

étude, la prévalence de Giardia était significativement plus élevée chez les enfants que chez 

les adultes. À l'inverse, la prévalence vis-à-vis des autres parasites, en particulier Blastocystis 

et Endolimax, était plus élevée plutôt chez les adultes que chez les enfants. Certaines études 

ont montré un schéma similaire, où l'âge semblait influencer le taux d'infection par Giardia, 

les enfants étant significativement plus infectés que les adultes (Adou-bryn et al., 2001; El 

Fatni et al., 2014; Mostafi et al., 2011; Saaed and Ongerth, 2019; Von Huth et al., 2019). 

Récemment, deux études réalisées en Libye, la première a porté sur 305 individus, d'âge 

indéterminé souffrant de diarrhée, avec une prévalence vis-à-vis de Giardia de 1.3% (Mergani 

et al., 2014), la seconde étude incluait 505 enfants âgés entre 2 et 17 ans, souffrant aussi de 

diarrhée et présentant une prévalence de 26.3% (Saaed and Ongerth, 2019). 

         Des études antérieures ont déjà montré que la présence de certains parasites semble plus 

fréquente chez les sujets adultes que chez les enfants. Dans la présente étude, Endolimax nana 

et Blastocystis ont été plus souvent retrouvés chez les adultes que chez les enfants. Au 

Nigeria, une étude récente a également révélé une prévalence croissante de Blastocystis selon 

l’âge (Poulsen et al., 2016). Des tendances similaires ont été observées par d'autres équipes de 

recherche pour Blastocystis et pour d’autres espèces appartenant à Archaemoeba (El Safadi et 

al., 2014; Poulsen and Stensvold, 2016; Salehi et al., 2017; Scanlan et al., 2018, 2014). Il 

pourrait y avoir une tendance générale des flagellés tels que Giardia et Dientamoeba à être 

plus fréquents chez les enfants que chez les adultes, tandis que les Blastocystis et les genres 

appartenant aux Archamoebae deviennent plus fréquents avec l'âge (Benouis et al., 2013; 

Jokelainen et al., 2017; Pandey et al., 2015; Shaker et al., 2019). Étant donné que tous ces 

parasites sont communs et transmis par voie fécale-orale et que les adultes et les enfants 

peuvent ne pas être exposés de manière différentielle, les différences d'infection peuvent 

refléter des différences dans les facteurs liés à l'immunité et au microbiote intestinal. 
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         Dans notre étude, la microscopie directe des concentrés fécaux a été utilisée pour la 

détection et la différenciation des protistes intestinaux, tandis que quelques études antérieures 

(Elswaifi et al., 2016; Hamaidi-Chergui et al.,2013; Saaed and Ongerth, 2019; Shehata and 

Hassanein, 2015) ont utilisé une combinaison ou différents tests d'examen et de diagnostic, 

notamment, la microscopie des concentrés fécaux, les dosages immunologiques, un test 

d'immunofluorescence comprenant le DAPI (4', 6-diamidine-2-phénylindole-dichlorhydrate), 

la coloration au trichrome et la coloration acido-résistante, qui peuvent tous différer en termes 

de sensibilité avec une conséquence sur la prévalence de Giardia rapportée. Ceci peut être 

illustré par une étude menée récemment en Égypte (Elswaifi et al., 2016) qui montre une 

prévalence de Giardia de 38% sur la base des résultats des tests immunologiques, contre 18% 

sur la base des résultats de la microscopie des concentrés fécaux. 
 

          L'étendue de la co-infection Giardia et autres protistes parasitaires intestinaux a été 

étudiée dans la présente étude. L'association de Giardia et Blastocystis a été retrouvée dans 12 

cas (2.1%), ce qui est cohérent avec l'étude réalisée à l’Ouest de l’Algérie plus précisément à 

Oran (Benouis et al., 2013). Dans une autre étude récente menée dans la zone urbaine de 

Bissau, en Guinée-Bissau, auprès de 1274 enfants (cohorte I, n = 566 ; cohorte II, n = 708), 

âgés entre 2 et 15 ans, l’étude a montré la présence de Giardia et Entamoeba histolytica / 

dispar chez 10 cas (1.8%) et 20 cas (2.8%), respectivement, Giardia et Endolimax nana dans 

7 cas (1.2%) et 9 cas (1.3%), respectivement. Ces résultats corroborent ceux retrouvés dans 

notre étude (1.4%) (Von Huth et al., 2019).  

         Dans une étude menée en Afrique subsaharienne et en Asie du Sud (Kotloff et al., 

2013), Giardia n'était pas significativement associé à une diarrhée modérée à sévère; une 

observation similaire a été faite dans un autre rapport sur la giardiase pédiatrique endémique 

concluant à une association apparemment paradoxale avec une protection contre la diarrhée 

aiguë causée par d'autres entéro-pathogènes spécifiques, mais avec un risque accru de 

diarrhée persistante chez les porteurs de Giardia (Muhsen and Levine, 2012). Ces résultats 

vont dans le même sens que ceux obtenus dans notre étude. En plus de la diarrhée, Giardia a 

été associé à d'autres symptômes gastro-intestinaux, tels que la distension abdominale, les 

vomissements, de la fièvre et de la perte de poids, principalement chez les enfants (Breurec et 

al., 2016). Malheureusement, pour toutes les personnes symptomatiques, aucune information 

n'était disponible sur le fait que si les infections étaient légères, modérées ou lourdes. Ces 

informations auraient été pertinentes pour éventuellement établir des liens sur l'intensité 

relative de l'infection telle qu'évaluée, par exemple, par PCR en temps réel où les valeurs de 
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seuil de cycle pour les patients positifs au Giardia pourraient être rassemblées et analysées 

dans le contexte des symptômes. 

          Notre étude présente quelques limites, en effet, d’une part, elle a été réalisée sur une 

courte période de 12 mois, par conséquent, le nombre de cas identifiés était faible. D’autre 

part, elle était en milieu hospitalier et aucune population témoin en bonne santé n'a été 

examinée pour obtenir des données sur la prévalence de Giardia et d'autres parasites dans la 

région. Aussi, il est nécessaire de signaler l’absence de données épidémiologiques chez les 

patients négatifs aux parasites. Nous n'avons pas donc été en mesure de déterminer si la 

colonisation par des parasites pouvait protéger les symptômes intestinaux. En plus de ces 

limites, par manque de temps, il n'a pas été possible d'enquêter sur plus d'un échantillon de 

selles par participant. En effet, il semblerait que la sensibilité du diagnostic par la microscopie 

augmenterait avec un nombre accru d'échantillons examinés par personne (Von Huth et al., 

2019). Il est probable que nos résultats sous-estiment la prévalence, toutefois, la même limite 

a été relevée dans une étude précédente publiée en Algérie (Benouis et al., 2013), ce qui rend 

le contexte de notre prévalence comparable. 
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Partie expérimentale (Article 2) 

 

1. Objectifs 

 

- Caractérisation de G. intestinalis chez des enfants et adultes dans deux zones 

géographiques distinctes en Algérie, en utilisant la PCR en temps réel, une PCR 

spécifique à l’assemblage, le génotypage basé sur le séquençage du gène tpi et 

l’analyse de l’ASH dans les assemblages de Giardia. 

 

2. Matériel et méthodes 

 

2.1. Collecte d'échantillons de selles 

 

       Une étude a été menée de 2013 à 2018 dans deux hôpitaux de la Wilaya d'Alger (Centre 

Hospitalo-Universitaire Issad Hassani, Beni Messous et Centre Hospitalo-Universitaire 

Nafissa Hamoud [ex Parnet], Hussein Dey) et deux hôpitaux de la région de Biskra (Hôpital 

de Tolga et Hôpital Docteur Saadane). 

       Un total de 119 échantillons fécaux a été inclut dans cette étude, tous prélevés sur des 

individus soupçonnés de parasitose et / ou souffrant de symptômes gastro-intestinaux 

(diarrhée, vomissements et/ou crampes abdominales), évalués comme parasite-positifs par 

microscopie pour les œufs et les parasites.  

        Parmi les individus participant à l’étude, quarante-huit (n=48) étaient des femmes, 

(n=66) hommes et (n=5) individus de sexe indéterminé. Parmi les patients, (n=55) avaient 

moins de 15 ans et (n=37) étaient plus âgés (tranche d'âge, 2 à 74 ans [médiane, 8 ans ; 

intervalle interquartile (IQR) = 4.25 à 24]) ; l’âge de (n=27) patients était indéterminé. Les 

patients de moins de 15 ans ont été considérés comme enfants, selon la littérature (Júlio et al., 

2012; Pipiková et al., 2018; Rudohradská et al., 2012). 

        Tous les échantillons ont été criblés par le test PCR en temps réel pour Giardia. Certains 

des échantillons (n = 22) utilisés dans la présente étude ont également été utilisés dans notre 

étude récente décrivant la prévalence de Giardia et de divers parasites chez les enfants et les 

adultes algériens (Belkessa et al., 2021). 
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2.2. Extraction et purification de l'ADN génomique 

 

       Les échantillons de selles ont été stockés dans du bichromate de potassium (2.5%) ou de 

l'éthanol (70%) lors du prélèvement (à noter, pour assurer une meilleure conservation, environ 

un tiers des échantillons de selles ont été complétés par les deux tiers d'agent de conservation 

dans des tubes secs). Pour éliminer l'agent de conservation, les échantillons ont été lavés dans 

du PBS une fois, avant l'extraction d'ADN. L'ADN total a été extrait d'échantillons de selles à 

l'aide du système NucliSENS® easyMAG® (bioMérieux, Marcy-l’Étoile, France) en suivant 

les instructions du fabricant avec quelques modifications (Andersen et al., 2013; Budding et 

al., 2010). Brièvement, environ 200 mg de chaque échantillon ont été placés dans un 

microtube de 2 ml, mélangés avec 400 μL de tampon de lyse et vortexés à l'aide de Mylab 

(Vortex-Mixer SLV-6, Seoulin Bioscience Co., Ltd., Seoul, Corée) pendant 2 min pour 

assurer une fragmentation et homogénéisation. Les échantillons ont ensuite été centrifugés 

pendant 5 min à 16,000 tr / min. A partir de chaque échantillon, 100 μl de surnageant ont été 

lysés dans l'appareil NucliSENS® easyMAG®. Par la suite, 60 μL de silice magnétique ont 

été ajoutés à chaque échantillon et mélangés soigneusement. Les échantillons d'ADN extraits 

ont ensuite été conservés à − 20 ° C jusqu'à utilisation. 

 

2.3. PCR en temps réel 
 

        Tous les échantillons (n = 119) ont été criblés pour Giardia par le test PCR en temps 

réel, en interne au Statens Serum Institut qui amplifie une région de 62 pb du gène de l'ARN 

ribosomique à petite sous-unité (ARNr SSU) de Giardia, à l'aide d'amorces et sondes publiées 

antérieurement  (Verweij et al., 2004) (Tableau 6). 

         Le mélange réactionnel de la PCR en temps réel de 25 µL consistait en 1x IMMOLASE 

™ ADN polymérase ImmoMix ™, 2x ImmoMix ™ rouge (Bioline), 1,25 µL (1 µM) des 

amorces Giardia-80F et Giardia-127R, 0,125 µL (0,075 µM) des sondes (Giardia 105T) et 5 

µL d'éluat d'ADN. La PCR en temps réel a été réalisée à l'aide d'un thermocycleur de PCR en 

temps réel rapide Applied Biosystems 7500 (Thermo Fisher Scientific) avec les conditions de 

cyclage suivantes : dénaturation initiale à 95 ° C pendant 10 min, suivie de 50 cycles à 95 ° C 

pendant 15 sec et 60 ° C pendant 60 sec. Les produits de PCR ont été analysés en utilisant le 

logiciel de détection de séquence v.2.3 (Thermo Fisher Scientific). Un échantillon était 

considéré comme positif si une courbe exponentielle était observée, avec une valeur Ct ≤ 42.         

Des contrôles négatifs (eau) et positifs (ADN pour G. intestinalis) ont été inclus dans chaque 

essai ainsi que des contrôles d'inhibition. 
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Tableau 6. Liste des oligonucléotides utilisés pour la PCR en temps réel, la PCR spécifique à l'assemblage et le génotypage basé sur le gène tpi 

avec des indications de la taille des amplicons. 

 

Essai  
Oligonucléotides 

(amorce/sonde) 
Assemblage Séquences d'amorces et de sondes (5´- 3´) 

Taille du produit 

PCR (pb) 
Références 

 

PCR en temps réel  

 

Giardia-80F 

Giardia-127R 
NA 

For GACGGCTCAGGACAACGGTT 

Rev TTGCCAGCGGTGTCCG 
62 

(Verweij et 

al., 2004) 

 
Sonde Giardia-

105T 
NA FAM-CCCGCGGCGGTCCCTGCTAG-BHQ-1   

Assemblage-specific 

PCR  
4E1-HP 

A 

 

B 

For AAAGAGATAGTTCGCGATGTC 

Rev ATTAACAAACAGGGAGACGTATG 

For  GAAGTCATCTCTGGGGCAAG 

Rev GAAGTCTAGATAAACGTGTCGG 

165 

 

272 

(Vanni et al., 

2012) 

Analyse du gene tpi  

 

Giardia AL3543 

Giardia AL3546 

Giardia AL3544 

Giardia AL3545 

Tout les 

assemblages 

For AAATIATGCCTGCTCGTCG 

Rev CAAACCTTITCCGCAAACC 

For CCCTTCATCGGIGGTAACTT 

Rev GTGGCCACCACICCCGTGCC 

605 

 

530 

(Sulaiman et 

al., 2003) 

NA, n'est pas applicable, For, Forward ; Rev, Reverse 
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2.4. Typage moléculaire 

 

        Une PCR spécifique à l'assemblage (méthode 4E1-HP (Vanni et al., 2012)) a été réalisée 

sur un thermocycleur LifeECO à 96 puits (technologie Bioer) en utilisant Platinum® Taq 

DNA Polymerase Master Mix (Invitrogen). La concentration finale de chaque amorce utilisée 

dans les réactions de PCR était de 0.4 pM, les séquences de chaque paire d'amorces sont 

présentées dans le tableau 6. 

        Toutes les réactions ont suivi la même programmation du thermocycleur: une étape 

d'activation-dénaturation à 94 °C pendant 5 min suivie de 40 cycles, chacun consistant en 94 

°C pendant 30 sec, une étape de recuit de 30 sec à 56 °C et une étape d'extension de 72 °C 

pendant 30 sec. Une étape d'extension finale a été réalisée à 72 °C pendant 7 min. Les 

produits de PCR ont été analysés par électrophorèse verticale (90 V, 60 min) sur TBE 1x gels 

d'agarose à 1.5% colorés avec EZ-Vision® DNA dye (Amresco Inc., Solon, OH, USA) et 

photographiés avec le système d'imagerie BioDoc-it ™ (transilluminateur 2UV). Un 

marqueur de poids moléculaire de 1 Kb d'ADN GeneRuler DNA Ladder Mix (Thermo 

Scientific ™, Waltham, MA, USA) a été utilisé. 

        Les assemblages ont été identifiés en fonction de la taille des produits de PCR par 

rapport aux ADN témoins positifs (Assemblage A et Assemblage B) fournis par le 

Laboratoire de référence de l'Union européenne pour les parasites, Rome, Italie. Le résultat a 

été considéré comme positif pour G. intestinalis Assemblage A ou Assemblage B si la taille 

de la bande était respectivement de 165 pb ou 272 pb  (Vanni et al., 2012). Un échantillon a 

été considéré comme positif pour les deux assemblages A et B (infection mixte) si les deux 

bandes étaient présentes. Si d'autres bandes étaient visibles, ce résultat était également 

rapportée (Tableau 7). 

