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Titre : Etude du rôle des hôtes définitifs impliqués dans la contamination environnementale par Echinococcus 

multilocularis en zone d’endémie  

Mots clés : Echinococcus multilocularis, fèces de carnivores, identification individuelle, copro-génotypages, 

contamination environnementale, persistance 

L’échinococcose alvéolaire demeure une zoonose en expansion 

malgré l’amélioration des mesures sanitaires, le changement des 

habitudes alimentaires et la diminution des populations des 

catégories socio-économiques les plus à risque. La contamination 

de l’environnement par Echinococcus multilocularis, le parasite 

responsable de cette zoonose, et le risque d’infection pour 

l’homme dépendent de la distribution des fèces des carnivores 

hôtes définitifs du parasite. Cette étude visait à caractériser la 

contribution des renards, chiens et chats dans la contamination 

environnementale par E. multilocularis en zone d’endémie. La 

présence des œufs d’E. multilocularis a été confirmée plus 

significativement dans les fèces de renards. De plus, nos travaux 

ont démontré une hétérogénéité spatiale locale du risque 

d’exposition aux œufs d’E. multilocularis via les fèces de 

renards, ce qui représente un paramètre clé dans la transmission 

locale du parasite. Par ailleurs, l’étude de la contamination des 

sols de potagers par E. multilocularis laisse penser que  les œufs 

du parasite pouvaient persister pendant au moins une année après 

la disparition des fèces porteuses du parasite. 

La contribution individuelle des renards dans la 

contamination de l’environnement par E. multilocularis a 

été explorée par l’identification de leurs fèces par 

génotypage à l’aide de marqueurs microsatellites. Parmi 

les renards infestés, nous avons mis en évidence quelques 

individus (35%) ayant déposé la majorité des fèces testées 

positives pour E. multilocularis (60%). Enfin, 

l’identification des profils génétiques EmsB des œufs d’E. 

multilocularis isolés des fèces des hôtes suggère une 

transmission du parasite des renards, alors considérés 

comme un réservoir local du parasite, vers les chiens et 

chats via la prédation d’une même population locale de 

rongeurs. L’ensemble du travail démontre le rôle majeur 

du cycle sylvatique entretenu par les renards dans le 

maintien du cycle synanthropique du parasite. Il semble 

alors que les mesures de contrôle d’abondance d’E. 

multilocularis sur le terrain doivent nécessairement 

couvrir le territoire des renards super-propagateurs du 

parasite pour espérer interrompre le cycle local du 

parasite. 

 

Alveolar echinococcosis remains an expanding zoonosis 

despite improved sanitary measures, changing dietary habits 

and decreasing populations in the most at-risk socio-

economic categories. Environmental contamination with 

Echinococcus multilocularis, the parasite responsible for this 

zoonosis, and the risk of infection for humans depend on the 

distribution of carnivore faeces, as definitive hosts of the 

parasite. This study aimed to characterise the contribution of 

foxes, dogs and cats to environmental contamination with E. 

multilocularis in endemic area. The presence of E. 

multilocularis eggs was confirmed most significantly in fox 

faeces. Furthermore, our studies demonstrated local spatial 

heterogeneity in the exposure risk to E. multilocularis eggs 

via fox faeces, which represents a key parameter in the local 

transmission of the parasite. In addition, investigation of soil 

contamination with E. multilocularis in vegetable gardens 

suggests that E. multilocularis eggs could persist for at least 

one year after the disappearance of faeces carrying the 

parasite. 

Individual contribution of foxes to environmental 

contamination with E. multilocularis was explored by 

genotyping their faeces with microsatellite markers. 

Among infested foxes, we identified a few individuals 

(35%) that deposited the majority of faeces tested 

positive for E. multilocularis (60%). Finally, the 

identification of EmsB genetic profiles of E. 

multilocularis eggs isolated from definitive host 

faeces suggests transmission of the parasite from 

foxes, then considered as a local reservoir, to dogs and 

cats via predation of the local rodent population. The 

whole study demonstrates the major role of the 

sylvatic cycle perpetuated by foxes in maintaining the 

synanthropic cycle of the parasite. It seems then 

measures to control E. multilocularis abundance in the 

field must necessarily cover the territory of fox 

individuals that are super-spreaders for the parasite in 

order to succeed in interrupting the local cycle of the 

parasite. 

Title : Study of the role of definitive hosts involved in environmental contamination by Echinococcus 

multilocularis in endemic area  

Keywords :  Echinococcus multilocularis, carnivore faeces, individual identification, copro-genotyping, 

environmental contamination, persistence 
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1. Interactions humains-animaux : émergence et croissance des maladies zoonotiques  

Les changements environnementaux liés à l’évolution des comportements humains tels que les 

migrations, le développement de l’agriculture, l’urbanisation ou encore l’industrialisation 

modifient profondément la structure et le fonctionnement des écosystèmes (Thomas et al., 

2012; Reperant et al., 2013). L’accélération de ces changements et l’augmentation des 

populations humaines contribuent à diminuer les zones sauvages et intensifient les interactions 

entre les populations humaines et animales (Lloyd-Smith et al., 2009). Ces interactions 

croissantes ont ainsi donné lieu à un continuum de contacts entre les hommes et les animaux, 

qui favorise le transfert et l’émergence de nombreux agents pathogènes infectieux (Lloyd-Smith 

et al., 2009; Reperant et al., 2013). En effet, cette interface homme-animal a servi de médiateur 

pour la circulation interspécifique de pathogènes dits zoonotiques, c’est-à-dire d’agents 

infectieux pouvant se transmettre naturellement des animaux vertébrés aux humains, et 

inversement (Kerr, 2004; Keesing and Ostfeld, 2021). Plus de la moitié des 1407 agents 

pathogènes humains identifiés sont zoonotiques (Woolhouse and Gowtage-Sequeria, 2005). La 

part des espèces pathogènes impliquées varie considérablement en fonction des taxons, jusqu’à 