        Les échantillons positifs à Giardia avec une valeur Ct <32 ont été génotypés au niveau 

de l'assemblage en utilisant un test PCR niché pour l'amplification d'un fragment de 530 pb du 

gène tpi (Sulaiman et al., 2003); ce seuil de valeur Ct a été choisi selon la littérature qui 

rapporte que les échantillons avec des valeurs Ct plus élevées étaient peu susceptibles de 

produire des séquences tpi de qualité suffisante. 

        Les réactions de PCR ont été réalisées dans des volumes totaux de 25 μL, constitués de 

12,5 μL de ReadyMix ™ Taq PCR Reaction Mix (Sigma-Aldrich Co. LLC, CA, USA) (PCR 

Buffer, MgCl2, dNTP, DNA Polymerase Taq polymerase), 1 μL (0.4 µM) de chacune des 

amorces externes AL3543 et AL3546, 8,5 μL d'eau distillée UltraPure ™ DNase / RNase-

Free Invitrogen ™ (Thermo Fisher Scientific, Carlsbad, CA, USA) et 2 μL d'ADN pour 
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l'amplification primaire. La PCR a été réalisée avec un démarrage à chaud initial de 94 ° C 

pendant 5 min, 35 cycles de 94 ° C pendant 45 sec, 50 ° C pendant 45 sec et 72 ° C pendant 

60 sec, suivi d'une extension finale de 72 °C pendant 10 min à l'aide d'un thermocycleur 

LifeECO à 96 puits. Les mêmes conditions ont été appliquées à la deuxième réaction de PCR 

où 2 μL de produit de PCR de la réaction primaire et 1 μL (0.4 µM) des amorces internes 

AL3544 et AL3545 ont été utilisés pour la réaction (17). Les échantillons positifs à la PCR 

ont été purifiés avec le kit de purification QIAquick® PCR (Qiagen, Hilden, Allemagne) 

selon les instructions du fabricant et séquencés dans les deux sens par Eurofins MWG Operon 

(Ebersberg, Allemagne). 

 

2.5. Analyse de séquence 
 

        Les séquences d'ADN spécifiques au gène tpi ont été éditées et découpées à l'aide du 

logiciel Staden Package 2.0.0b11-2016 et alignées à l'aide d'outils en ligne 

(http://multalin.toulouse.inra.fr/). L'analyse de l'ASH dans les séquences tpi impliquait 

l'identification de «doubles pics» ; c'est-à-dire des nucléotides chevauchants. Les séquences 

tpi ont été traduites en séquences d'acides aminés (aa) à l'aide d'un outil de traduction en ligne 

(http://web.expasy.org/translate) et alignées pour identifier les différences dans les séquences 

d’aa reflétant les doubles pics. Les séquences de référence pour comparaison ont été extraites 

de GenBank et choisies sur la base d'études antérieures  (Akinkuotu et al., 2019a, 2019b; 

Ankarklev et al., 2012; Pipiková et al., 2018) et récupérées de GenBank (numéros d'accès: 

AF069556, AF069557, MF169203, DQ650648, MK509037, MH644770, JX266842, 

AY228628, AF069560, AY228641, DQ246216, KF891311 et AF069558). Les séquences 

d'ADN reflétant le gène tpi obtenues dans cette étude ont été soumises à GenBank sous les 

numéros d’accession : MW251133-MW251180. 

          Pour afficher la ségrégation des séquences d'ADN en assemblages, un arbre 

phylogénétique a été construit dans le logiciel Molecular Evolutionary Genetics Analysis 

(MEGA X version 10) (Kumar et al., 2018) en utilisant la méthode de Minimum – Evolution. 

Les distances évolutives ont été calculées à l'aide du modèle Tamura-Nei et le pourcentage 

d'arbres répliqués dans lesquels les taxons associés regroupés ont été estimés à l'aide du test 

bootstrap (1,000 répliques) (Felsenstein, 1985). 

 

2.6. Analyses statistiques 
 

       Les valeurs de seuil (Ct) du cycle de PCR en temps réel ont été évaluées à l'aide du 

logiciel StepOne, version 2.3 (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA). Les différences 

http://multalin.toulouse.inra.fr/
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de prévalence de Giardia entre les groupes ont été testées en calculant et en comparant les 

intervalles de confiance (IC) de Wilson pour les proportions, complétés par le test du Chi-

carré N-1 (https://www.medcalc.org/calc/comparison_of_proportions.php, date d’accès : 

10/07/2020). 

         Les différences entre les valeurs Ct pour les échantillons positifs et négatifs pour la 

microscopie, ainsi que pour l'utilisation de stockage d'échantillons à base d'éthanol (70%) et 

de bichromate de potassium (2.5%) ont été évaluées à l'aide du t-test non apparié implémenté 

dans Microsoft Excel 2016. Les différences dans la sensibilité et la spécificité entre la 

microscopie et la PCR en temps réel ont été analysées à l'aide du test Fisher's Exact 

(https://www.graphpad.com/quickcalcs/contingency1/). Les valeurs de probabilité (P) < 0.05 

ont été considérées comme indiquant une signification statistique.  

          La sensibilité et la spécificité de la microscopie et de la PCR en temps réel ont été 

calculées à l'aide d'un calculateur d'évaluation de test de diagnostic en ligne 

(https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php). L'accord inter-tests entre la microscopie 

et la PCR en temps réel a été quantifié à l'aide de l'indice Kappa de Cohen 

(https://www.graphpad.com/quickcalcs/kappa1/). 

 

3. Résultats 
 

 

3.1. Confirmation des résultats de la microscopie par PCR en temps réel spécifique à 

Giardia spp. 

 

         Pour cette étude, nous avons utilisé des ADN d'échantillons de selles positifs aux 

parasites prélevés dans des hôpitaux en Algérie auprès de 119 patients suspectés de parasitose 

et / ou souffrant de symptômes gastro-intestinaux. Sur les 119 échantillons, 80 (67%) étaient 

positifs à Giardia par PCR en temps réel (médiane de la valeur Ct, 26.56 ; intervalle 

interquartile [IQR], 23.11 à 32.22), parmi ces échantillons positifs, 66 avaient été évalués 

positifs pour Giardia par microscopie (médiane de la valeur Ct pour les échantillons positifs à 

la microscopie, 26.04 ; IQR, 22.78–31.86). Quatorze échantillons (n=14) positifs par PCR en 

temps réel se sont révélés négatifs pour Giardia par microscopie (médiane de la valeur Ct, 

28.59 ; IQR, 24.92–34.95) (Figure 11). Les 39 échantillons restants (33%) étaient négatifs à la 

PCR en temps réel pour Giardia ; parmi ceux-ci, sept avaient été évalués positifs pour 

Giardia par microscopie et 32 étaient négatifs à la fois par PCR en temps réel et par 

microscopie. 

 

https://www.medcalc.org/calc/comparison_of_proportions.php
https://www.graphpad.com/quickcalcs/contingency1/
https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php
https://www.graphpad.com/quickcalcs/kappa1/
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Figure 11. Comparaison de la sensibilité entre la PCR en temps réel et la microscopie 

      

         Les valeurs Ct des échantillons positifs à la fois par PCR en temps réel et par 

microscopie avaient tendance à être inférieures aux valeurs Ct des échantillons positifs par 

PCR en temps réel mais négatifs par microscopie (Figure 12A).  

 

          Figure 12.  Valeurs de seuil du cycle de PCR en temps réel selon A) résultats de 

microscopie (négatifs vs positifs pour Giardia intestinalis) B) milieu de conservation (éthanol 

70% vs bichromate de potassium 2.5%). *** indique P <0.001. 

 

       Tel qu'évalué par PCR en temps réel, les enfants étaient plus fréquemment infectés par 

Giardia (P <0.001), avec 45/55 (82%) enfants positifs comparés à 11/37 (30%) adultes 

positifs (Figure 13). Ces résultats sont concordants avec ceux trouvés dans notre étude 
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précédente (Belkessa et al., 2021). Les valeurs Ct des échantillons qui avaient été stockés 

dans du bichromate de potassium (2.5%) étaient significativement inférieures aux valeurs Ct 

des échantillons qui avaient été stockés dans de l'éthanol (70%) (P <0.001) (Figure 12B). 

 
 

Figure 13. Proportion des cas positifs de Giardia parmi les individus positifs aux parasites 

selon les tranches d'âge (enfants vs adultes). 

 

        Comme la plupart des individus étaient des enfants, nous avons effectué la même analyse 

en excluant les adultes et les individus d'âge inconnu pour éliminer tout effet potentiel de 

l'âge. Des résultats similaires ont été obtenus (P <0.001) (données non présentées). 

 

        La sensibilité de la PCR en temps réel et de la microscopie en utilisant l'une ou l’autre 

comme référence était de 90.4% et 82.5%, tandis que la spécificité était de 69.6% et 82%, 

respectivement. La concordance diagnostique entre la PCR en temps réel et la microscopie 

était substantielle (valeur Kappa de Cohen = 0.61). 

 

3.2. Analyse spécifique à l'assemblage 

 

        En utilisant le test PCR spécifique à l'assemblage, nous avons constaté que sur les 80 

échantillons positifs pour Giardia par PCR en temps réel, des produits de PCR visibles par 

électrophorèse sur gel ont été obtenus pour 25 (31%), parmi ces derniers, 4 (5%) indiquaient 

l'assemblage A et 21 (26%) ont indiqué l'assemblage B. Les 55 autres (69%) échantillons 

positifs à Giardia n'ont pas fourni de résultats clairs ; parmi ceux-ci, 8 (10%) échantillons ont 

produit des bandes supplémentaires/multiples, y compris la bande spécifique de Giardia 
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Assemblage B ; les 47 autres échantillons (59%) ne montraient aucun produit de PCR visible 

par analyse sur gel (Figure 14).  

 

Figure 14. Amplification par PCR de Giardia intestinalis en utilisant la méthode 4E1-HP sur 

des gels d'agarose à 1.5% colorés avec le colorant ADN EZ-Vision® 

 

          La médiane de la valeur Ct pour les échantillons positifs à la PCR spécifique à 

l'assemblage était de 23.91 (IQR, 22.75–26), tandis que la médiane de la valeur Ct pour les 

échantillons négatifs à la PCR spécifique à l'assemblage était de 30.98 (IQR, 24.24–36.68) (P 

<0.001). 

         Afin de valider les résultats obtenus avec le test PCR spécifique à l'assemblage et 

d'obtenir des informations de séquence sur les échantillons sans produits de PCR visibles par 

analyse sur gel, nous avons effectué un génotypage tpi. Pour les 48 échantillons (61%) qui 

étaient positifs par PCR en temps réel vis-à-vis de Giardia et avaient des valeurs Ct 

inférieures à 32 (médiane de la valeur Ct, 24.07 ; IQR, 22.61– 26.63), le gène tpi a été 

amplifié avec succès par PCR nichée et séquencé (Figure 15) (à noter, trois échantillons 

analysés avec le test spécifique à l'assemblage n'ont pas été soumis au génotypage tpi en 

raison du manque de disponibilité d'ADN). 
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 Figure 15.  Amplification par PCR de Giardia intestinalis à l'aide du gène tpi sur des 

gels d'agarose à 1.5% colorés avec le colorant ADN EZ-Vision® 

 

        Sur les 48 séquences tpi, l'analyse phylogénétique a abouti à 22 (46%) séquences 

d'Assemblage A appartenant à des échantillons de 10 enfants, 6 adultes et 6 individus d'âge 

inconnu. Les 26 séquences restantes (54%) ont été attribuées à l'Assemblage B et 

correspondaient à des échantillons de 15 enfants, un adulte et 10 d'âge inconnu (Tableau 7).  
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Tableau 7. Résumé des assemblages de Giardia détectés par l'analyse du gène tpi selon les 

caractéristiques démographiques de base de la population étudiée. 

 

Population étudiée (N = 119) Giardia-positif 

(PCR en temps 

réel) 

Assemblage A 

échantillons typés/ 

positif * 

Assemblage B 

échantillons typés/ 

positif * 

Enfants  (N = 55) 45/55 (82%) 10/25 (40%) 15/25 (60%) 

Garçons (n = 30)  24/30 (80%) 5/14 (36%) 9/14 (64%) 

Filles (n = 25)  21/25 (84%) 5/11 (45%) 6/11 (55%) 

Adultes   (N = 37) 11/37 (30%) 6/7 (86%) 1/7 (14%) 

Masculin (n = 23)  5/23 (22%) 3/3 (100%) 0/3 (00%) 

                      Féminin (n = 14)  6/14 (43%) 3/4 (75%) 1/4 (25%) 

Age indéterminé (N = 27) 24/27 (89%) 6/16 (37%) 10/16 (63%) 

Masculin (n = 13) 12/13 (92%) 4/8 (50%) 4/8 (50%) 

Féminin (n = 9) 9/9 (100%) 1/6 (17%) 5/6 (83%) 

                       Inconnu (n = 5) 3/5 (60%) 1/2 (50%) 1/2 (50%) 

TOTAL 80/119 (67%) 22/48 (46%) 26/48 (54%) 

 

* Les résultats des échantillons positifs référés aux assemblages A et B étaient basés sur 

l'analyse du gène tpi. 
 

         L'analyse phylogénétique des gènes tpi a montré que les échantillons des assemblages A 

et B formaient deux groupes très distincts (Figure 16). Les échantillons appartenant à 

l'Assemblage B n'ont pas pu être affectés au niveau du sous-assemblage par alignement ou 

analyse phylogénétique, par conséquent, ils sont appelés Assemblage B uniquement. Tandis 

que, les échantillons appartenant à l'Assemblage A étaient tous identiques à 100% à la 

séquence de référence du sous-type A2 disponible dans GenBank (Figure 16). 
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Figure 16. Analyse phylogénétique condensé de G. intestinalis basée sur les séquences du 

gène tpi. L'arbre a été construit en utilisant la méthode de Minimum-Evolution basée sur la 

distance génétique calculée par le modèle Tamura-Nei. Les valeurs de bootstrap supérieures à 

70% à partir de 1000 répliques sont affichées sur les nœuds. Les séquences de référence des 

principaux assemblages et sous-types de G. intestinalis sont marquées par des cercles noirs 

pleins. Les échantillons d'étude sont marqués respectivement par des carrés gris foncé 

(Assemblage A) ou gris clair (Assemblage B). 

 

Assemblage B  

Assemblage A  
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          Sur les 22 échantillons identifiés comme assemblage A par le marqueur tpi, quatre ont 

été marqués positifs pour l'Assemblage A par PCR spécifique à l'assemblage, quatre ont été 

marqués positifs pour l'Assemblage B en présence d'autres bandes et 14 ont échoués à 

produire un produit de PCR. 

           Sur les 26 échantillons positifs au tpi pour l'Assemblage B, 21 étaient positifs pour 

l'Assemblage B par PCR spécifique à l'assemblage (trois de ces échantillons produisaient 

plusieurs produits PCR), tandis que les cinq autres étaient négatifs à la PCR spécifique à 

l'assemblage. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



PARTIE EXPERIMENTALE  

55 
 

Tableau 8.  Résumé des résultats obtenus à l'aide de la PCR en temps réel, de la PCR spécifique à l'assemblage et de l'analyse du gène tpi d'échantillons 

positifs aux Giardia prélevés dans deux zones géographiques distinctes en Algérie, précédemment testés positifs pour G. intestinalis par microscopie des 

concentrés fécaux et conservés dans l'un ou l'autre du bichromate de potassium 2.5% ou de l'éthanol à 70% avant l'analyse. 
 