95% des helminthes pathogènes à l’homme sont zoonotiques contre 76% pour les virus, 65% 

pour les protozoaires, 50% pour les bactéries et seulement 38% pour les champignons (Taylor 

et al., 2001; Woolhouse, 2002). Toutefois, ce sont les virus qui sont les plus susceptibles de 

causer des maladies émergentes, avec comme caractéristique principale, une augmentation 

significative de leur incidence (Woolhouse, 2002), à l’instar du coronavirus 2 du syndrome 

respiratoire aigu sévère (SRAS-CoV-2) très probablement d’origine animale mais non encore 

avérée (Haider et al., 2020). Globalement, trois quart des maladies émergentes et réémergentes 

sont d’origine animale (Woolhouse and Gowtage-Sequeria, 2005; Coker et al., 2011), ce qui 

induit que les zoonoses représentent la plupart des maladies émergentes apparues chez l’homme 

au cours de ces soixante-dix dernières années (Karesh et al., 2012; Fesce et al., 2020).  

Les zoonoses sont généralement catégorisées par les modes de transmission (par exemple, par 

ingestion alimentaire, par des vecteurs), le type de pathogène (micro-parasites ou macro-

parasites) et la transmissibilité inter-humaine (Lloyd-Smith et al., 2009). Les micro-parasites 

(bactéries, virus, protozoaires, microchampignons) sont très souvent des intracellulaires 

obligatoires et se reproduisent rapidement avec un temps de génération très court entrainant la 

mort ou le développement d’une immunité chez l’hôte (Hudson, 2002). Ils causent 

généralement des maladies épidémiques (par exemple les leishmanioses). A l’inverse, les 

macro-parasites incluant les helminthes, les arthropodes et autres métazoaires se développent 
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dans le corps ou dans les cavités de l’hôte avec un temps de génération long entrainant une 

infection chronique avec une immunité plutôt transitoire (Anderson and May, 1992; Hudson, 

2002). Ils sont donc souvent responsables de maladies endémiques caractérisées par leur 

présence constante dans une région ou une population donnée (Grace et al., 2012). Les zoonoses 

endémiques représentent le plus lourd impact sur la santé humaine avec un milliard de malades 

et des millions de décès chaque année dans le monde (Karesh et al., 2012). La distinction entre 

zoonoses endémiques et émergentes est de nature temporelle et/ou géographique. Une maladie 

endémique devient émergente et donc, plus préoccupante, quand le pathogène se répand à partir 

de son réservoir naturel et conquit d’autres populations animales et humaines d’une nouvelle 

zone géographique (Daszak et al., 2001). En effet, les pathogènes responsables de zoonoses 

endémiques sont très souvent enzootiques donc circulant activement dans les populations 

animales (Karesh et al., 2012).   

Les espèces animales les plus impliquées sont les plus proches de l’homme, dans l’ordre 

d’importance les ongulés, les carnivores et les rongeurs  (Woolhouse and Gowtage-Sequeria, 

2005). On considère que ce sont les populations sauvages qui constituent le maillon essentiel 

de l’émergence des pathogènes zoonotiques en étant des réservoirs, souvent sans symptômes 

apparents, à partir desquels peuvent se diffuser les zoonoses. C’est notamment le cas de 

nombreuses maladies vectorielles comme la maladie de Lyme (Daszak et al., 2001). La 

transmission vers la faune sauvage est cependant plausible via la propagation de pathogènes 

des animaux domestiques et par l’introduction par l’homme de pathogènes dans des endroits 

jusqu’alors considérés comme vierges, un phénomène désigné « pollution par les agents 

pathogènes » (Daszak et al., 2001). Dans les deux cas, les causes sont fortement associées aux 

activités et aux changements de l’environnement effectués par l’homme. Les conséquences de 

ces changements affectent les populations humaines à leur tour, surtout en zones rurales où elles 

peuvent être exposées aux pathogènes par les habitudes de production et de consommation 

alimentaires ainsi que par la proximité avec la faune sauvage et ses interactions avec les 

animaux domestiques. Bien que l’urbanisation réduise la prévalence de nombreux pathogènes 

dans les populations animales, la transmission pourrait dans certains cas, augmenter parmi la 

faune sauvage établie en milieu urbain ou péri-urbain (Bradley and Altizer, 2006; Mackenstedt 

et al., 2015), et représenter un problème de santé publique majeur puisque plus de 50% des 

humains seront concentrés dans des zones urbaines dans moins de 30 ans (Shochat et al., 2006). 

Les dynamiques des populations humaines et leur utilisation de l’environnement influent ainsi 

sur la structure et la composition des populations animales, agissant également sur les cycles 
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de vie et de transmission des pathogènes zoonotiques (Figure 1) (Thompson, 2013; Gottdenker 

et al., 2014). Ceci concerne particulièrement quelques protozoaires comme Toxoplasma gondii 

(Gilot-Fromont et al., 2012), mais surtout la plupart des macro-parasites ayant des cycles de vie 

complexes qui impliquent des relations trophiques entre plusieurs espèces animales (Eckert et 

al., 2001c; Liccioli, 2015).  

 

 

 

Figure 1 : Flux de transmission des pathogènes zoonotiques entre les populations humaines, 

les animaux domestiques et la faune sauvage dans différents milieux (Thompson, 2013). 
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2. Ecologie de la transmission des parasites à cycles complexes 

Contrairement aux parasites à cycle monoxène (implication d’un hôte unique), les macro-

parasites à cycle de vie complexe ou hétéroxène se développent dans plusieurs hôtes 

successivement, chacun correspondant souvent à un stade parasitaire et généralement en passant 

par un stade libre infectieux répandu dans l’environnement (Combes, 2001; Chubb et al., 2010). 

Les vers parasites (ou helminthes) hétéroxènes représentent le groupe de macro-parasites le 

plus répandu et sont particulièrement susceptibles de causer des zoonoses (Taylor et al., 2001; 

Weil et al., 2006; Froeschke and Matthee, 2014). De surcroît, ces organismes ont des voies de 

transmission impliquant une large contamination de l’environnement et donc qui leur offrent 

de nombreuses possibilités d’infection des hôtes (Woolhouse et al., 2001). Cette faculté à se 

répandre et à persister dans l’environnement combinée à l’existence et à la possibilité d’infecter 

un large éventail d’hôtes augmentent probablement les risques d’émergence de zoonoses 

(Daszak et al., 2001; Bengis et al., 2002).  

Les helminthes sont souvent transmis par voie trophique (Benesh et al., 2021), on distingue 

donc les hôtes intermédiaires (HI) à l’intérieur desquels se développe la forme asexuée du 

parasite, eux-mêmes consommés, dans un système prédateur-proie, par les hôtes définitifs (HD) 

qui abritent les formes adultes et sont garant de la reproduction parasitaire. D’autres helminthes 

comme Trichinella spiralis ou Toxocara spp. peuvent en plus de cette transmission horizontale 

se transmettre verticalement d’un hôte femelle aux descendants par voie transplacentaire ou 

lors de l’allaitement (Shoop, 1991; Overgaauw and Van Knapen, 2008). Dans tous les cas, la 

réalisation et la maintenance du cycle chez les hôtes exigent la rencontre et la compatibilité 

entre ces derniers et l’agent pathogène. Les deux processus ont été imagés par Euzet et Combes 

(1980) – repris par Holmes (1987) et Combes (2001) – sous la forme de filtres que le parasite 

doit traverser pour sa transmission chez les hôtes (Figure 2). La rencontre détermine la 

probabilité de contact physique entre le parasite et ses hôtes. Il faudrait alors qu’ils cohabitent 

dans le même écosystème et puissent se rencontrer (filtre écologique). Le contact dépend aussi 

de la distribution et de la dynamique de population des hôtes et du parasite et de leurs 

comportements favorisant la contamination (filtre éthologique). La compatibilité détermine la 

probabilité d’adaptation du parasite aux conditions physico-chimique internes des hôtes (filtre 

métabolique) incluant la capacité à résister aux systèmes immunitaires (filtre immunologique). 

In fine, ces différents filtres vont déterminer le pool d’hôtes susceptibles d’être infectés (spectre 

d’hôtes). Les interactions hôtes-parasite s’inscrivent donc dans un système spatio-temporel co-

évolutif dans lequel le parasite développe des caractères pour infecter et s’adapter aux hôtes 
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alors que ces derniers mettent en place des stratégies d’échappement (Gandon and Michalakis, 

2002). Dans ce mémoire, nous nous attardons plus particulièrement sur les variables qui 

déterminent les filtres de rencontre.  

 

Figure 2 : Schéma des processus de rencontre et de compatibilité intervenant dans les 

interactions hôtes-parasite (adapté de Euzet et Combes, 1980 et de Combes, 2001). Le spectre 

d’hôtes d’un parasite inclus les espèces qui partagent son habitat et susceptibles de le rencontrer 

(filtres écologique et éthologique) et pouvant procurer les conditions physico-chimiques et 

immunologiques adéquates (filtres métabolique et immunologique) pour pérenniser la 

transmission. En gras, les variables qui relèvent de notre champ d’étude.  

 

2.1. Distribution et comportement des hôtes et du parasite 

La première condition de contact entre un parasite et ses potentiels hôtes (intermédiaires et 

définitifs) implique que leurs distributions spatiales se chevauchent partiellement ou totalement 

et donc qu’ils partagent la même niche écologique. La caractérisation, la modélisation et la 

cartographie des aires de distribution des parasites et de leurs hôtes sont par exemple utilisées 

pour identifier les vecteurs et les réservoirs et donc prédire les zones d’endémie (Peterson, 2006; 

Peterson et al., 2006). Ensuite, la transmission ou la circulation parasitaire sont supposées 

sensiblement dépendantes de la densité de population des hôtes, en particulier en cas de 

variations importantes des populations (Altizer et al., 2003; Borremans et al., 2017). Ce 

phénomène a été démontré chez les populations de campagnol des champs, Microtus arvalis, 

HI du cestode Taenia taeniaeformis, dont les densités étaient associées significativement aux 

variations saisonnières de prévalences du parasite (Fichet-Calvet et al., 2003). Cependant, les 

macro-parasites se propageant dans l’environnement pourraient être moins sensibles aux 
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changements de densité des hôtes (Anderson and May, 1992; Altizer et al., 2003). Les taux de 

contact entre les différents hôtes et les parasites peuvent également être déterminants dans la 

transmission de ces agents pathogènes (McCallum et al., 2001; Tompkins et al., 2011; 

Borremans et al., 2017). L’étude des systèmes complexes de transmission des pathogènes 

implique ainsi la prise en compte d’autres paramètres supplémentaires comme l’hétérogénéité 

de l’environnement et les schémas comportementaux, qui amènent à des distributions non 

homogènes d’individus et donc des contacts hôtes-parasite non uniformes (Jong et al., 2002). 

En outre, à l’intérieur d’une même population d’hôtes, les individus n’ont pas la même 

susceptibilité aux parasites et donc la composition et la dynamique de la population sont des 

variables à prendre en considération dans la distribution de l’infection parasitaire dans la 

population des hôtes (Hudson, 2002; Altizer et al., 2006).  