ID 

d'échantillon 

 

Date 

d'échantillonnage 

 

Location 

 

Milieu de 

conservation 

 

   Sexe 

 

  Groupe 

d’age 

 

Microscopie 

pour Giardia 

intestinalis 

Résultats de 

la PCR en 

temps réel 

(Ct value) 

Résultat de PCR 

spécifique à 

l'assemblage Résultat de tpi 

ALG-001 
25/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% 

 

Féminin 

 

Enfant  
 

Positif 16.75 Assemblage B + autre bande/s Assemblage A 

ALG-002 05/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin  Adulte  Positif 19.27 Négatif Assemblage A 

ALG-003 03/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Indéterminé   Positif 19.87 Assemblage B Assemblage B 

ALG-004 01/02/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Indéterminé   Positif 20.16 Assemblage A Assemblage A 

ALG-005 14/11/2018 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 20.93 Négatif Assemblage A 

ALG-006 19/01/2017 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Indéterminé  Indéterminé   Positif 20.96 Négatif Assemblage A 

ALG-007 10/09/2017 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Indéterminé   Positif 21.1 Négatif Assemblage B 

ALG-008 27/08/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Indéterminé   Positif 21.11 Assemblage B Assemblage B 

ALG-009 19/12/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Indéterminé   Positif 21.11 Négatif Assemblage A 

ALG-0010 11/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin Adulte  Positif 21.55 Négatif Assemblage A 

ALG-0011 02/04/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 22.16 Assemblage B Non effectué 

ALG-0012 18/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 22.17 Assemblage B Non effectué 

ALG-0013 28/01/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Indéterminé   Positif 22.49 Négatif Assemblage A 

ALG-0014 08/10/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Adulte  Positif 22.54 Assemblage B Non effectué 

ALG-0015 06/11/2017 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Indéterminé   Positif 22.56 Négatif Assemblage A 

ALG-0016 02/04/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 22.78 Assemblage B + autre bande/s  Assemblage A 

ALG-0017 31/05/2018 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 22.79 Assemblage B + autre bande/s Assemblage B 

ALG-0018 19/09/2017 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Enfant   Positif 22.79 Négatif Assemblage A 

ALG-0019 07/01/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin  Indéterminé   Positif 22.97 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0020 03/10/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Indéterminé   Positif 23.07 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0021 25/02/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 23.25 Assemblage B + autre bande/s Assemblage A 

ALG-0022 26/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Masculin Enfant   Négatif 23.42 Assemblage B Assemblage B 
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ALG-0023 05/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin  Enfant   Positif 23.56 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0024 27/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin  Enfant   Positif 23.6 Négatif Non effectué 

ALG-0025 24/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Féminin Enfant   Négatif 23.61 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0026 23/04/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 23.71 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0027 03/12/2017 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Enfant   Positif 23.8 Négatif Assemblage A 

ALG-0028 26/02/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Adulte  Positif 23.91 Assemblage A Assemblage A 

ALG-0029 13/02/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 24.24 Négatif Assemblage A 

ALG-0030 25/01/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Indéterminé   Positif 24.26 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0031 24/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Féminin Enfant   Négatif 24.32 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0032 27/04/2018 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 24.81 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0033 27/03/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 25.02 Négatif Assemblage A 

ALG-0034 25/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Masculin Enfant   Négatif 25.12 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0035 31/03/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Indéterminé  Indéterminé   Positif 25.5 Assemblage B + autre bande/s Assemblage B 

ALG-0036 21/08/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Indéterminé   Positif 25.5 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0037 24/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Masculin Enfant   Négatif 25.59 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0038 10/04/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 25.84 Négatif Assemblage B 

ALG-0039 01/10/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 26.24 Négatif Assemblage A 

ALG-0040 22/05/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 26.42 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0041 27/03/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Féminin Adulte  Négatif 26.7 Négatif Assemblage B 

ALG-0042 27/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Adulte   Positif 26.73 Assemblage A Assemblage A 

ALG-0043 21/08/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Enfant   Négatif 26.75 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0044 03/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 26.76 Assemblage B + autre bande/s Assemblage B 

ALG-0045 02/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Adulte  Positif 27.4 Assemblage B + autre bande/s Assemblage A 

ALG-0046 27/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Adulte  Positif 27.92 Assemblage A Assemblage A 

ALG-0047 05/04/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Indéterminé   Positif 28 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0048 27/03/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 28.36 Assemblage B Assemblage B 

ALG-0049 16/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 28.41 Négatif Assemblage A 

ALG-0050 06/10/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin  Enfant   Positif 29.5 Négatif Assemblage B 

ALG-0051 01/08/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Indéterminé   Positif 29.76 Négatif Assemblage B 

ALG-0052 14/04/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 30.03 Négatif Non effectué 
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ALG-0053 28/12/2016 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Masculin Indéterminé   Négatif 30.44 Négatif Assemblage A 

ALG-0054 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Indéterminé   Positif 30.49 Négatif Non effectué 

ALG-0055 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Positif 30.86 Négatif Non effectué 

ALG-0056 14/02/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Adulte  Positif 30.98 Négatif Non effectué 

ALG-0057 10/04/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 31.1 Négatif Non effectué 

ALG-0058 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Indéterminé   Positif 31.76 Négatif Non effectué 

ALG-0059 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin Indéterminé   Positif 32.18 Négatif Non effectué 

ALG-0060 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Indéterminé   Positif 32.21 Négatif Non effectué 

ALG-0061 22/09/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 32.23 Autre bandes Non effectué 

ALG-0062 08/04/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Masculin Enfant   Positif 32.27 Négatif Non effectué 

ALG-0063 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin  Indéterminé   Négatif 33.54 Négatif Non effectué 

ALG-0064 03/10/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin Adulte  Négatif 33.84 Négatif Non effectué 

ALG-0065 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Indéterminé   Positif 34.15 Négatif Non effectué 

ALG-0066 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin  Indéterminé   Négatif 34.22 Négatif Non effectué 

ALG-0067 15/05/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Positif 35.88 Négatif Non effectué 

ALG-0068 26/02/2018 Hôpital de Tolga - Biskra  BP 2.5% Féminin Adulte  Positif 35.93 Négatif Non effectué 

ALG-0069 23/07/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Positif 36.68 Négatif Non effectué 

ALG-0070 Indéterminé CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Indéterminé  Indéterminé   Positif 36.71 Négatif Non effectué 

ALG-0071 08/10/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Positif 36.89 Négatif Non effectué 

ALG-0072 10/10/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Négatif 37.15 Négatif Non effectué 

ALG-0073 27/05/2013 CHU IH, BM - Alger  BP 2.5% Féminin Enfant   Positif 37.43 Négatif Non effectué 

ALG-0074 21/10/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Positif 37.47 Négatif Non effectué 

ALG-0075 04/04/2018 Hôp Dr Saadane- Biskra BP 2.5% Féminin Enfant   Négatif 38 Négatif Non effectué 

ALG-0076 03/07/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin Enfant   Positif 38.39 Négatif Non effectué 

ALG-0077 24/07/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin  Enfant   Positif 39.1 Négatif Non effectué 

ALG-0078 02/05/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin Enfant   Positif 39.93 Négatif Non effectué 

ALG-0079 10/10/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Masculin  Enfant   Négatif 39.97 Négatif Non effectué 

ALG-0080 26/06/2018 CHU NH, HD - Alger  Ethanol 70% Féminin  Enfant   Positif 41.51 Négatif Non effectué 

Hôp Dr Saadane : Hôpital Docteur Saadane, CHU IH, BM : Centre Hospitalo-Universitaire Isaad Hassani, Beni-Messous, CHU NH, HD : Centre Hospitalo-Universitaire Nafissa Hamoud, Hussein Dey, BP : 

Bichromate de potassium 
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3.3. Hétérozygotie de séquence allélique 

 

        Pour les 22 échantillons de Giardia Assemblage A, l'analyse de la séquence du gène tpi a 

révélé des données de séquence non ambiguës sans preuve d’ASH ; de plus, les 22 séquences 

étaient toutes identiques et regroupées avec la séquence de référence du sous-type A2 

(numéro d'accès GenBank AF069557) (Figure 16). 

Pour les 26 échantillons de l'assemblage B, le séquençage des produits PCR du tpi a produit 

vingt-et-une variantes de séquence distinctes (Tableau 9). Sept séquences n'avaient aucun 

double pic visible dans aucune position nucléotidique. Parmi ces séquences, quatre (ALG-

007, ALG-0017, ALG-0019 et ALG-0040) étaient identiques à 100% à la séquence de 

référence de Giardia sous-type BIV / Ad-19 (numéro d'accès GenBank AF069560) (Figure 

16, Tableau 9), et une séquence (ALG-0050) était identique de 100% à la séquence de 

référence de Giardia sous-type BIII / 2924 (numéro d'accès GenBank AY228628) (Tableau 

9). 

          Les 19 séquences d'Assemblage B restantes avaient des nucléotides chevauchants 

(doubles pics) dans au moins une position. Parmi ces séquences, les séquences ALG-0022, 

ALG-0025 et ALG-0031 étaient identiques à 100%, avec des doubles pics aux positions 

suivantes : 77, 162, 165, et 168. 
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Tableau 9. Analyse comparative de l'étendue de l'hétérozygotie de séquence allélique dans le gène tpi de Giardia intestinalis Assemblage B identifié 

dans l'étude. 

 

Assemblage/Sous-type     Materiel Position des nucléotides depuis le début du gène 

  77 91* 105 111 121 132 141 162 165* 168* 205 216 261 271 280 297 312 333 407 429 448 

BIII/ 2924  (AY228628)   C C G G G C C G C C C C G C A A C T A G G 

BIV/Ad-19 (AF069560)  C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 

ALG-003   Échantillon de selles C C G G G C Y R C Y C C G Y R R C Y A G G 

ALG-007 Échantillon de selles C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 

ALG-008 Échantillon de selles C C G G G C Y R Y Y C C G Y R R C Y A G G 

ALG-0017 Échantillon de selles C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 

ALG-0019 Échantillon de selles C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 

ALG-0020 Échantillon de selles C Y G R R C C G C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0022 Échantillon de selles Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0023 Échantillon de selles C Y R G G C C R C C C C G C A A Y T A G R 

ALG-0025 Échantillon de selles Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0026 Échantillon de selles C T G G G C C G Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0030 Échantillon de selles C C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0031 Échantillon de selles Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0032 Échantillon de selles C Y G G G C C R C C Y C G C A R C Y A G G 

ALG-0034 Échantillon de selles T C G G G C C A C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0035 Échantillon de selles C C G G G C C R C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0036 Échantillon de selles C T G G G C C A C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0037 Échantillon de selles Y C G G G C C R C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0038 Échantillon de selles C C G G G C C G C C C Y G C A A C T A G G 

ALG-0040 Échantillon de selles C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 

ALG-0041 Échantillon de selles C C G G G Y C G C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0043 Échantillon de selles C C G G G C C R C C C C G Y R R C Y A G G 

ALG-0044 Échantillon de selles C C G G G C C R Y C C C G C A A C T W G G 

ALG-0047 Échantillon de selles C C G G G C C R C C C C R C A A Y T A G G 

ALG-0048 Échantillon de selles C C G G G C C G Y Y C C G C A A C T A G G 

ALG-0050 Échantillon de selles C C G G G C C G C C C C G C A A C T A G G 

ALG-0051 Échantillon de selles C T G G G C C G Y Y C C G C A A C T A R G 

Clés: les astérisques (*) représentent des modèles de substitution suggérés comme marqueurs pour différents Giardia sous-types B (Ankarklev et al., 2012; Wielinga and Thompson, 2007). 
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        La traduction des séquences nucléotidiques en séquences acide aminé a révélé des 

mutations silencieuses et non synonymes parmi les séquences de Giardia Assemblage B. 

Tous les profils de substitution observés étaient des mutations de transition (T ↔ C ou A ↔ 

G), à l'exception d'une mutation de transversion (A↔T) observée dans l'échantillon ALG-

0044. Les substitutions nucléotidiques de sept séquences (ALG-0026, ALG-0030, ALG-0035, 

ALG-0038, ALG-0041, ALG-0048 et ALG-0051) correspondaient à des mutations 

silencieuses et n'ont donc pas provoqué de changement dans la séquence d’acide aminé, tandis 

que les substitutions de nucléotides observées dans 12 séquences (ALG-003, ALG-008, ALG-

0020, ALG-0022, ALG-0023, ALG-0025, ALG-0031, ALG-0032, ALG-0037, ALG-0043, 

ALG-0044 et ALG-0047) étaient des mutations non synonymes (Figure 17, Tableau 10).  

 

 

Figure 17. Chromatogramme d'une séquence générée à partir de l'ADN de l'isolat ALG-003 

illustrant des variations nucléotidiques où les positions indiquées par une flèche montrent la 

présence d'un double pic. 
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Tableau 10. Analyse comparative de la séquence des substitutions d'acides aminés exprimées 

dans le gène tpi des échantillons de Giardia intestinalis Assemblage B identifiés dans l'étude. 

Seuls les échantillons avec des doubles pics entraînant l'existence de substitutions non-

synonymes ont été inclus. 

 

 

Séquences 

d'acides 

aminés 

 

Position des acides aminés depuis le début du gène 
 

 

 
26 31 41 87 91 94 136 150 

sequence de 

reference tpi 

(KP687784.1) A Y  V M  H  I K A 
 

ALG-003 A H  V M (H ↔Y) (I ↔ V) K A 

ALG-008 A H  V M (H ↔ Y) (I ↔ V) K A 

ALG-0020  A ((H ↔ Y) (I ↔ V) M  H  I K A 

ALG-0022 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 

ALG-0023  A ((H ↔ Y)   V M  H  I K ((T ↔ A)  

ALG-0025 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 

ALG-0031 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 

ALG-0032 A ((H ↔ Y)   V M  H  I K A 

ALG-0037 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 

ALG-0043  A H  V M (H ↔ Y) (I ↔ V) K A 

ALG-0044  A H  V M  H  I (K ↔ M) A 

ALG-0047 A H  V (I ↔ M)  H  I  K A 

 
 

 

 

        L'analyse d'alignement des séquences de nucléotides traduites en acides aminés avec la 

séquence de référence complète du gène tpi (numéro d'accès GenBank : KP687784.1) a 

indiqué que les échantillons ALG-003, ALG-008 et ALG-0043 avaient deux substitutions 

d'acide aminé exprimées à la position 91 (H ↔ Y) et 94 (I ↔ V) entraînant le remplacement 

de l'acide aminé Histidine en Tyrosine et de l'Isoleucine en Valine, respectivement. 

L'échantillon ALG-0020 avait deux substitutions d'acide aminé exprimées en positions 31 (H 

↔ Y) et 41 (I ↔ V) induisant le remplacement de l'acide aminé Histidine en Tyrosine et 

Isoleucine en Valine, respectivement. Les échantillons ALG-0022, ALG-0025, ALG-0031 et 

ALG-0037 ont indiqué une substitution exprimée en position 26 (A ↔ V) déclenchant un 

changement de l'acide aminé Alanine en Valine. L'échantillon ALG-0023 présentait deux 

substitutions exprimées en position 31 (H ↔ Y) et 150 (T ↔ A) induisant un changement de 

l'acide aminé Histidine en Tyrosine et de la Thréonine en Alanine. Les échantillons ALG-

0032, ALG-0044 et ALG-0047 présentaient une substitution exprimée en positions 31 (H ↔  
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Y), 136 (K ↔ M) et 87 (I ↔ M) entraînant le changement de l'acide aminé Histidine en 

Tyrosine, Lysine en Méthionine et l'Isoleucine en Méthionine, respectivement. Tous les 

remplacements d'acides aminés sont réversibles. 

 

4. Discussion  

 

         Dans cette étude, nous avons fourni des informations de base sur les assemblages de 

Giardia circulant dans la population humaine en Algérie en utilisant le génotypage basé sur 

des séquences, et nous fournissons certaines des premières données de génotypage à émerger 

dans ce domaine dans toute l'Afrique. De plus, notre étude fournit des informations sur la 

prévalence de Giardia chez les individus positifs aux parasites intestinaux dans des zones 

sélectionnées en Algérie et des informations sur les facteurs en amont susceptibles 

d'influencer le processus menant à un génotypage réussi. 