2.1.1. Hétérogénéité de l’environnement  

Les facteurs environnementaux abiotiques et biotiques peuvent affecter fortement la 

distribution et la densité des hôtes, des parasites et surtout les relations liant les prédateurs et 

leurs proies, et influencent donc la dynamique des interactions hôtes-parasite (Neuhauser, 2001; 

Cai et al., 2018). La composition du paysage, des habitats et la disponibilité des ressources sont 

très variables en fonction des environnements amenant à l’existence de zones ou de foyers avec 

des intensités de circulation parasitaire très hétérogènes (Giraudoux et al., 2003). Par exemple, 

dans les paysages européens, la densité des rongeurs, HI de nombreux helminthes, augmente 

suivant le gradient urbain - rural et du fait de la réponse fonctionnelle des prédateurs comme le 

renard roux, l’intensité des prévalences parasitaires et de la contamination environnementale 

suivent également ce gradient (Reperant et al., 2007). En règle générale, plus la relation 

prédateur-proie est importante, plus la circulation et la transmission parasitaire sont intenses. 

Ainsi, à une échelle spatiale plus restreinte, les interactions hôtes-parasite sont variables en 

fonction de la distribution et de l’abondance des hôtes, des facteurs sous influence des types 

d’habitats, de la composition paysagère ou du niveau de fragmentation des habitats. En milieu 

rural, la diversité et l’abondance des communautés de rongeurs diffèrent selon le type d’habitat 

(prairie, forêt, champs, etc.) influençant directement la distribution des prédateurs (Alain et al., 

2006) et donc une distribution de prévalences parasitaires très hétérogène. En milieu urbanisé, 

les hôtes se répartissent dans des aires géographiques boisées non occupées en permanence par 

l’homme comme les parcs, les fragments de forêts, etc. (Bradley and Altizer, 2006) qui 

pourraient être des foyers de transmission élevée de parasites. Par exemple, la détection de 

formes infectieuses d’helminthes s’est avérée positive dans la plupart des parcs publics de deux 
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villes en Argentine, démontrant leur statut de zones localisées à risque d’exposition aux 

parasites zoonotiques en milieu urbain (Thevenet et al., 2004). Toutefois, en cas de distributions 

chevauchantes des HI et HD, la circulation parasitaire peut être effective dans des zones 

fortement urbanisées. Il a été démontré, à titre d’exemple, que la prévalence du nématode 

Baylisascaris procyonis chez des populations de souris (Peromyscus spp.) augmentait à mesure 

que le gradient d’urbanisation et la densité humaine augmentaient, ceci en raison des densités 

plus élevées de ratons laveurs (Procyon lotor), HD du parasite (Kellner et al., 2012).  

2.1.2. Schémas comportementaux  

Dans les cycles complexes, les schémas de déplacement des hôtes sont un déterminant majeur 

dans la circulation parasitaire. Les HI parcourent souvent de courtes distances par rapport aux 

HD qui disséminent donc les propagules sur de plus larges distances avec leurs fèces (Morgan 

et al., 2004). De nombreux canidés dispersent les œufs d’helminthes dans l’environnement des 

petits mammifères créant potentiellement des zones de transmission élevée par leurs 

comportements de défécation liés à leurs habitudes de recherche de nourritures, d’utilisation de 

l’habitat et d’interactions entre congénères par marquage fécal visuel et/ou olfactif (Barja et al., 

2005; Barja, 2009; Otranto et al., 2015a; Gecchele et al., 2020). Par ailleurs, les regroupements 

denses d’individus autour des points de ressources pourraient augmenter les taux de contacts 

intraspécifiques et/ou interspécifiques et faciliter la circulation parasitaire (Wright and 

Gompper, 2005). En général, les espèces grégaires qui vivent dans de grands groupes sociaux 

seraient particulièrement sensibles aux transmissions parasitaires dues à la promiscuité et aux 

taux de contacts élevés (Altizer et al., 2003; Nunn et al., 2011). 

2.1.3. Dynamique de population des hôtes  

Les distributions hétérogènes et agrégées parmi les hôtes sont une des caractéristiques 

importantes des parasites métazoaires dont les helminthes (Shaw et al., 1998; Hudson, 2002; 

Poulin, 2013). Les hôtes juvéniles concentrent le plus souvent la majorité de la biomasse 

parasitaire (Sorvillo et al., 2002; Altizer et al., 2003, 2006). Le taux de dispersion souvent très 

élevé dans la tranche des jeunes pourrait accroitre le risque de propagation de leurs parasites 

(Altizer et al., 2003; Soulsbury et al., 2008; Gras et al., 2018; Gecchele et al., 2020). Ceci 

démontre la grande importance de la dynamique de population des hôtes, particulièrement la 

composition et les paramètres démographiques, dans la circulation et la dissémination des 

parasites. Le degré de renouvellement des jeunes et des individus sains, susceptibles d’être 

immunologiquement naïfs, évolue dans le même sens que l’amplitude de la transmission et du 

cycle parasitaire (Altizer et al., 2006).  
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2.2. Distribution et persistance des stades libres parasitaires dans l’environnement 

Le succès du cycle parasitaire repose en partie sur la dispersion et la survie des œufs ou larves 

en ce qui concerne les helminthes, dans l’environnement. La plupart des helminthes sont 

caractérisés par un taux élevé de production d’œufs, ce qui assure une large dispersion dans 

l’environnement et compense la faible probabilité de rencontre avec les hôtes (Viney and Cable, 

2011). Par exemple, un ver femelle d’Ascaris spp. peut produire jusqu’à 200 000 œufs par jour 

(Anderson and May, 1992; Bendall et al., 2011). De plus, la coque externe des œufs leur procure 

une résistance aux conditions climatiques et environnementales (Wharton, 1983). Toujours 

dans le genre Ascaris, les œufs peuvent persister pendant plusieurs années dans diverses 

matrices environnementales (Oh et al., 2016). Cependant, pour la plupart des parasites, les 

conditions de développement et de survie de ces stades infectieux varient en fonction des 

environnements et dans le temps (Alum et al., 2010). Les œufs de certaines espèces 

d’helminthes ont besoin de chaleur et d’humidité pour se développer alors que d’autres 

survivent mieux dans les conditions fraiches (Morgan et al., 2004). La disponibilité et la 

persistance de ces formes infectieuses sont donc dépendantes des saisons et des facteurs 

abiotiques environnementaux – température, humidité, précipitations, enneigement, etc. –, 

lesquels pourraient être les causes des variations spatiales et temporelles de la circulation des 

parasites (Altizer et al., 2006). En conséquence, à une échelle de perception fine, les zones au 

microclimat favorable à la survie et à la persistance des œufs peuvent devenir des foyers à risque 

de transmission parasitaire élevée.  

La variabilité de l’ensemble de ces paramètres (impacts humains, facteurs environnementaux, 

etc.) que nous venons de décrire affecte la distribution des communautés d’hôtes et des parasites 

à différentes échelles spatiales (continentale, régionale, locale) et temporelles, influençant de 

ce fait les variations de la contamination environnementale et des dynamiques de transmission 

des infections dont les compréhensions fines restent peu explorées (Collinge and Ray, 2006). 
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3. Echinococcus multilocularis  

Echinococcus multilocularis est un helminthe hétéroxène qui, en raison de sa distribution, de la 

morbidité et du ratio de létalité de la zoonose dont il est responsable, occupe la première place 

(sur un classement de 24 parasites) des priorités en matière de prévention des zoonoses 

parasitaires transmissibles par l’alimentation en Europe (Bouwknegt et al., 2018; EFSA 

Panel on Biological Hazards (BIOHAZ) et al., 2018; van der Giessen et al., 2021). Plus 

particulièrement, il a été recommandé d’améliorer la compréhension des liens entre la présence 

du parasite dans les populations animales hôtes et les cas humains de l’échinococcose alvéolaire 

(EA), zoonose causée par E. multilocularis (Capek, 2010).  

3.1. Description du parasite  

Echinococcus multilocularis (Leuckart, 1863) est un ver hermaphrodite de l’embranchement 

des plathelminthes, de la classe des cestodes et de la famille des Taeniidae (Thompson, 2017). 

Le genre Echinococcus présente quelques caractéristiques qui le distingue du genre Taenia de 

la même famille (Thompson and McManus, 2001), notamment en ce qui concerne la taille des 

vers adultes, généralement très petite par rapport aux Taenia. Les vers d’Echinococcus 

multilocularis mesurent entre 1,2 et 4,5 mm (Deplazes and Eckert, 2001) et sont constitués de 

4 à 5 segments ou proglottis (Figure 3) (Eckert et al., 2001d). Le scolex (la tête), composé de 

4 ventouses et de 2 petites couronnes de crochets, est l’organe de fixation du ver. Les proglottis 

intermédiaires du corps du ver renferment les organes génitaux femelle et mâle, qui 

s’autofécondent souvent et produisent donc les œufs qui seront libérés avec le proglottis 

terminal (Thompson, 2017). Les œufs sont ovoïdes (30-50 µm, Thompson, 2017) et sont 

constitués d’un embryon hexacanthe (avec 6 crochets fixateurs rangés en paires), l’oncosphère 

(c’est le premier stage larvaire) entouré de plusieurs enveloppes dont l’embryophore kératinisé 

très résistant conférant l’aspect strié à l’œuf (Figure 3) (Federer et al., 2015). Le second stade 

larvaire du parasite correspond au metacestode qui a une localisation préférentielle hépatique. 

C’est la forme responsable de l’EA chez l’homme. Il s’agit d’une structure sans barrière 

limitative, infiltrante, qui se multiplie par bourgeonnement et est formée de nombreuses petites 

vésicules noyées dans un stroma de tissu conjonctif (Thompson, 2017). À l’intérieur de chaque 

vésicule, se forment par bourgeonnement de la membrane interne les protoscolex (Figure 3), 

formes fertiles qui se développeront en vers adultes. La membrane germinative du metacestode 

est responsable de la croissance invasive et de la libération de cellules germinatives qui peuvent 

former d’autres foyers métastatiques distants via la lymphe et le sang, ce qui constitue une 

particularité de l’espèce E. multilocularis. En tout, 9 (McManus, 2013; Nakao et al., 2013) ou 
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10 autres espèces (Thompson, 2017) sont décrites dans le genre Echinococcus : E. granulosus 

sensu lato (E. granulosus sensu stricto, E. equinus, E. canadensis, E. ortleppi, E. felidis) et E. 

intermedius responsables de l’hydatidose, E. shiquicus décrite en Chine et potentiellement 

impliquée dans l’échinococcose alvéolaire (Xiao et al., 2005), E. vogeli et E. oligarthra agents 

des échinococcoses polykystiques.  

 

 

 

 

 

Figure 3 : Les trois stades parasitaires d’Echinococcus multilocularis.  

 

3.2. Cycle de transmission et répartition géographique 

Echinococcus multilocularis est un parasite dixène se transmettant via un système prédateur-

proie entre un HD carnivore et un HI micromammifère (Romig et al., 2017). Le ver adulte vit 

fixé dans l’intestin grêle des HD dont l’infestation est asymptomatique (Eckert et al., 2001d). 

Il s’agit principalement des canidés – renards (genres Vulpes et Alopex), chiens domestiques, 

chiens viverrins, coyotes, loups, chacals – dont l’importance dans le cycle d’E. multilocularis 

varie en fonction de la distribution géographique des espèces (Eckert et al., 2001d; Kapel et al., 

2006; Liccioli et al., 2014; Oksanen et al., 2016). Le cycle du parasite implique également dans 
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une moindre mesure les félidés comme les chats domestiques, les chats sauvages et le lynx 

(Eckert et al., 2001d).  