Sur la base de la PCR en temps réel, le taux global de Giardia intestinalis chez les individus 

microscopiquement positifs pour les parasites intestinaux était de 67%, les enfants étant plus 

fréquemment infectés que les adultes (82% contre 30%), confirmant la tendance identifiée 

dans notre étude précédente (Belkessa et al., 2021). 

           La PCR en temps réel était plus sensible pour la détection de Giardia que la 

microscopie, ce qui est en accord avec les résultats précédents (Beyhan and Taş Cengız, 2017; 

Bruijnesteijn van Coppenraet et al., 2009; Schuurman et al., 2007; Stensvold and Nielsen, 

2012). Cependant, nous avons identifié sept échantillons qui étaient positifs pour la 

microscopie vis-à-vis de Giardia mais négatifs par PCR en temps réel. Ce résultat pourrait 

s'expliquer en partie par une  mauvaise interprétation lors du diagnostic (échantillons faux 

positifs) ou par la présence de kystes ‘vides’ (considérés comme vrais positifs), qui seraient 

observables par microscopie mais  manqueraient de matériel génétique qui pourrait être 

amplifié par PCR en temps réel comme précédemment observé par des collègues (Lebbad et 

al., 2011). 

          La différence entre les valeurs Ct observées lors de l'utilisation du bichromate de 

potassium (2.5%) ou de l'éthanol (70%) pour le stockage des échantillons pourrait indiquer 

que le premier est plus optimal pour la conservation des échantillons prélevés pour la 

caractérisation moléculaire de Giardia. Ce résultat doit être interprété avec prudence, car les 

informations cliniques ou épidémiologiques qui pourraient autrement expliquer cette 

différence n'étaient pas disponibles pour cette analyse. Nous avons remarqué que l'ADN 

extrait d'échantillons collectés en 2013 et stockés dans du bichromate de potassium était de  
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qualité suffisante pour l'extraction d'ADN. L'analyse de l'ADN effectuée en 2019 illustre bien 

l'applicabilité du bichromate de potassium à cette fin. 

           Le test PCR spécifique à l'assemblage s'est avéré fiable et sensible dans les cas 

d'échantillons fortement déséquilibrés avec des proportions variables d'ADN des assemblages 

A et B même lorsque des échantillons extrêmement dilués sont utilisés (Vanni et al., 2012). 

Cependant, dans notre étude, seuls les échantillons fortement positifs à la PCR en temps réel 

ont donné des résultats interprétables. 

Le typage d’assemblage en utilisant le gène tpi comme marqueur génétique a révélé 

une amplification cohérente lorsque des échantillons positifs à la PCR avec des valeurs Ct ≤ 

32 étaient utilisés. De plus, en termes de concordance, la PCR spécifique à l'assemblage a 

montré un résultat similaire avec le typage par assemblage utilisant tpi pour 52% (25/48) des 

échantillons soumis à l'analyse du gène tpi. Cependant, 40% (19/48) des échantillons négatifs 

par PCR spécifique à l'assemblage étaient positifs par typage d'assemblage à l'aide de tpi, ce 

qui suggère que la PCR spécifique à l'assemblage est peut-être moins sensible que la PCR 

nichée basée sur l'amplification et le séquençage du gène tpi. La plupart des échantillons 

identifiés comme Assemblage B-positifs par séquençage tpi ont été correctement identifiés 

comme Assemblage B par une PCR spécifique à l'assemblage, seuls quatre des 22 

échantillons identifiés comme Assemblage A par séquençage tpi ont été notés comme 

Assemblage A - positifs par PCR spécifique à l'assemblage ; la plupart des échantillons 

restants étaient négatifs. Cela indique que la PCR spécifique à l'assemblage était spécifique et 

que la sensibilité était similaire à celle du test tpi pour l'Assemblage B, mais remarquablement 

moins sensible en ce qui concerne l'Assemblage A. 

          Dans l'ensemble, l'assemblage B a été principalement identifié chez les enfants ; 

cependant, la majorité des séquences tpi obtenues à partir d'individus d'âge inconnu ont 

également été attribuées à l'Assemblage B ; par conséquent, nous ne pouvions pas relier avec 

certitude l'Assemblage B au jeune âge (Tableaux 7 et 8). 

Une variation génétique étendue a été observée dans les séquences de Giardia Assemblage B, 

avec 21 exemples d'ASH identifiés parmi un total de 19 échantillons de Giardia Assemblage 

B, alors qu'aucune variation génétique n'a été notée dans les séquences de Giardia 

Assemblage A. 

           Dans notre étude, toutes les séquences de l'Assemblage A étaient identiques. On sait 

que le gène tpi est hautement conservé dans l'Assemblage A (Ankarklev et al., 2012). Pendant 

ce temps, le séquençage du tpi a révélé une grande variation génétique dans les échantillons  
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de Giardia Assemblage B. L'observation de l'hétérogénéité des séquences dans 19/26 

séquences comme en témoigne la présence d'un ou plusieurs doubles pics dans les deux 

séquences (avant et arrière) indique que l'ASH dans l'Assemblage B se produit souvent dans 

cette population.   
 

           Cette hétérozygotie peut être due à des infections mixtes courantes avec des parasites 

de plusieurs sous-assemblages de l'Assemblage B ou à l'ASH dans les noyaux de kystes 

uniques  (Aguiar et al., 2016; Ankarklev et al., 2012; Cacciò et al., 2008; Lalle et al., 2009; 

Sprong et al., 2009). 

           Plusieurs études portant sur divers hôtes ont rapporté que l'ASH peut se produire à des 

positions spécifiques et que sa configuration peut différer d'une étude à l'autre en raison 

probablement d'une importante variabilité intra-génique au sein des séquences des 

Assemblages B. 

            Les modèles de substitution aux positions 91, 162, 165, 168 et 280 ont été signalés à 

partir d'échantillons humains en Suède (Ankarklev et al., 2012), au Pérou, en Inde et aux 

États-Unis (Sulaiman et al., 2003; Wielinga and Thompson, 2007). Les modèles de 

substitution aux positions 216, 297 et 429 ont été signalés à partir d'échantillons d'eau 

(Wielinga and Thompson, 2007); le premier (position 216) a également été signalé à partir 

d'échantillons de rats musqués aux États-Unis (Sulaiman et al., 2003; Wielinga and 

Thompson, 2007), le second (position 297) a été signalé à partir d'échantillons humains au 

Pérou, respectivement (Wielinga and Thompson, 2007), tandis que le dernier (position 429) a 

été signalé à partir d'échantillons de lapins et humain en Chine et en Australie, respectivement 

(Wielinga and Thompson, 2007). Le modèle de substitution à la position 77 a été signalé à 

partir d'échantillons humains dans l'Éthiopie centrale (Wegayehu et al., 2016b) ainsi que 

d'échantillons de chiens aux États-Unis (Sulaiman et al., 2003). Le modèle de substitution à la 

position 333 a été signalé chez le chien en Allemagne (Wielinga and Thompson, 2007). 

           Dans la présente étude, nous avons pris en compte uniquement les chromatogrammes 

de séquençage avec des pics clairs et très peu de «bruit de fond». Des pics doubles 

d'approximativement la même intensité ont été observés sur les brins d'ADN avant et arrière.  

Ainsi, la possibilité qu'un séquençage de faible qualité puisse être la raison du nombre élevé 

de variants d'allèles pourrait être exclue, également parce que les séquences des échantillons 

de l'assemblage A ne présentaient aucun bruit de fond. Dans notre étude, nous avons observé 

l'ASH dans 73% des échantillons de l'Assemblage B. Notre étude a certaines limites à 

considérer, premièrement, l’étude n’a été menée que dans deux zones géographiques, de sorte  
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que les données pourraient ne pas refléter la situation dans l’ensemble du pays. De plus, nous 

n'avons enquêté que sur les personnes qui avaient été en contact avec le système de soins de 

santé, de sorte que la prévalence et la distribution des assemblages de Giardia dans la 

population de base restent inconnues. De plus, si des informations cliniques étaient 

disponibles, nous aurions pu déterminer si les symptômes ou l'intensité de l'infection mesurés 

par PCR en temps réel différaient entre les personnes atteintes de l'Assemblage A et celles 

atteintes de l'Assemblage B. De même, l'âge n'était pas connu pour plusieurs individus. Si les 

patients d'âge inconnu étaient tous des adultes, la différence de prévalence de Giardia ne 

serait pas aussi grande que celle prise en compte ici. De plus, nous n'avons utilisé que deux 

méthodes de typage (PCR spécifique à l'assemblage et génotypage tpi) pour l'attribution des 

échantillons de Giardia au niveau de l'assemblage, ce qui n'est pas toujours fiable sachant que 

des méthodes utilisant différents marqueurs génétiques peuvent donner des résultats 

différents. Des résultats plus cohérents sont obtenus lors de la combinaison des informations 

de plusieurs marqueurs (Sprong et al., 2009). Sur la base des données disponibles, l'appel de 

sous-assemblage n'était pas possible en raison de la diversité génétique et du taux élevé de 

substitutions des échantillons de l'Assemblage B, ce qui rend les modèles de sous-assemblage 

difficile à déterminer (Wielinga et al., 2011) ainsi que le manque d'informations dans la base 

de données GenBank.  

         Plusieurs études antérieures ont également signalé la difficulté d'attribuer des sous-

assemblages dans des échantillons d'Assemblage B (Cacciò et al., 2008; Ferreira et al., 2012; 

Gasparinho et al., 2017; Lebbad et al., 2008).  
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         Deux études ont été menées, la première menée entre 2012 et 2013 dans la partie Ouest 

d'Alger à l'hôpital universitaire Beni-Messous d'Alger. La seconde étude a été réalisée de 

2013 à 2018 dans quatre hôpitaux en Algérie. La première étude donne un aperçu sur la 

prévalence des parasites intestinaux avec un accent particulier sur Giardia dans la population 

humaine en indiquant l’importance du niveau d'infection par Giardia chez les enfants et les 

adultes. Nous avons constaté que Giardia était plus fréquent chez les sujets jeunes (enfants) et 

n'était pas particulièrement associé aux symptômes intestinaux. Ainsi, nous n'avons pas pu 

déterminer dans quelle mesure les symptômes pourraient être en relation avec l'intensité de 

l'infection. Enfin, en vue de la nette différence dans la distribution de Giardia, Blastocystis et 

archamoebids entre les groupes d'âge, il serait pertinent d'étudier la distribution de ces 

parasites dans le contexte du microbiome intestinal bactérien pour savoir si les différences de 

distribution parasitaire se reflètent dans la différence du microbiome intestinal et quelles 

pourraient être celles-ci. 

          Dans la seconde étude, la plupart des enfants parasités positifs avaient Giardia. Nous 

avons en outre observé que la PCR en temps réel semble être plus sensible que la microscopie 

pour détecter Giardia dans les échantillons de selles. Une amplification et un séquençage 

robustes du gène tpi sont possibles lorsque des échantillons de PCR en temps réel hautement 

positifs sont utilisés. Nous avons pu identifier que le bichromate de potassium semble bien 

être un meilleur agent de conservation des échantillons de selles collectés pour le typage de 

Giardia que l'éthanol. Enfin, nous avons observé que la plupart des séquences de 

l'Assemblage B présentaient des pics de nucléotides se chevauchant à des positions 

spécifiques dans les chromatogrammes par rapport aux séquences de l'Assemblage A, 

suggérant une ASH substantielle et une nette différence de diversité génétique entre les 

assemblages A et B. Pour compléter notre étude, d'autres recherches sont nécessaires avec des 

données claires sur l'âge, le sexe, la zone géographique et les données cliniques, y compris 

une enquête sur la population de base. Le but est de déterminer si cette dernière est plus ou 

moins infectée que celle en contact avec le système de santé, mais aussi pour déterminer les 

assemblages de cette population de base (les personnes infectées par Giardia qui ne 

demandent pas de traitement/conseil médical). Ceci est d’une importance substantielle pour la 

mise en œuvre de stratégies de prévention et de politiques de santé publique pour ce 

pathogène.  

          Compte tenu des limites de cette étude, une étude épidémiologique exhaustive sur une 

période plus longue couvrant la population dans plusieurs régions du pays (à la fois en milieu 

urbain et rural) devrait être menée pour mieux comprendre l'impact réel de cette infection. 
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Abstract: 

    Giardia intestinalis is one of the most common causes of parasite-induced diarrhea, 

abdominal pain, flatulence and malabsorption and comprises several genotypes (assemblages 

A through H). In most areas of Africa, the molecular epidemiology of giardiasis remains 

unclear. Two studies were carried out, the first carried out between 2012 and 2013 in the 

Western part of Algiers, Algeria, which involved a total of 2054 individuals outpatient clinics 

or hospitalized at Beni-Messous University Hospital of Algiers. Stool microscopy 

examination was performed for ova and parasites. The second study was carried out from 

2013 to 2018 across four hospitals in Algeria. A total of 119 fecal samples from 55 children, 

37 adults, and 27 individuals of undetermined age, all scored positive for intestinal parasites 

by microscopy, were underwent molecular analysis by real-time PCR for the search for 

Giardia DNA. Molecular characterization of Giardia was performed by assemblage-specific 

PCR and PCR using primers targeting the triose phosphate isomerase gene (tpi). The overall 

parasite infection rate in the first study was 28%. Out of 567 parasite-positive samples, 

Blastocystis was most frequently identified (57.3%), followed by Endolimax nana (41.0%), 

Entamoeba histolytica/dispar (19.6%), G. intestinalis (17.1%), Entamoeba coli (13.9%), 

Chilomastix mesnili (1.0%), Iodamoeba bütschlii (0.7%), Entamoeba hartmanni (0.5%) and 

Cryptosporidium spp. (0.2%). Intestinal parasites were generally more common in adult 

population than in children except for Giardia, which was more common in children (P = 

0.0001); carriage of Giardia was independent of gender (P = 0.94). Compared with other 

intestinal parasitic infections, clinical manifestations such as abdominal pain (P = 0.28) and 

diarrhea (P = 0.82) were found not to be significantly linked to Giardia infection. The second 

study revealed 67% (80/119) of the samples were Giardia-positive by real-time PCR. For 48 

moderately-highly real-time PCR-positive samples, tpi genotyping assigned 22 samples to 

Assemblage A and 26 to Assemblage B. The cycle threshold values of the samples stored in 

potassium dichromate (2.5%) were significantly lower than those stored in ethanol (70%) (P < 

0.001). Contrary to Assemblage A, Assemblage B exhibited substantial genetic diversity and 

allelic heterozygosity. Assemblage-specific PCR proved to be specific for discriminating 

Assemblage A or B but not as sensitive as tpi genotyping. 

In conclusion, Giardia intestinalis is common particularly so in children. However, intestinal 

symptoms appeared not to be more linked to Giardia than to other intestinal parasites. We 

confirm that real-time PCR is more sensitive for detecting Giardia in stool samples by 

microscopy, similarly, amplification and robust sequencing of the tpi gene is achievable by 

real-time PCR assay on moderately to strongly positive samples. This study is one of the few 

performed in Africa providing genotyping data on Giardia infections in humans. Both 

assemblages A and B were commonly seen and not associated with specific 

sociodemographic data. 

 

Key words:  Giardia intestinalis, Intestinal parasites, Molecular epidemiology, Prevalence, 

Clinical manifestations, Risk factors, allelic sequence heterozygosity (ASH), real-time PCR. 