En Europe, le cycle essentiellement sylvatique implique le renard roux (Vulpes vulpes) comme 

l’hôte principal dans la transmission (Hegglin and Deplazes, 2013). Par ailleurs, les renards 

sont responsables de 81 à 96% de la contamination environnementale par les œufs d’E. 

multilocularis dans les zones rurales et urbaines de forte et faible endémicité et constituent donc 

la source majeure de dissémination du parasite (Hegglin and Deplazes, 2013; Knapp et al., 

2018). Les carnivores domestiques notamment les chiens (Canis lupus familiaris) peuvent 

participer au maintien d’un cycle synanthropique dans la mesure où leur contribution à la 

contamination environnementale (estimée jusqu’à près de 19% ; Hegglin and Deplazes, 2013) 

peut être relativement importante. Le rôle du chat (Felis silvestris catus) est considéré marginal 

et incertain car le potentiel reproductif du parasite est extrêmement faible chez cet hôte (Kapel 

et al., 2006; Thompson et al., 2006; Umhang et al., 2015). De plus, sa contribution dans la 

contamination environnementale par le parasite semble être très réduite (< 0,3% ; Hegglin and 

Deplazes, 2013). On retrouve le metacestode chez les HI constitués d’un large éventail de petits 

mammifères dont principalement les genres Arvicola et Microtus en Europe (Thompson and 

McManus, 2001; Beerli et al., 2017; Romig et al., 2017). La présence du metacestode a été 

décrite chez de nombreux hôtes aberrants ou accidentels comme les primates, les chiens, les 

chevaux, des rongeurs aquatiques, les suidés (Deplazes and Eckert, 2001; Eckert et al., 2001c; 

Federer et al., 2016; Umhang, 2017).  

Après une maturation de 28 à 35 jours dans l’intestin de l’HD, le ver libère quelques milliers 

d’œufs directement infectieux, déposés dans l’environnement avec les fèces des HD (Figure 4)  

(Eckert et al., 2001a; Thompson, 2017). La distribution des œufs dans l’environnement est ainsi 

principalement régie par la distribution des fèces des HD liée à leurs habitudes de défécation et 

d’utilisation des habitats (Raoul et al., 2015). Ces œufs peuvent rester vivants et infectants 

pendant plusieurs mois à l’extérieur, à des températures comprises entre – 15 et 27°C (Federer 

et al., 2015). Ils sont, par contre, très sensibles à la dessiccation et aux températures chaudes 

(Veit et al., 1995). Par conséquent les conditions climatiques locales contrôlent la survie et la 

disponibilité des œufs (Giraudoux et al., 2002). Les HI se contaminent en ingérant ces œufs. 

Sous l’action des enzymes de leur système digestif, l’oncosphère est libéré, traverse la paroi 

intestinale et migre passivement vers le foie. Là, a lieu une reproduction asexuée qui aboutit à 

la formation des vésicules contenant les protoscolex au bout de 2 – 4 mois seulement après 

l’ingestion des œufs démontrant une adaptation efficace du parasite à la courte vie des rongeurs 
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HI (Eckert et al., 2001a). Les structures paysagères et l’utilisation des terres peuvent affecter la 

distribution et la densité des HI et donc la prévalence locale du parasite (Figure 4). La prédation 

par les carnivores des HI alors affaiblis par le développement du metacestode permet de boucler 

le cycle du parasite.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Cycle d’Echinococcus multilocularis indiquant les hôtes définitifs et intermédiaires 

principaux en Europe et les principales variables impliquées dans la transmission du parasite 

(adapté de Giraudoux et al., 2003). 

 

Echinococcus multilocularis est présent uniquement dans l’hémisphère nord comprenant des 

zones d’Asie, d’Europe et d’Amérique du Nord (Figure 5), dans des écosystèmes divers comme 

la toundra arctique, les prairies et les paysages agricoles et urbains (Romig et al., 2017). En 

Europe, le parasite s’est propagé des régions endémiques historiques connues du nord de la 

Suisse, de l’est de la France, du sud de l’Allemagne et de l’ouest de l’Autriche vers des régions 

auparavant considérées indemnes comme l’ouest de la France, les pays scandinaves, les pays 

baltes et l’Europe de l’est (Torgerson and Budke, 2003; Romig, 2009; Lind et al., 2011; Combes 

et al., 2012; Oksanen et al., 2016; Deplazes et al., 2017). Dans la plupart de ces pays européens, 

les données de chasse démontrent que les densités des populations de renards HD principal du 
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parasite augmentent fortement grâce notamment à l’élimination de la rage par les interventions 

vaccinales antirabiques et le changement de perception et d’attitude des populations envers le 

canidé (Chautan et al., 2000; Eckert and Deplazes, 2004; Pleydell et al., 2004; Vervaeke et al., 

2006; Hegglin et al., 2015; Liccioli et al., 2015a). De plus, en raison de la disponibilité 

permanente des ressources alimentaires anthropogènes, les renards roux s’établissent de plus 

en plus dans les villes avec des prévalences parasitaires très variables (Hegglin et al., 2003; 

Romig, 2009; Davidson et al., 2012). Les zones avec les plus fortes prévalences restent toutefois 

les périphéries des villes et des villages qui présentent les plus fortes densités croisées de 

renards et des micromammifères HI (Stieger et al., 2002; Deplazes et al., 2004; Hegglin et al., 

2007; Robardet et al., 2008, 2011; Janko et al., 2011).  

 

Figure 5 : Distribution mondiale du parasite Echinococcus multilocularis au sein de ses 

principaux hôtes définitifs suivant les localisations géographiques (Deplazes et al., 2017). 