 

 

 

 

 

 



 

 

Résumé : 

Giardia intestinalis est l'une des causes les plus fréquentes de diarrhée, de douleurs 

abdominales, de flatulences et de malabsorption induites par les parasites et comprend 

plusieurs génotypes (assemblages A à H). Dans la plupart des régions d'Afrique, 

l'épidémiologie moléculaire de la giardiase reste incertaine. Deux études ont été menées, la 

première menée entre 2012 et 2013 dans la partie Ouest d'Alger qui a porté sur un total de 

2054 individus issus des consultations cliniques à titre externe ou pour certains hospitalisés à 

l'hôpital universitaire Beni-Messous d'Alger. Une recherche microscopique a été réalisée pour 

identifier les ovules et les parasites entiers. La seconde étude a été réalisée de 2013 à 2018 

dans quatre hôpitaux en Algérie. Un total de 119 échantillons fécaux issus de 55 enfants, 37 

adultes et 27 individus d'âge indéterminé, révélés positifs vis à vis des parasites intestinaux 

par microscopie, ont subi des analyses moléculaires par le test PCR en temps réel pour la 

recherche de l’ADN de Giardia. La caractérisation moléculaire de Giardia a été réalisée par 

PCR spécifiques à l'assemblage et par PCR utilisant des amorces ciblant le gène du triose 

phosphate isomérase (tpi). Le taux global d'infection parasitaire dans la première étude était 

de 28%. Sur un total de 567 échantillons parasitaires positifs, Blastocystis était le plus 

fréquemment identifié (57.3%), suivi par Endolimax nana (41.0%), Entamoeba histolytica / 

dispar (19.6%), G. intestinalis (17.1%), Entamoeba coli (13,9%), Chilomastix mesnili (1.0%), 

Iodamoeba bütschlii (0.7%), Entamoeba hartmanni (0.5%) et Cryptosporidium spp. (0.2%). 

Les parasites intestinaux étaient généralement plus fréquents chez la population adulte que 

chez les enfants, à l’exception de Giardia, qui était plus fréquent chez les enfants (P = 

0,0001). Le portage de Giardia n’était pas associé au facteur sexe (P = 0.94). En comparaison 

à d'autres infections parasitaires intestinales, les manifestations cliniques telles que les 

douleurs abdominales (P = 0.28) et la diarrhée (P = 0.82) n'ont pas été significativement liées 

à l'infection par Giardia. La seconde étude a montré que 67% (80/119) des échantillons 

étaient positifs vis à vis de Giardia par le test PCR en temps réel. Sur un total de 48 

échantillons PCR en temps réel moyennement-hautement positifs, le génotypage tpi a attribué 

22 échantillons à l'Assemblage A et 26 à l'Assemblage B. Les valeurs de seuil de cycle des 

échantillons stockés dans le bichromate de potassium (2.5%) étaient significativement 

inférieures à celles stockées dans de l'éthanol (70%) (P <0.001). Contrairement à 

l'Assemblage A, l'Assemblage B présentait une diversité génétique substantielle et une 

hétérozygotie allélique. La PCR spécifique à l'assemblage s'est avérée spécifique pour 

discriminer l'assemblage A ou B, mais pas aussi sensible que le génotypage tpi. 

En conclusion, Giardia intestinalis est plus fréquent chez les enfants. Cependant, les 

symptômes intestinaux ne semblaient pas être plus liés à Giardia qu'à d'autres parasites 

intestinaux. Nous confirmons que la PCR en temps réel est plus sensible pour la détection de 

Giardia dans les selles par microscopie, de même, une amplification et un séquençage robuste 

du gène tpi sont réalisables par le test PCR en temps réel sur des échantillons modérément à 

fortement positifs. Enfin, cette étude est l'une des rares réalisées en Afrique à fournir des 

données sur le génotypage de Giardia chez l'homme. Les deux assemblages A et B étaient 

couramment observés et non-associés à des données sociodémographiques spécifiques. 

 

Mots clés : Giardia intestinalis, Parasites intestinaux, Epidémiologie moléculaire, Prévalence, 

Manifestations cliniques, Facteurs de risque, Hétérozygotie de séquence allélique (ASH), PCR 

en temps réel. 
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Prevalence and Clinical Manifestations of Giardia intestinalis and Other Intestinal Parasites in
Children and Adults in Algeria
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Abstract. Giardia intestinalis is one of the most common causes of parasite-induced diarrhea, abdominal pain,
flatulence, and malabsorption. Yet, data on the epidemiology of G. intestinalis infections in North Africa are limited. The
purpose of this studywas to carry out a retrospective survey on the level of intestinal parasitismwith a particular emphasis
onG. intestinalis in children andadults in Algiers, Algeria. A total of 2,054 individuals fromoutpatient clinics or hospitalized
at Beni-Messous University Hospital of Algiers undergoing stool microscopy for ova and parasites were included. The
overall parasite infection rate was 28%. In the 567 parasite-positive samples, Blastocystis was found most frequently
(57.3%), followed in frequency by Endolimax nana (41.0%), Entamoeba histolytica/dispar (19.6%),G. intestinalis (17.1%),
Entamoeba coli (13.9%), Chilomastix mesnili (1.0%), Iodamoeba bütschlii (0.7%), Entamoeba hartmanni (0.5%), and
Cryptosporidium spp. (0.2%). Intestinal parasites were generally more common in adults than in children, except for
Giardia, which was more common in children (P = 0.0001). Giardia infection was independent of gender (P = 0.94).
Comparedwith other intestinal parasitic infections, clinicalmanifestations, such as abdominal pain (P=0.28) anddiarrhea
(P = 0.82), were found not to be significantly linked to Giardia infection. In conclusion, G. intestinalis is common in
individuals referred to the University Hospital of Beni-Messous with digestive symptoms, particularly so in children.
However, in our study, intestinal symptoms appeared not to be more linked to Giardia than to other intestinal parasites.

INTRODUCTION

Infections due to intestinal protozoa take a toll on public
health, especially in low- and middle-income countries in
tropical and subtropical regions.1

Giardia intestinalis (syn. Giardia lamblia and Giardia duo-
denalis) is a protozoan intestinal parasite, which can infect
various mammalian hosts, including humans, wildlife, live-
stock, and companion animals.2 The prevalence of Giardia
infection varies from approximately 2–5% in the industrialized
world3 to 20–30% in low- and middle-income countries,4,5

with children typically being more frequently infected than
adults.6Owing to the elevatedburdenofG. intestinalis–related
illnesses in developing countries, its impact on developmental
and socioeconomic improvements, and its close connection
with poverty, this parasite has been included in the WHO’s
Neglected Diseases Initiative since 2004.7–9

Giardia transmission typically occurs following ingestion of
infectious cysts via the consumption of contaminated food or
water or through a direct fecal–oral route. The clinical mani-
festations of G. intestinalis infection vary and can range from
acute to chronic infections, whereas some carriers may
remain/become asymptomatic. When present, the clinical
signs of infection may include diarrhea, nausea, weight loss,
bloating, and abdominal pain.10,11 In addition to provoking
acute symptoms,Giardia has been associated with long-term
postinfectious sequelae, including functional gastrointestinal
disorders, failure to thrive, chronic fatigue syndrome, arthritis,
ocular pathology, and cognitive impairment in children.12

Many factors contribute to the variation observed in clinical

manifestations, including the virulence of the parasite strain,
thenumber of cysts ingested, the ageof the host, and the state
of the immune system at the time of infection.13 Much of our
knowledge on infection risk factors has been derived from
outbreak investigations, whereas only few studies have
addressed risk factors for endemic or sporadic giardiasis.14–17

Insight into the epidemiology of Giardia infection is critical to
developing effective preventive strategies and activities.
However, in the entire area of North Africa, only a limited
number of studies have been carried out, and these tend to
report only on the prevalence, without focusing on clinical
manifestations and epidemiological characteristics of giardi-
asis in children and adults and investigating factors that in-
fluence the distribution of G. intestinalis in this area (Table 1).
The scope of the current study was to elucidate the epide-
miology and clinical significance ofG. intestinalis infections in
the area of Algiers, Algeria, by identifying the prevalence of
Giardia infection and comparing sociodemographic and clin-
ical data of Giardia-infected individuals with those pertaining
to individuals infected by other intestinal parasitic protists.

MATERIALS AND METHODS

Study population and sample collection. A community-
based cross-sectional descriptive study was performed
between September 2012 and October 2013 in the western
part of Algiers, Algeria. Consecutive stool samples were
collected from 1) outpatients who came and went the same
day after providing a sample, and 2) individuals hospitalized
for various medical conditions. For parasite-positive pa-
tients, epidemiological information was provided either by
using a questionnaire or from medical records. No epidemi-
ological information was available for the parasite-negative
individuals.

* Address correspondence to Christen Rune Stensvold, Department
of Bacteria, Parasites and Fungi, Statens Serum Institut, Artillerivej 5,
Copenhagen 2300, Denmark. E-mail: run@ssi.dk
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Fresh fecal samples were collected from each patient in a
labeled and sterile container. Informed written consent was
provided for children involved in the study by parents or
guardians. A single stool sample from each study individual
was examined by microscopy for the presence of intestinal
parasites. All samples testing positive for Giardia were stored
at 4�C in 2.5% (w/v) potassium dichromate solution for sub-
sequent DNA extraction and molecular analyses (these data
are not included in the present article). Individuals aged 15
years or older were considered adults.
Questionnaires. Parasite-positive individuals enrolled in

the study completed a structured questionnaire with the pur-
pose to collect data pertaining to epidemiological character-
istics such as age, gender, and symptoms possibly related to
intestinal parasitic infections such as diarrhea, nausea, vom-
iting, abdominal pain, anal pruritus, paleness, failure to thrive,
and fever. Diarrheawas defined as the voiding of three ormore
unformed stools within a 24-h period.18

Sample processing. Stool samples were examined by the
naked eye for color, consistency, and the presence of hel-
minths, and subsequently examined by direct microscopy
using Ritchie’s modified concentration technique.19 A small
amount of stool (commensurate to the size of a pea) was
mixed with 7 mL of 10% formalin solution and sieved through
double-layered gauze and collected in a beaker. Next, the
suspension was transferred into a 15-mL centrifuge tube and
toppedupwith 3mLof diethyl ether. Afterward,wecapped the
centrifuge tube and mixed the suspension by shaking before
centrifuging for 3 minutes at 1,500 rpm. The top three layers
(ether, debris, and formalin) were removed, whereas the sed-
iment was retained. Wet mounts of each fresh concentrate
fecal samplewere prepared in saline and iodine, and observed
by light microscopy for parasite eggs, cysts, and trophozoites
using ×100 and ×400 magnification. Also, a permanently
stained slide was prepared for each sample using modified
Ziehl–Neelsen staining for the detection of Cryptosporidium
spp.20 and other protozoan oocysts.
Statistical analysis. Data were entered in Excel (Microsoft

Corp., Redmond, WA), and statistical analysis was performed
using Statistica 6.0 (Tibco Software Inc., Palo Alto, CA) soft-
ware adapted to epidemiology. The χ2-square test was used
to test differences in parasite prevalence according to age-
group, gender, and symptoms (diarrhea, nausea, fever, and
gastrointestinal complaints). Probability (P) values were cal-
culated with an alpha risk = 5% for a CI of 95%. A difference
was considered significant when the P-value was < 0.05.

RESULTS

A total of 2,054 individuals were tested. Altogether, 567 of
the samples (27.6%) from 543 outpatients and 24 inpatients
were scored as parasite positive by microscopy for ova and
parasites. Of these patients, 297weremales and 270 females:
239were children (less than 15 years old) and 255 were adults
(Table 2). For 121 of the parasite-positive individuals, no exact
age could be established, but for 16 of these, the agewas < 15
years, and for 32, the age was known to be ³ 15 years. For
the 494 individuals with specific age information, the age
range was 1–90 years (median age, 15 years; interquartile
range = 6–39).
Parasites frequently observed included Blastocystis,

Endolimax nana, Entamoeba histolytica/dispar,G. intestinalis,

andEntamoeba coli, with observed overall prevalence rates of
15.8%, 11.3%, 5.4%, 4.7%, and 3.8%, respectively. Ent-
amoeba hartmanni, Cryptosporidium spp., Chilomastix mes-
nili, and Iodamoeba bütschlii were all detected in very few
cases, with overall observed prevalences of less than 1% for
each (Table 2).
Of the 97 Giardia-infected individuals, almost two-thirds

(62/97, 63.9%) were children aged 1–10 years. Among
parasite-positive adults, the proportion of Giardia-infected
individuals was 5.5% compared with 27.5% among parasite-
positive children (P < 0.0001; Table 2). Among the 239
parasite-positive children, cases of Giardia appeared to de-
crease by age: among toddlers (children aged 1–3 years of
age), the proportion was 40.7%; it remained relatively high in
children aged 4–6 and 7–10 years (33.8% and 29.5%, re-
spectively), but decreased to the level of adults in children
aged 11–15 years (4.7%).
The most common parasite in adults was Blastocystis

(64.7%), followed in frequency byE. nana (48.6%) and species
of Entamoeba (16.9–18.8%). Also, in parasite-positive chil-
dren, Blastocystis was most common (48.8%), mainly in
children aged 11–15 years, followed by E. nana (35.4%) and
G. intestinalis (27.5%). Blastocystis and E. nana were more
commonly detected in adults than in children (P = 0.0006 and
P = 0.0044, respectively; Table 2). For the remaining parasites
found, therewasno association betweenage andoccurrence.
A link between gender and parasitism rate could not be
identified for any of the species (Table 2).
In 65/97 (69.1%) of the Giardia cases, Giardia was the only

parasite detected (Table 3); in the remaining 32 cases, one or
more other parasites were also detected. Unsurprisingly,
Blastocystis and E. nana were the parasites most often as-
sociated with Giardia (12 and eight cases, respectively). The
level of coinfection was quite similar across all age-groups.
Of 567 parasite-positive individuals, 104 (18.3%) were

symptomatic, whereas the remaining 463 (81.7%) were non-
symptomatic. The most commonly reported symptoms were
abdominal pain and diarrhea, reported in 56/567 (9.9%) and
35/567 (6.2%) in parasite-positive cases, respectively (Table 4).
Of note, for 62/65 (95.4%) cases withGiardiamono-infections,
no diarrhea was reported. Similarly, even for cases where
Giardia was observed with other parasites, diarrhea was re-
ported only in 6.3% (Table 3); thus, only five samples (three
with Giardia only and two with Giardia + Blastocystis and
Giardia + E. nana, respectively) could be linked to diarrheal
episodes (Tables 3 and 4). In fact, when comparing the 35
reports on diarrhea, 30 of these cases were positive for par-
asites other thanGiardia, namely,Blastocystis (48.6%; 17/35),
E. nana and E. histolytica/dispar (31.4%; 11/35% and 28.6%;
and 10/35, respectively), C. mesnili, and Cryptosporidium
spp. (2.9%; 1/35 of each).
The total number of Giardia-positive cases reporting

symptoms was 21. When reviewing all reports on gastroin-
testinal symptoms, none of these were more common in in-
dividuals testing positive forGiardia than in individuals testing
positive for other parasites (Table 4).