 

3.3. Potentiel zoonotique 

L’EA humaine survient suite à l’ingestion accidentelle des œufs par contact direct avec les HD 

ou indirectement via la consommation de végétaux ou d’eau souillés ou par le contact avec le 

sol contaminé (Danson et al., 2003; Torgerson et al., 2010; Oksanen et al., 2016). L’homme 

constitue alors un hôte accidentel car n’intervenant pas dans la réalisation du cycle parasitaire 

et un hôte aberrant produisant très rarement des vésicules fertiles contenant des protoscolex 

(Ricken et al., 2017) avec une réponse immunitaire efficace dans la quasi-totalité des cas de 

tentatives d’infection (seulement 1 personne sur 100 ingérant un œuf du parasite développe 
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l’EA évolutive ; Gottstein et al., 2015b). L’infection humaine est régie par des variables 

comportementales et socio-économiques qui favorisent un contact étroit avec le parasite et son 

ingestion accidentelle (Torgerson et al., 2010). Ainsi, les personnes possédant ou entretenant 

un jardin potager, les propriétaires de chiens, de chats, ou les personnes qui manipulent des 

renards, ainsi que les agriculteurs ont un risque d’infection plus élevé (Kern et al., 2004; 

Piarroux et al., 2013; Conraths et al., 2017). La maladie se manifeste essentiellement par une 

atteinte du foie (seulement 2 à 4% de formes exclusivement extrahépatiques ; Bresson-Hadni 

et al., 2014) avec une dispersion pseudo-tumorale vers les organes adjacents ou plus distants 

tels que les poumons, le cerveau, etc. (Eckert and Deplazes, 2004). La maladie présente une 

période d’incubation de 5 à 15 ans avant l’apparition des premiers signes cliniques (Gottstein 

et al., 2015b), tels une hépatomégalie, des douleurs abdominales, un ictère et dans les formes 

sévères et métastatiques, des atteintes cérébrales, pulmonaires, osseuses, etc. (Bresson-Hadni 

et al., 2014). Le diagnostic repose sur des techniques d’imagerie, sérologiques, 

anatomopathologiques et potentiellement moléculaires mises en relation avec les données 

épidémiologiques et cliniques (Brunetti et al., 2010). Le traitement est basé sur une approche 

médicamenteuse parasitostatique à l’albendazole couplée à une chirurgie radicale ou partielle 

(dans 30 à 40% des cas actuellement) (Brunetti et al., 2010). C’est donc une pathologie grave 

et d’évolution mortelle en absence de diagnostic précoce (Torgerson and Craig, 2009), mais 

rare puisqu’on ne recense qu’environ 18 000 nouveaux cas par an dans le monde dont la grande 

majorité (91%) en Chine sur le plateau tibétain (Figure 6) (Torgerson et al., 2010; Torgerson 

and Macpherson, 2011).  

Les prédictions prévoyaient la disparition complète de l’EA de l’Europe à la fin du 20ème siècle 

grâce à l’urbanisation, à l’amélioration des mesures sanitaires en matière de sécurité 

alimentaire, d’assainissement et à la diminution des populations des catégories socio-

économiques les plus à risque de l’infection (Vuitton et al., 2015). En fait, parallèlement à la 

croissance des populations de renards, les cas humains augmentent dans les zones d’endémie 

historique et on recense de plus en plus de cas dans des pays considérés comme indemnes 

jusqu’à la fin du 20ème siècle (Figure 6) (Davidson et al., 2012; Gottstein et al., 2015a; 

Baraquin, 2019). En France, 853 cas d’EA sont recensés sur la période 1982 – 2020 (en 

moyenne 22 nouveaux cas par an) dont plus de 80% se situent dans les régions de l’Est – 

Bourgogne-Franche-Comté, Grand-Est et Auvergne-Rhône-Alpes – (CNR Echinococcoses, 

2021) classées comme zone d’endémie historique de la maladie (Eckert et al., 2000). Avec un 

nombre moyen de nouveaux cas de 35,3 pour la période 2010 – 2019, l’incidence a plus que 
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doublée par rapport à la période 1982 – 1999 (CNR Echinococcoses, 2021). Le même 

phénomène d’expansion de la maladie est constaté à l’échelle de la France avec une 

augmentation des cas en dehors de la zone d’endémie historique, provenant des régions du Sud, 

de l’Ouest et du Nord (7% de nouveaux cas sur la période 1982-2010 contre 15% sur 2010-

2020, registre FrancEchino ; CNR Echinococcoses, 2021). Comme attendu, on note une 

distribution spatio-temporelle agrégative des cas humains au niveau régional (Piarroux et al., 

2013; Said-Ali et al., 2013) en lien avec les densités de populations de rongeurs d’espèces 

d’arvicolidés (Viel et al., 1999) et donc avec la structure paysagère (Giraudoux et al., 2003). Si 

l’augmentation des prévalences humaines au niveau régional a été démontrée consécutive à la 

croissance des populations de renards (Schweiger et al., 2007), on a, en revanche, peu de 

données sur le lien, à différentes échelles spatio-temporelles, entre la distribution du parasite au 

sein de ses hôtes, dans l’environnement et la répartition hétérogène des cas humains.  

 

 

 

Figure 6 : Distribution des cas humains d’EA dans le monde avec un aperçu sur l’expansion de 

la maladie en Europe (Torgerson et al., 2010).  
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3.4. Distribution et contamination des hôtes définitifs  

Le risque d’infection des HD dépend essentiellement de la mesure dans laquelle leur aire de 

répartition chevauche celle des HI sensibles et du taux de prédation (Figure 7). Dans ces 

habitats communs aux hôtes, la distribution des fèces des HD et la disponibilité des œufs du 

parasite sous le contrôle des conditions microclimatiques locales modulent la transmission du 

parasite (Figure 7 et Figure 8) (Giraudoux et al., 2002; Guislain et al., 2007). 