DISCUSSION

The overall prevalence of intestinal parasitism in the present
study (27.6%) is in agreement with data reported previously
from North African countries,21–23 where rates of intestinal
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parasitism reportedly range from 26.6% to 30.6%. Never-
theless, other studies have reported somewhat lower preva-
lence rates, ranging from 6.7% to 19.7%.24–27 Only one study
indicated a higher rate of parasitism (42.6–44.6%).28 In our
study, the prevalence of Giardia was significantly higher in
children than in adults. Conversely, the prevalence of other
parasites, especially Blastocystis and Endolimax, was higher
in adults than in children. Some studies have identified a
similar pattern, where age appeared to influence the rate of
Giardia infection, with children being significantly more in-
fected than adults.29–33 Two studies were recently performed
inLibya, the first comprising305 individuals of unspecifiedage
with diarrhea, where the prevalence ofGiardiawas found to be
1.3%,26 whereas the second included 505 children aged 2–17
years with diarrhea, where the prevalence was reported to be
26.3%.29

As of today, quite a few studies have identified that some
parasites appear to be markedly more common in adults than
in children. In the present study,E. nana andBlastocystiswere
more often found in adults than in children. A recent study
involving Nigerian individuals also found an increasing prev-
alence of Blastocytis by age,34 and similar trends have been
observed by other research teams for Blastocystis and spe-
ciesbelonging toArchaemoeba.35–39 Theremight beageneral

tendencyof flagellates suchasGiardia andDientamoeba to be
more common in children than in adults, whereasBlastocystis
and genera belonging to the Archamoebae become more
common with increasing age.24,40–42 Because all these para-
sites are common and transmitted fecal orally, and because
both adults and children may not be differentially exposed,
differences in infection may reflect differences in factors re-
lated to immunity and gut microbiota.
In our study, direct microscopy of fecal concentrates was

used for detection and differentiation of intestinal protists,
whereas a few previous studies28,29,43,44 used a combina-
tion of or different examination and diagnostic tests, in-
cluding microscopy of fecal concentrates, immunoassays,
an immunofluorescence assay including 49,6-diamidine-2-
phenylindole-dihydrochloride, trichrome staining, and io-
dine staining, all of which may differ in terms of sensitivity
with a consequence for the reported Giardia prevalence.
This can be exemplified by a study carried out recently in
Egypt,43 where the prevalence of Giardia was 38% based
on immunoassay results compared with 18% based on
results from microscopy of fecal concentrates.
The extent of coinfection between Giardia and other in-

testinal parasitic protists was investigated in the present
study.Giardia in association withBlastocystiswas found in 12

TABLE 4
Clinical symptoms observed for patients positive for Giardia and for parasites other than Giardia, respectively, for whom clinical information was
available

Clinical signs and symptoms Total no. of patients
Positive for Giardia

(n = 97), n (%)

Positive for parasites
other than Giardia
(n = 470), n (%) χ2 P-value

Abdominal pain 56 13 (13.4) 43 (9.1) 1.19 0.28
Diarrhea 35 5 (5.2) 30 (6.4) 0.05 0.82
Constipation 17 2 (2.1) 15 (3.2) 007 0.79
Anorexia 4 2 (2.1) 2 (0.4) 1.18 0.28
Vomiting and nausea 11 3 (3.1) 8 (1.7) 0.25 0.62
Fever 18 5 (5.2) 13 (2.8) 0.82 0.37
Anal pruritus 22 5 (5.2) 17 (3.6) 0.18 0.67
Paleness 5 2 (2.1) 3 (0.6) 0.59 0.44
Failure to thrive 8 3 (3.1) 5 (1.1) 1.14 0.28
P > 0.05 = not statistically significant.

TABLE 3
Repartition of coinfection cases involving G. intestinalis and other protozoan species by age range and presence of diarrhea

Age range (years) Presence/absence of diarrhea

Infection by G. intestinalis (1–3) (4–6) (7–10) (11–15) > 15
Undetermined

age
Presence
of diarrhea

Absence
of diarrhea

G. intestinalis 15 15 14 1 9 11 3 62
G. intestinalis + B. hominis 3 1 2 – 1 5 1 11
G. intestinalis + E. nana 2 3 1 1 1 0 1 7
G. intestinalis + B. hominis + E. nana 1 1 – – – – – 2
G. intestinalis+B. hominis+E. histolytica/
dispar

– 1 – – 1 – – 2

G. intestinalis + E. nana + E. coli – – – – 1 1 – 2
G. intestinalis + E. nana + I. bütschlii – – – – 1 – – 1
G. intestinalis + E. nana + E. histolytica/
dispar

1 – – – – – – 1

G. intestinalis + E. coli + E. histolytica/
dispar

– 1 – – – – – 1

G. intestinalis + E. coli + B. hominis – – 1 – – – – 1
G. intestinalis + E. coli + E. histolytica/
dispar + B. hominis

– – – – – 1 – 1

G. intestinalis + B. hominis + E. nana + E.
histolytica/dispar + I. bütschlii

– – – – – 1 – 1

Total 22 22 18 2 14 19 5 92
Blastocystis hominis = B. hominis; Entamoeba coli = E. coli; Entamoeba histolytica/dispar = E. histolytica/dispar; Giardia intestinalis = G. intestinalis; Iodamoeba bütschlii = I. bütschlii.
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cases (2.1%), which is consistent with the study carried out in
Oran, Algeria.24 In another recent study performed in urban
Bissau, Guinea-Bissau, comprising 1,274 children in cohort I
(healthcare-seeking children, n = 566) and cohort II (back-
ground population; i.e., non–healthcare-seeking children, n =
708), 2–15 years of age, the authors found Giardia and
E. histolytica/dispar together in 10 cases (1.8%) and 20 cases
(2.8%), respectively, andGiardia andE. nana together in seven
cases (1.2%) and nine cases (1.3%), respectively, which is
concordant with our results (1.4%).31

In a study based in sub-Saharan Africa and South Asia,45

Giardia was not significantly associated with moderate-to-
severe diarrhea; a similar observation was made in another
report of endemic pediatric giardiasis concluding that there
was an ostensibly paradoxical association with protection
against acute diarrhea from other specific enteropathogens,
yet an enhanced risk of persistent diarrhea in Giardia car-
riers.46 In the present study, none of the reported symptoms
were more common in those with Giardia than among those
who were positive for other parasites (Table 4). Apart from diar-
rhea, Giardia has been linked with other gastrointestinal symp-
toms, such as abdominal distension, vomiting, fever, andweight
loss mainly in children.47 Unfortunately, for all the symptomatic
individuals, no information was available on whether infections
were light,moderate, or heavy. This informationwouldhavebeen
relevant to possibly establish links on relative infection intensity
as assessed by, for example, real-time PCR where cycle
threshold values for Giardia-positive patients could be collated
and analyzed in the context of symptoms.
Our study has a few limitations. First, it was performed over

a period of only 12 months, and, consequently, the number of
identified Giardia-infected individuals was relatively small.
Second, it was hospital based, and no healthy control pop-
ulation was examined to obtain data on the background
prevalence of Giardia and other parasites in the area, which
means that we were not able to identify whether individuals
seeking medical care are more prone to testing positive for
Giardia and other intestinal parasites than those not seeking
medical care (background population) in the study area. Third,
no clinical or epidemiological data were available for the
parasite-negative patients. Therefore, we were not able to
investigate whether colonization by parasites could be pro-
tective of intestinal symptoms. In addition to these limitations,
because of time constraints, it was not possible to investigate
more than one stool sample per participant, although the di-
agnostic sensitivity of microscopy would increase with an in-
creased number of samples examined per person.31 It is
plausible that our study design would underestimate the fac-
tual prevalence; however, it must be noted that this limitation
has been seen in a previously published study in Algeria,24

which renders the context of our prevalence comparable.

CONCLUSION

This study gives an important indication of the extent of
Giardia infections in both children and adults in the Algiers
area. Of particular note, we found that Giardia was most
common in smaller children and that Giardia infection overall
was not particularly linked to intestinal symptoms. However,
we were not able to identify to which extent symptoms might
be associated with infection intensity. Finally, we confirmed
clear differences in the distribution of Giardia, Blastocystis,

and archamoebids across age-groups. Studies identifying the
distribution of these parasites in the context of the bacterial gut
microbiome are warranted to learn whether differences in para-
sitedistributionare reflected indifferences in thegutmicrobiome.
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Abstract: The molecular epidemiology of giardiasis in Africa remains unclear. A study was car-
ried out across four hospitals in Algeria. A total of 119 fecal samples from 55 children, 37 adults,
and 27 individuals of undetermined age, all scored positive for intestinal parasites by microscopy,
and were screened by real-time PCR for Giardia. Molecular characterization of Giardia was performed
by assemblage-specific PCR and PCR targeting the triose phosphate isomerase gene (tpi). Of the
119 samples, 80 (67%) were Giardia-positive by real-time PCR. For 48 moderately-highly real-time
PCR-positive samples, tpi genotyping assigned 22 samples to Assemblage A and 26 to Assemblage B.
Contrary to Assemblage A, Assemblage B exhibited substantial genetic diversity and allelic heterozy-
gosity. Assemblage-specific PCR proved to be specific for discriminating Assemblage A or B but not
as sensitive as tpi genotyping. We confirmed that real-time PCR is more sensitive than microscopy for
detecting Giardia in stool samples and that robust amplification and sequencing of the tpi gene is feasi-
ble when moderate-to-strongly real-time PCR-positive samples are used. This study is one of the few
performed in Africa providing genotyping data on Giardia infections in humans. Both assemblages A
and B were commonly seen and not associated with specific sociodemographic data.

Keywords: allelic sequence heterozygosity (ASH); diarrhea; Giardia duodenalis; molecular epidemiol-
ogy; parasite; real-time PCR

1. Introduction

Enteric parasites are significant contributors to global diarrheal disease and other
intestinal symptoms [1] and, among these, Giardia duodenalis (syn. Giardia lamblia, Giardia in-
testinalis) is a flagellated zoonotic parasite commonly found in the intestinal tract of humans
and animals, resulting in large numbers of gastrointestinal infections [2]. Worldwide, up to
280 million people are estimated to be infected with G. duodenalis [2–5]. The reported
prevalence of Giardia infections in humans ranges between 0.4% and 7.5% in developed
countries, and between 8% and 30% in developing countries [2]. Symptoms vary in inten-
sity, which may be attributable to both host and parasite factors [6]; infection is considered
asymptomatic in approximately 50% of the cases, while severe diarrhea combined with
vomiting, bloating, nausea, and/or fatigue can be seen in symptomatic patients, and im-
paired growth may be seen in children [5].

Owing to its extensive genetic variation [7,8], G. duodenalis is considered a species
complex, involving eight genetically distinct groups or genotypes (assemblages A–H)
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with varying zoonotic potential and host specificity [9]. Assemblage B in particular exhibits
allelic sequence heterozygosity (ASH) across multiple loci [10]. Assemblages can be identi-
fied by polymerase chain reaction (PCR), either in combination with restriction fragment
length polymorphism (RFLP) or sequencing of the PCR amplicons [11–13]. Because of
differences in the sensitivity of the PCR assays and occasional discrepant genotyping results
among genetic loci, it has been recommended to determine G. duodenalis assemblage by
multilocus analysis, which provides higher resolution [14] and involves sequencing of
the small subunit (SSU) of the nuclear ribosomal RNA (18S rRNA gene), β-giardin (bg),
glutamate dehydrogenase (gdh), and/or triose phosphate isomerase (tpi) genes [2,4,15,16].
The tpi gene has generally proved to be a robust marker and may be used alone to provide
baseline information where no a priori knowledge is available [17]. Another method
was developed in 2012 to detect and differentiate assemblages A and B in human fecal
samples [18]. The method involves a single-step PCR using assemblage-specific primers
and relies on the differences in PCR product sizes for assemblages A and B visualized by
gel electrophoresis. This method has proven robust for detecting mixed infections and
in terms of applicability in laboratories with basic molecular equipment [18]. In Europe
and America, the epidemiology of Giardia human infections is relatively well documented,
even at the assemblage level. However, in Africa, very little data is available [19], and the
extent of ASH in G. duodenalis in humans in Africa has been elucidated only to a very
limited extent [20]. Particularly in Algeria, there is—to our knowledge—only one Giardia
genotyping study on human isolates; however, no DNA sequencing data were available
in that study [21]. Therefore, in order to provide some baseline data on the molecular
epidemiology of Giardia infections in children and adults in Algeria, we carried out a study
to characterize G. duodenalis from two separate geographical areas, using real-time PCR,
assemblage-specific PCR, tpi-sequencing-based genotyping, and analysis of ASH within
Giardia assemblages.

2. Materials and Methods
2.1. Stool Sample Collection and Participants’ Demographic Characteristics

The study was carried out from 2013 to 2018 across two hospitals in the Algiers
metropolitan area (Centre Hospitalo-Universitaire Issad Hassani, Beni Messous, and Centre
Hospitalo-Universitaire Nafissa Hamoud [ex-Hôpital Parnet], Hussein Dey) and two
hospitals in the region of Biskra (Tolga Hospital and Doctor Saadane Hospital).

A total of 119 fecal samples collected from 119 individuals suspected of parasitosis
and/or suffering from gastrointestinal symptoms (i.e., diarrhea, vomiting, and/or ab-
dominal cramps) and scored as parasite-positive by direct wet mount microscopy with
formalin-ether concentration technique for ova and parasites, were included in our study.
Forty-eight individuals were females, 66 were males, and for five individuals, information
on sex was not available. Fifty-five patients were younger than 15 years and 37 were older
(age range, 2–74 years [median, 8 years; interquartile range (IQR), 4.25–24]); for 27 patients,
the age was unknown. Study individuals below the age of 15 were classified as children
according to similar studies [22–24].

All samples were screened by real–time PCR for Giardia (see below). Some of the
samples (n = 22) used in the present study were also used in our recent study describ-
ing the prevalence of Giardia and various parasites in Algerian children and adults [25]
(manuscript accepted for publication).

2.2. Genomic DNA Extraction and Purification

All stool samples had been stored in either potassium dichromate (2.5%) or ethanol
(70%) upon collection (of note, to ensure better preservation, approximately one-third
of stool samples were supplemented by two-thirds of preserving agent in dry tubes).
To remove the preserving agent, samples were washed in PBS once prior to DNA extrac-
tion. Total DNA was extracted from stool samples using the NucliSENS® easyMAG®

system (bioMérieux, Marcy-l’Étoile, France) following the manufacturer’s instructions with
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some modifications [26,27]. Briefly, approximately 200 mg of each sample were placed in a
2 mL microtube, mixed with 400 µL Lysis Buffer, and vortexed using Mylab (Vortex-Mixer
SLV-6, Seoulin Bioscience Co., Ltd., Seoul, Korea) for 2 min to ensure thorough fragmen-
tation and homogenization. The samples were subsequently centrifuged for 5 min at
16,000 rpm. From each sample, 100 µL of supernatant were lysed in the NucliSENS®

easyMAG® apparatus. Subsequently, 60 µL of magnetic silica were added to each sample
and thoroughly mixed. The extracted DNA samples were afterward stored at −20 ◦C
until use.

2.3. Real-Time PCR

All study samples (N = 119) were screened for Giardia by in-house real-time PCR,
in place at Statens Serum Institut, which amplifies a 62-bp region of the small-subunit
ribosomal RNA (SSU rRNA) gene of Giardia, using primers and probes previously pub-
lished [28] (Table 1).

Table 1. List of oligonucleotides used for real-time PCR, assemblage-specific PCR, and tpi gene-based genotyping with
indications of the sizes of the amplicons.

Assay Oligonucleotides
(Primer/Probe) Assemblage Primer and Probe Sequences (5′-3′) PCR Product

Size (bp) Reference

Real-time
PCR

Giardia-80F
Giardia-127R NA For GACGGCTCAGGACAACGGTT

Rev TTGCCAGCGGTGTCCG 62 [28]

Probe
Giardia-105T NA FAM-CCCGCGGCGGTCCCTGCTAG-BHQ-1

Assemblage-
specific

PCR
4E1-HP A

B

For AAAGAGATAGTTCGCGATGTC
Rev ATTAACAAACAGGGAGACGTATG

For GAAGTCATCTCTGGGGCAAG
Rev GAAGTCTAGATAAACGTGTCGG

165
272 [18]

tpi gene
analysis

Giardia AL3543
Giardia AL3546
Giardia AL3544
Giardia AL3545

All assem-
blages

For AAATIATGCCTGCTCGTCG
Rev CAAACCTTITCCGCAAACC
For CCCTTCATCGGIGGTAACTT

Rev GTGGCCACCACICCCGTGCC

605
530 [17]

NA, not applicable; For, Forward; Rev, Reverse.

The 25-µL real-time PCR assay mixture consisted of 0.2 µL IMMOLASE™ DNA
Polymerase (Bioline), 5 µL 10× ImmoBuffer, 1.25 µL (1 µM) of the primers Giardia-
80F and Giardia-127R, 0.125 µL (0.075 µM) of the probe (Giardia 105T), and 5 µL of
DNA eluate. The real-time PCR was carried out using an Applied Biosystems 7500 Fast
Real-Time PCR Thermocycler (Thermo Fisher Scientific) with the following cycling con-
ditions: initial denaturation at 95 ◦C for 10 min, followed by 50 cycles of 95 ◦C for 15 s,
and 60 ◦C for 60 s. PCR products were analyzed using Sequence Detection Software v.2.3
(Thermo Fisher Scientific). A sample was considered positive if an exponential curve was
observed with a Ct-value ≤ 42. Negative (water) and positive controls (DNA for G. duode-
nalis) were included in each run as well as inhibition controls.

2.4. Molecular Typing

Assemblage-specific PCR (4E1-HP method [18]) was performed on a 96-well LifeECO
Thermocycler (Bioer Technology) using the Platinum® Taq DNA Polymerase Master Mix
(Invitrogen). The final concentration of each primer used in PCR reactions was 0.4 pM,
and the sequences of each primer pair are displayed in Table 1. All reactions followed the
same thermocycler programming: an activation-denaturation step at 94 ◦C for 5 min fol-
lowed by 40 cycles, each consisting of 94 ◦C for 30 s, an annealing step of 30 s at 56 ◦C, and an
extension step of 72 ◦C for 30 s. A final extension step was performed at 72 ◦C for 7 min.
PCR products were analyzed by electrophoresis (90 V, 60 min) on TBE 1x 1.5% agarose gels
stained with EZ-Vision® DNA dye (Amresco Inc., Solon, OH, USA) and photographed
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with BioDoc-it™ imaging system (2UV Transilluminator). A 1 kb DNA molecular weight
marker GeneRuler DNA Ladder Mix (Thermo Scientific™, Waltham, MA, USA) was used.
Assemblages were identified based on the size of the PCR products relative to the positive
control DNAs (Assemblage A and Assemblage B) kindly provided by the European Union
Reference Laboratory for Parasites, Istituto Superiore di Sanità, Rome, Italy. The sample
was considered positive for G. duodenalis Assemblage A or Assemblage B if we observed a
165-bp or a 272-bp PCR product, respectively [18]; a sample was considered positive for
both assemblages (mixed infection) if both PCR products were present. If a PCR product of
a different size was observed, this finding was reported as well (Table S1).

Most Giardia-positive samples with a Ct value < 32 DNA were available for typing,
and these were genotyped to assemblage level using a nested PCR assay for amplification
of a 530-bp fragment of the tpi gene [17]; this Ct value threshold was chosen based on
the previous experience that samples with higher Ct values were unlikely to yield tpi
sequences of sufficient quality. We therefore considered samples with Ct values < 32 as
moderate-to-strongly Giardia-positive samples.

The PCR assays were carried out in total volumes of 25 µL, consisting of 12.5 µL of
ReadyMix™ Taq PCR Reaction Mix (Sigma-Aldrich Co. LLC, CA, USA) (PCR Buffer,
MgCl2, dNTP, DNA Polymerase Taq polymerase), 1 µL (0.4 µM) of each of external
primers AL3543 and AL3546, 8.5 µL of Invitrogen™ UltraPure™ DNase/RNase-Free
Distilled Water (Thermo Fisher Scientific, Carlsbad, CA, USA), and 2 µL of DNA for
the primary amplification. PCR was performed with an initial hot start of 94 ◦C for
5 min, 35 cycles of 94 ◦C for 45 s, 50 ◦C for 45 s, and 72 ◦C for 60 s, followed by a final
extension of 72 ◦C for 10 min using a 96-well LifeECO Thermocycler. The same conditions
were applied to the second PCR reaction where 2 µL of PCR product from the primary
reaction and 1 µL (0.4 µM) of the internal primers AL3544 and AL3545 were used for the
reaction [17]. PCR-positive samples were purified with QIAquick® PCR Purification Kit
(Qiagen, Hilden, Germany) according to the manufacturer’s instructions, and sequenced
bi-directionally by Eurofins MWG Operon (Ebersberg, Germany).

2.5. Sequence Analysis

DNA sequences specific to the tpi gene were edited and trimmed using Staden
Package 2.0.0b11-2016 software and aligned using online tools (http://multalin.toulouse.
inra.fr/). Analysis of ASH in the tpi sequences involved the identification of ‘double
peaks’; i.e., overlapping nucleotides. tpi sequences were translated into amino acid (aa)
sequences using an online translation tool (http://web.expasy.org/translate) and aligned
to identify differences in aa sequences reflecting any double peaks. Reference sequences
from the major G. duodenalis assemblages and subtypes used for comparison were chosen
based on previous studies [10,22,29–31] and retrieved from GenBank (accession numbers:
AF069556, AF069557, MF169203, DQ650648, MK509037, MH644770, JX266842, AY228628,
AF069560, AY228641, DQ246216, KF891311, and AF069558). DNA sequences reflecting the
tpi gene obtained in this study were submitted to GenBank under the accession numbers:
MW251133-MW251180.

2.6. Statistical Analysis

Real-time PCR cycle threshold (Ct) values were determined using the software
StepOne, version 2.3 (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA).

Differences in the prevalence of Giardia between groups were tested by calculating
and comparing Wilson’s confidence intervals (CI) for proportions, supplemented by the
N-1 Chi-squared test (https://www.medcalc.org/calc/comparison_of_proportions.php,
access date: 10/07/2020).

Differences in Ct values between groups of samples were evaluated using the un-
paired t-test implemented in Microsoft Excel 2016. The sensitivity and specificity of both
microscopy and real-time PCR, using each other as the gold standard, were calculated
using an online diagnostic test evaluation calculator (https://www.medcalc.org/calc/

http://multalin.toulouse.inra.fr/
http://multalin.toulouse.inra.fr/
http://web.expasy.org/translate
https://www.medcalc.org/calc/comparison_of_proportions.php
https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php
https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php
https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php
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diagnostic_test.php). The inter-test agreement between microscopy and real-time PCR
was quantified using Cohen’s Kappa index (https://www.graphpad.com/quickcalcs/
kappa1/). Differences between the sensitivity and specificity of microscopy and real-time
PCR were tested using McNemar test on paired proportions (https://www.scistat.com/
statisticaltests/mcnemar.php). Probability (p) values < 0.05 were considered to indicate
statistical significance.

3. Results
3.1. Confirmation of Microscopy Results by Giardia-Specific Real-Time PCR

For this study, we used DNAs from parasite-positive stool samples collected in Al-
gerian hospitals. Of the 119 samples, 80 (67%) were real-time PCR-positive for Giardia
(median Ct value, 26.56; IQR, 23.11–32.22), of which 66 had been scored as Giardia-positive
by microscopy (median Ct value for microscopy-positive samples, 26.04; IQR, 22.78–31.86).
Fourteen samples that were positive by real-time PCR had been scored negative for Giardia
by microscopy (median Ct value, 28.59; IQR, 24.92–34.95). Ct values of samples positive
by both real-time PCR and microscopy were lower than the Ct values of samples positive
by real-time PCR but negative by microscopy, but not significantly so (p = 0.13; Figure 1A).
The remaining 39 (33%) samples were real-time PCR-negative for Giardia; among these,
seven had been scored positive for Giardia by microscopy, and the remaining 32 were
negative by both real-time PCR and microscopy.
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As assessed by real-time PCR, Giardia was significantly more common in children, with
45/55 (81.8% [CI, 69.7–89.8%]) positive children compared with 11/37 (29.7% [CI, 17.5–45.8%])
positive adults (p < 0.001).

The Ct values of the samples that had been stored in potassium dichromate (2.5%)
were significantly lower than the Ct values of the samples that had been stored in ethanol
(70%) (p < 0.001) (Figure 1B). As most individuals of known age were children, we per-
formed the same analysis excluding the adults and individuals of unknown age to eliminate
any potential effect of age, and similar results were obtained (p < 0.001) (data not shown).
The sensitivity of real-time PCR and microscopy using each other as the gold standard was
90.4% and 82.5%, while the specificity was 69.6% and 82%, respectively. Cohen’s Kappa
value for real-time PCR and microscopy was 0.61, indicating substantial agreement.

3.2. Assemblage-Specific Analysis

Out of the 80 Giardia-positive samples by real-time PCR, 4 (5%) and 21 (26%) sam-
ples were scored as Assemblage A and Assemblage B, respectively, using assemblage-
specific PCR. The remaining 55 (69%) Giardia-positive samples failed to produce a clear
result by gel analysis; among these, 8 (10%) samples yielded extra/multiple PCR products,
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https://www.medcalc.org/calc/diagnostic_test.php
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including the Giardia Assemblage B-specific product; the other 47 (59%) samples exhib-
ited no visible PCR products. The median Ct value for assemblage-specific PCR-positive
samples was significantly lower (23.91; IQR, 22.75–26.00) than the median Ct value for
assemblage-specific PCR-negative samples (30.98; IQR, 24.24–36.68) (p < 0.001).

In order to validate the results obtained with assemblage-specific PCR assay and
obtain sequence information about the samples with no PCR products visible by gel
analysis, we performed tpi genotyping. For the 48 (61%) samples that had Ct values lower
than 32 (median Ct value, 24.07; IQR, 22.61–26.63) and for which DNA was available for
typing, the tpi gene was successfully amplified by nested PCR and sequenced (of note,
three samples analyzed with the assemblage-specific assay were not submitted to tpi
genotyping due to lack of DNA availability). Out of the 48 tpi sequences, sequence analysis
resulted in 22 (46%) Assemblage A sequences belonging to samples from 10 children,
6 adults, and 6 individuals of unknown age. The remaining 26 (54%) sequences were
belonged to Assemblage B and corresponded to samples from 15 children, one adult,
and 10 of unknown age (Table 2; Table S1). The samples belonging to Assemblage A were
all 100% identical to the A2 subtype reference sequence AF069557 available in GenBank.
Meanwhile, the samples pertaining to Assemblage B could not be assigned to the sub-
assemblage level by alignment, and therefore they are referred to as Assemblage B only.

Table 2. Summary of Giardia assemblages detected by tpi gene analysis according to the basic
demographic characteristics of the study population.

Study Population
(N = 119)

Giardia-Positive
(Real-Time PCR)

Assemblage A
Positive/Typed

Samples 1

Assemblage B
Positive/Typed

Samples 1

Children (N = 55) 45/55 (82%) 10/25 (40%) 15/25 (60%)
Boys (n = 30) 24/30 (80%) 5/14 (36%) 9/14 (64%)
Girls (n = 25) 21/25 (84%) 5/11 (45%) 6/11 (55%)

Adults (N = 37) 11/37 (30%) 6/7 (86%) 1/7 (14%)
Males (n = 23) 5/23 (22%) 3/3 (100%) 0/3 (00%)

Females (n = 14) 6/14 (43%) 3/4 (75%) 1/4 (25%)
Undetermined age

(N = 27) 24/27 (89%) 6/16 (37%) 10/16 (63%)

Males (n = 13) 12/13 (92%) 4/8 (50%) 4/8 (50%)
Females (n = 9) 9/9 (100%) 1/6 (17%) 5/6 (83%)

Unknown (n = 5) 3/5 (60%) 1/2 (50%) 1/2 (50%)
TOTAL 80/119 (67%) 22/48 (46%) 26/48 (54%)

1 Results of the positive samples referred to assemblage A and B were based on tpi gene analysis.

3.3. Allelic Sequence Heterozygosity (ASH)

For the 22 Giardia Assemblage A samples, all 22 sequences were identical, and se-
quence analysis of the tpi gene revealed unambiguous sequence data with no evidence
of ASH.

For the 26 Assemblage B samples, however, sequencing of tpi PCR products produced
no less than 21 distinct sequence variants (Table S2). Seven sequences had no visible
double peak at any nucleotide position. Of these sequences, four (ALG-007, ALG-0017,
ALG-0019, and ALG-0040) were 100% identical to the BIV reference sequence Ad-19 (Gen-
Bank accession no. AF069560) (Table S2). The 19 remaining Assemblage B sequences had
overlapping nucleotides (double peaks) in at least one position. Among these sequences,
ALG-0022, ALG-0025, and ALG-0031 sequences were 100% identical, with double peaks at
the following positions: 77, 162, 165, and 168.

The translation of nucleotide sequences into aa sequences revealed both silent and
non-synonymous mutations among the Giardia Assemblage B sequences. All observed
substitution patterns were transition mutations (T↔C or A↔G), except for one transver-
sion mutation (A↔T) observed in the sample ALG-0044. The nucleotide substitutions
of seven sequences (ALG-0026, ALG-0030, ALG-0035, ALG-0038, ALG-0041, ALG-0048,
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and ALG-0051) corresponded to silent mutations and so did not cause any change in
the aa sequence, while the nucleotides substitutions observed in 12 sequences (ALG-003,
ALG-008, ALG-0020, ALG-0022, ALG-0023, ALG-0025, ALG-0031, ALG-0032, ALG-0037,
ALG-0043, ALG-0044, and ALG-0047) were non-synonymous mutations (Table S3).

4. Discussion

In this study, we have provided some baseline information on the Giardia assemblages
circulating in the human population in Algeria using sequence-based genotyping, and we
provide some of the first genotyping data to emerge in this field from the entire Africa.
Moreover, our study provides information on the prevalence of Giardia among individuals
positive for intestinal parasites in selected areas in Algeria and information on upstream
factors potentially influencing the process leading to successful genotyping.

Based on real-time PCR, the overall rate of Giardia duodenalis was 67%, with children
being more commonly infected than adults (82% vs. 30%), confirming the trend identified
in our previous study [25]. Real-time PCR was more sensitive for detecting Giardia than
microscopy, which is in agreement with previous findings [32–35]. However, we identified
seven samples negative by real-time PCR that were microscopy-positive for Giardia. This re-
sult might be explained in part by a misinterpretation during diagnosis or by the presence
of ‘empty’ cysts, which would be observable by microscopy but would lack genetic material
that could be amplified by real-time PCR as previously observed by colleagues [36].

The difference in the Ct values observed when using potassium dichromate (2.5%)
or ethanol (70%) for sample storage might indicate that the former is more optimal for the
preservation of samples collected for detection and molecular characterization of Giardia.
This finding should be interpreted with caution, however, since clinical or epidemiological
information that could otherwise explain this difference (e.g., association between visitation
of samples to preserving agent and clinical severity of infection) was not available for this
analysis. Meanwhile, we noticed that DNA extracted from samples collected and stored in
potassium dichromate back in 2013 was of sufficient quality for DNA extraction and DNA
analysis in 2019 when our laboratory work was carried out, exemplifying the applicability
of potassium dichromate for this purpose.

The assemblage-specific PCR assay has proved reliable and sensitive in cases of
strongly unbalanced samples with variable proportions of assemblages A and B DNA as
well as when extremely diluted samples are used [18]. However, in our study only strongly
real-time PCR positive samples gave interpretable results. Meanwhile, assemblage-typing
using tpi gene as the genetic marker revealed consistent amplification when PCR-positive
samples with Ct values ≤ 32 were used. A total of 40% (19/48) samples negative by
assemblage-specific PCR were positive by tpi typing (Table S1). Noticeably, while most
samples identified as Assemblage B-positive by tpi sequencing were correctly identified as
Assemblage B by assemblage-specific PCR, only four of the 22 samples identified as Assem-
blage A by tpi sequencing were scored as Assemblage A-positive by assemblage-specific
PCR; most of the remaining samples were negative. This indicates that the assemblage-
specific PCR was specific and that the sensitivity was similar to that of the tpi assay for
Assemblage B but remarkably less sensitive with regard to Assemblage A.

Overall, Assemblage B was primarily identified in children; however, the major-
ity of tpi sequences obtained from individuals of unknown age were also attributed
to Assemblage B; hence, we could not with certainty link Assemblage B to young age
(Table 2; Table S1).

Extensive genetic variation was observed within Giardia Assemblage B sequences,
with 21 examples of ASH identified among a total of 19 Giardia Assemblage B samples,
whereas no genetic variation was noticed within Giardia Assemblage A sequences. It has
previously been established that the tpi gene is highly conserved within Assemblage A [10].
Meanwhile, tpi sequencing revealed large genetic variation within Giardia Assemblage B
samples. The observation of sequence heterogeneity in 19/26 sequences as evidenced by
the presence of one or more double peaks in both sequence strands indicates that ASH
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in Assemblage B is extensive in this population. Although this degree of heterozygosity
may be due to mixed infections with parasites of multiple Assemblage B sub-assemblages,
it may more likely be due to ASH of nuclei within single cysts as suggested in multiple
studies [10,14,20,37,38]. Several studies of diverse hosts have reported that ASH can
occur at specific positions, and its configuration may differ from one study to another,
which may be due to substantial intragenic variability within Assemblages B sequences.
The substitution patterns at positions 91, 162, 165, 168, and 280 have been reported from
human samples in Sweden [10], Peru, India, and USA [17,39]. The substitution patterns at
positions 216, 297, and 429 have been reported from water samples in USA [39]; additionally,
the first (position 216) has been also reported from muskrat in USA [17,39], the second
(position 297) from human in Peru [39], and the last (position 429) has been reported from
rabbit and human in China and Australia, respectively [39]. The substitution pattern at
position 77 has been observed in human samples in central Ethiopia [40] as well as in dog
samples in USA [17]. The substitution pattern at position 333 has been reported from dog
samples in Germany [39]. In the present study, we took into account only sequencing
chromatograms with unambiguous peaks. Double peaks of approximately the same
intensity were observed on both forward and reverse DNA strands. Thus, the possibility
that low-quality sequencing might be the reason of the high number of allele variants
could be ruled out, also because the sequences of the Assemblage A samples presented no
background noise. In our study, we observed ASH in 73% of Assemblage B samples.

Our study has certain limitations to consider. First, the study was carried out in only
two geographical areas, and we only investigated individuals who had been in contact with
the health care system, so the data might not reflect the epidemiological situation in the
entire country and in the background population. Additionally, if clinical information had
been available to us, we could have investigated whether symptoms or intensity of infection
as measured by real-time PCR differed between individuals with Assemblage A and those
with Assemblage B infection. Similarly, age was not known for several individuals. If the
patients of unknown age were all adults, then the difference in Giardia prevalence would
not be nearly as large as the one accounted for here. Furthermore, we used only two
typing methods (assemblage-specific PCR and tpi genotyping) for the assignment of Giardia
samples at the assemblage level, which is not always reliable knowing that methods
using different genetic markers can give different results, and more consistent results are
obtained when combining the information from multiple markers [37]. Based on the data
at hand, the sub-assemblage calling was not possible due to the genetic diversity and
the high substitutions rate of Assemblage B samples [41], and lack of information in the
GenBank database. Several previous studies have also reported the difficulty in assigning
sub-assemblages in Assemblage B samples [14,42–44].

Conclusively, in this study population, most of the parasite-positive children had
Giardia. We moreover observed that real-time PCR appears to be more sensitive than mi-
croscopy for detecting Giardia in stool specimens, and robust amplification and sequencing
of the tpi gene is feasible when samples that are moderate-to-strongly positive real-time
PCR are used. We were able to identify that potassium dichromate appears to be a better
preserving agent for long-term storage of stool samples collected for Giardia detection and
differentiation than ethanol. Finally, we observed that most Assemblage B sequences ex-
hibited overlapping nucleotide peaks at specific positions in the chromatograms compared
with Assemblage A sequences, suggesting substantial ASH and a clear difference in genetic
diversity between assemblages A and B. Complementing to our study, further studies
are needed with clear data on age, sex, geographic area, and clinical records including a
survey of the background population to identify whether this population is more or less
infected than those in touch with the healthcare system and to determine the assemblages
in this background population (i.e., in those Giardia-infected individuals who do not seek
medical treatment/advice), which will inform the future management of Giardia infections
in Algeria.
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were included.
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Table S1.  Summary of the results obtained using real-time PCR, assemblage-specific PCR, and tpi gene analysis of Giardia-positive samples collected from two separate geographical areas in Algeria, previously tested positive for intestinal parasites by microscopy 
of fecal concentrates and preserved in either potassium dichromate 2.5% or ethanol 70% prior to analysis.  

 

Sample ID 

Date of 
sampling 
 

 
Location 

 
Preserving medium 

 
   Sex 

 
   Age group 

 Microscopy 
for Giardia 
duodenalis 

Real-time 
PCR results 
(Ct value) Assemblage-specific PCR result         tpi result 

ALG-001 25/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 16.75 Assemblage B + other band(s)  Assemblage A 
ALG-002 05/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female  Adult  Positive 19.27 Negative Assemblage A 
ALG-003 03/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Undetermined   Positive 19.87 Assemblage B Assemblage B 
ALG-004 01/02/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Undetermined   Positive 20.16 Assemblage A Assemblage A 
ALG-005 14/11/2018 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 20.93 Negative Assemblage A 
ALG-006 19/01/2017 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Undetermined  Undetermined   Positive 20.96 Negative Assemblage A 
ALG-007 10/09/2017 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Undetermined   Positive 21.1 Negative Assemblage B 
ALG-008 27/08/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Undetermined   Positive 21.11 Assemblage B Assemblage B 
ALG-009 19/12/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Undetermined   Positive 21.11 Negative Assemblage A 
ALG-0010 11/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female Adult  Positive 21.55 Negative Assemblage A 
ALG-0011 02/04/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 22.16 Assemblage B Not performed 
ALG-0012 18/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 22.17 Assemblage B Not performed 
ALG-0013 28/01/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Undetermined   Positive 22.49 Negative Assemblage A 
ALG-0014 08/10/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Adult  Positive 22.54 Assemblage B Not performed 
ALG-0015 06/11/2017 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Undetermined   Positive 22.56 Negative Assemblage A 
ALG-0016 02/04/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 22.78 Assemblage B + other band(s)  Assemblage A 
ALG-0017 31/05/2018 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 22.79 Assemblage B + other band(s)  Assemblage B 
ALG-0018 19/09/2017 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Child  Positive 22.79 Negative Assemblage A 
ALG-0019 07/01/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female  Undetermined   Positive 22.97 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0020 03/10/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Undetermined   Positive 23.07 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0021 25/02/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 23.25 Assemblage B + other band(s)  Assemblage A 
ALG-0022 26/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Male Child  Negative 23.42 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0023 05/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female  Child  Positive 23.56 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0024 27/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female  Child  Positive 23.6 Negative Not performed 
ALG-0025 24/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Female Child  Negative 23.61 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0026 23/04/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 23.71 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0027 03/12/2017 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Child  Positive 23.8 Negative Assemblage A 
ALG-0028 26/02/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Adult  Positive 23.91 Assemblage A Assemblage A 
ALG-0029 13/02/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 24.24 Negative Assemblage A 
ALG-0030 25/01/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Undetermined   Positive 24.26 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0031 24/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Female Child  Negative 24.32 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0032 27/04/2018 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 24.81 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0033 27/03/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 25.02 Negative Assemblage A 
ALG-0034 25/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Male Child  Negative 25.12 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0035 31/03/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Undetermined  Undetermined   Positive 25.5 Assemblage B + other band(s)  Assemblage B 
ALG-0036 21/08/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Undetermined   Positive 25.5 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0037 24/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Male Child  Negative 25.59 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0038 10/04/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 25.84 Negative Assemblage B 
ALG-0039 01/10/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 26.24 Negative Assemblage A 
ALG-0040 22/05/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 26.42 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0041 27/03/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Female Adult  Negative 26.7 Negative Assemblage B 
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ALG-0042 27/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Adult    Positive 26.73 Assemblage A Assemblage A 
ALG-0043 21/08/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Child  Negative 26.75 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0044 03/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 26.76 Assemblage B + other band(s)  Assemblage B 
ALG-0045 02/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Adult  Positive 27.4 Assemblage B + other band(s)  Assemblage A 
ALG-0046 27/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Adult  Positive 27.92 Assemblage A Assemblage A 
ALG-0047 05/04/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Undetermined   Positive 28 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0048 27/03/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 28.36 Assemblage B Assemblage B 
ALG-0049 16/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 28.41 Negative Assemblage A 
ALG-0050 06/10/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male  Child  Positive 29.5 Negative Assemblage B 
ALG-0051 01/08/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Undetermined   Positive 29.76 Negative Assemblage B 
ALG-0052 14/04/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 30.03 Negative Not performed 
ALG-0053 28/12/2016 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Male Undetermined   Negative 30.44 Negative Assemblage A 
ALG-0054 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Undetermined   Positive 30.49 Negative Not performed 
ALG-0055 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Positive 30.86 Negative Not performed 
ALG-0056 14/02/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Adult  Positive 30.98 Negative Not performed 
ALG-0057 10/04/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 31.1 Negative Not performed 
ALG-0058 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Undetermined   Positive 31.76 Negative Not performed 
ALG-0059 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female Undetermined   Positive 32.18 Negative Not performed 
ALG-0060 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Undetermined   Positive 32.21 Negative Not performed 
ALG-0061 22/09/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 32.23 Other bands  Not performed 
ALG-0062 08/04/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Male Child  Positive 32.27 Negative Not performed 
ALG-0063 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female  Undetermined   Negative 33.54 Negative Not performed 
ALG-0064 03/10/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female Adult  Negative 33.84 Negative Not performed 
ALG-0065 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Undetermined   Positive 34.15 Negative Not performed 
ALG-0066 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female  Undetermined   Negative 34.22 Negative Not performed 
ALG-0067 15/05/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Positive 35.88 Negative Not performed 
ALG-0068 26/02/2018 Tolga Hospital - Biskra  Potassium dichromate 2.5% Female Adult  Positive 35.93 Negative Not performed 
ALG-0069 23/07/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Positive 36.68 Negative Not performed 
ALG-0070 Undetermined CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Undetermined  Undetermined   Positive 36.71 Negative Not performed 
ALG-0071 08/10/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Positive 36.89 Negative Not performed 
ALG-0072 10/10/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Negative 37.15 Negative Not performed 
ALG-0073 27/05/2013 CHU Issad Hassani, Beni Messous - Algiers Potassium dichromate 2.5% Female Child  Positive 37.43 Negative Not performed 
ALG-0074 21/10/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Positive 37.47 Negative Not performed 
ALG-0075 04/04/2018 Doctor Saadane Hospital - Biskra Potassium dichromate 2.5% Female Child  Negative 38 Negative Not performed 
ALG-0076 03/07/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male Child  Positive 38.39 Negative Not performed 
ALG-0077 24/07/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female  Child  Positive 39.1 Negative Not performed 
ALG-0078 02/05/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male Child  Positive 39.93 Negative Not performed 
ALG-0079 10/10/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Male  Child  Negative 39.97 Negative Not performed 
ALG-0080 26/06/2018 CHU Nafissa Hamoud, Hussein Dey - Algiers Ethanol 70% Female  Child  Positive 41.51 Negative Not performed 
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Table S2. Comparative analysis of the extent of allelic sequence heterozygosity in the tpi gene of Giardia duodenalis Assemblage B identified in the study. 

 

Assemblage/Subtype   
Material Nucleotide position from the beginning of the gene 
                                           

  77 91* 105 111 121 132 141 162 165* 168* 205 216 261 271 280 297 312 333 407 429 448 
                                              
BIII/ 2924  (AY228628)   C C G G G C C G C C C C G C A A C T A G G 
BIV/Ad-19 (AF069560)  C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 
ALG-003   Stool sample C C G G G C Y R C Y C C G Y R R C Y A G G 
ALG-007 Stool sample C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 
ALG-008 Stool sample C C G G G C Y R Y Y C C G Y R R C Y A G G 
ALG-0017 Stool sample C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 
ALG-0019 Stool sample C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 
ALG-0020 Stool sample C Y G R R C C G C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0022 Stool sample Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0023 Stool sample C Y R G G C C R C C C C G C A A Y T A G R 
ALG-0025 Stool sample Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0026 Stool sample C T G G G C C G Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0030 Stool sample C C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0031 Stool sample Y C G G G C C R Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0032 Stool sample C Y G G G C C R C C Y C G C A R C Y A G G 
ALG-0034 Stool sample T C G G G C C A C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0035 Stool sample C C G G G C C R C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0036 Stool sample C T G G G C C A C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0037 Stool sample Y C G G G C C R C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0038 Stool sample C C G G G C C G C C C Y G C A A C T A G G 
ALG-0040 Stool sample C T G G G C C G T T C C G C A A C T A A G 
ALG-0041 Stool sample C C G G G Y C G C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0043 Stool sample C C G G G C C R C C C C G Y R R C Y A G G 
ALG-0044 Stool sample C C G G G C C R Y C C C G C A A C T W G G 
ALG-0047 Stool sample C C G G G C C R C C C C R C A A Y T A G G 
ALG-0048 Stool sample C C G G G C C G Y Y C C G C A A C T A G G 
ALG-0050 Stool sample C C G G G C C G C C C C G C A A C T A G G 
ALG-0051 Stool sample C T G G G C C G Y Y C C G C A A C T A R G 

Keys: Asterisks (*) represent a substitution patterns suggested as markers for distinct Giardia assemblages B subtypes [10,39]. 
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Table S3. Comparative sequence analysis of expressed amino acid substitutions in the tpi gene of Giardia duodenalis  
Assemblage B samples identified in the study. Only samples with double peaks resulting in the existence of non-
synonymous substitutions were included. 
  

 
 
Amino acid 
sequences 

 
Amino acid position from the beginning of the tpi gene 

 
 
 

 26 31 41 87 91 94 136 150 
tpi reference 
sequence 
(GenBank 
Accession no. 
KP687784) A Y  V M  H  I K A 
 
ALG-003 A H  V M (H ↔Y) (I ↔ V) K A 
ALG-008 A H  V M (H ↔Y) (I ↔ V) K A 
ALG-0020  A ((H ↔ Y) (I ↔ V) M  H  I K A 
ALG-0022 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 
ALG-0023  A ((H ↔ Y)   V M  H  I K ((T ↔ A)  
ALG-0025 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 
ALG-0031 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 
ALG-0032 A ((H ↔ Y)   V M  H  I K A 
ALG-0037 ((A ↔ V) H  V M  H  I K A 
ALG-0043  A H  V M (H ↔ Y) (I ↔ V) K A 
ALG-0044  A H  V M  H  I (K ↔ M) A 
ALG-0047 A H  V (I ↔ M)  H  I  K A 

      Alignment analysis of the translated nucleotides sequences into amino acid with the complete tpi gene reference 
sequence (GenBank accession no: KP687784.1) indicated that the samples ALG-003, ALG-008, and ALG-0043 had 
two expressed substitutions of amino acid at positions 91 (H ↔ Y) and 94 (I ↔ V) resulting in replacement of amino 
acid Histidine to Tyrosine, and Isoleucine to Valine, respectively. Sample ALG-0020 had two expressed substitutions 
at positions 31 of amino acid (H ↔ Y) and 41 (I ↔ V) inducing replacement of amino acid Histidine to Tyrosine and 
Isoleucine to Valine, respectively. Samples ALG-0022, ALG-0025, ALG-0031, and ALG-0037 indicated one expressed 
substitution at position 26 (A ↔ V) triggering a change of amino acid Alanine to Valine. Sample ALG-0023 exhibited 
two expressed substitutions at positions 31 (H ↔ Y) and 150 (T ↔ A) causing a change of amino acid Histidine to 
Tyrosine and Threonine to Alanine. Samples ALG-0032, ALG-0044, and ALG-0047 had one expressed substitution 
at positions 31 (H ↔ Y), 136 (K ↔ M), and 87 (I ↔ M) leading change of amino acid Histidine to Tyrosine, Lysine to 
Methionine, and Isoleucine to Methionine, respectively. All the replacements of amino acids are reversible.  
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