 

 

 

Le type d’habitat a une influence directe sur la distribution et la densité des rongeurs (Figure 

8) et donc sur la répartition et la prévalence parasitaire des HD. Par exemple, les prévalences 

Les territoires des hôtes définitifs 

(renards notamment) couvrent de 

nombreuses aires de rongeurs.  

Contamination de 

l’environnement par 

les œufs déposés avec 

les fèces 

Œufs non mobiles et 

immédiatement infectieux 

pour les rongeurs 

Prédation des rongeurs 

infectés par les renards. 

Ingestion des œufs viables par les rongeurs 

sensibles dans la zone de dépôt.  
La survie prolongée des œufs dans les 

zones humides favorise la transmission. 

Déplacement du parasite entre les hôtes et 

l’environnement 

Déplacement des hôtes définitifs 

Colonies de rongeurs 

Zones visitées par les hôtes définitifs 

Œufs d’E. multilocularis 

Légende   

Figure 7 : Schématisation du chevauchement des aires de répartition des hôtes d’Echinococcus 

multilocularis et de la transmission spatiale du parasite (adaptée de Morgan et al., 2004). 
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les plus élevées du parasite chez le renard roux ont été rapportées dans les zones riches en 

prairies propices aux pullulations des campagnols terrestres (Arvicola scherman) et des 

campagnols des champs (Microtus arvalis) (Raoul et al., 2015). À l’intérieur des habitats 

favorables à la rencontre du parasite et des hôtes, la survie des œufs ainsi que la structure des 

populations des hôtes varient en fonction des saisons, ce qui induit une adaptation des HD en 

termes de taux et de comportement de prédation vis-à-vis de la disponibilité variable des proies 

(Figure 8). L’accessibilité et l’abondance des proies dans une zone donnée peuvent induire une 

augmentation de la densité et du taux de prédation des renards roux (Dupuy et al., 2009; 

Ferreras et al., 2011). En conséquence, la biomasse parasitaire pourrait s’accroitre et aboutir 

donc à une intensification de la transmission du parasite dans la zone (Raoul et al., 2015). En 

Alaska, il a été rapporté une prévalence d’E. multilocularis de presque 100% à la fin de l’été et 

en automne chez les jeunes renards après plusieurs mois de régime alimentaire composé 

essentiellement de rongeurs (Rausch et al., 1990a, 1990b; Eckert et al., 2001a). Au printemps 

suivant, la prévalence a diminué drastiquement (à près de 30%) car le manteau neigeux en hiver 

a diminué l’accessibilité des rongeurs et les renards en ont consommé moins (Rausch et al., 

1990a, 1990b; Saitoh and Takahashi, 1998). Les dynamiques de population des rongeurs 

sensibles au parasite et leurs interactions avec les renards via le système prédateur-proies 

expliqueraient donc les variations spatiales et saisonnières de la transmission d’E. 

multilocularis (Giraudoux et al., 2003; Raoul et al., 2015). Peu d’études ont fourni des preuves 

directes sur ces aspects saisonniers chez les hôtes domestiques comme le chien et le chat. Chez 

le chien, les prévalences d’E. multilocularis étaient toutefois proportionnelles à la densité des 

rongeurs en Chine (Budke et al., 2005a; Wang et al., 2010; Giraudoux et al., 2013b) et en 

Slovaquie (Antolová et al., 2009).  
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Figure 8 : Adaptation du concept de filtre de rencontre pour l’identification des facteurs 

écologiques impliqués dans la transmission d’Echinococcus multilocularis en Europe 

(Giraudoux et al., 2003). Les variables de gauche sont considérées comme défavorables à la 

circulation du parasite et celles de droite comme favorables.  

 

3.4.1. Distribution des prévalences  

Les prévalences cumulées du parasite chez le renard roux montrent des disparités importantes 

au niveau du continent européen avec, sans surprise, les taux les plus élevés (> 10 %) dans les 

zones d’endémie historique dont l’est de la France (Oksanen et al., 2016). À une échelle plus 

régionale, les prévalences du parasite dans les populations des renards apparaissent très 

hétérogènes dans l’espace et dans le temps (Miterpáková et al., 2006a; Combes et al., 2012; 

Guerra et al., 2014). En France, en zone d’endémie, sur quelques dizaines de kilomètres les 

prévalences parmi la population de renard roux ont évolué de plus de 50% à moins de 10% 

localement (Figure 9) (Combes et al., 2012). Du fait de la corrélation entre les densités des 

proies et le taux de prédation du renard, les prévalences croissent sensiblement selon le gradient 

urbain-périurbain-rural (Hegglin et al., 2007; Robardet et al., 2008, 2011; Raoul et al., 2015). 

De plus, une distribution agrégative du parasite est constatée généralement parmi les 

populations locales notamment en zones d’endémie où seulement quelques individus, 

essentiellement les jeunes renards, hébergent la quasi-totalité de la biomasse parasitaire (Raoul 

et al., 2001; Tackmann et al., 2001; Fischer et al., 2005; Robardet et al., 2008). Des données, 

plutôt rares, sur les prévalences dans les populations de carnivores domestiques, notamment 

chez les chiens montrent des taux autour de 1% (Toews et al., 2021) avec la même tendance 

agrégative de la charge parasitaire observée chez les renards (Budke et al., 2005b). Comme 
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attendu, les prévalences sont généralement plus élevées (près de 8%) chez les chiens ayant des 

habitudes de prédation et ceux ayant la possibilité de se déplacer librement (Svobodová and 

Lenská, 2002; Deplazes et al., 2011). Concernant les chats domestiques, les études 

expérimentales et les données collectées sur le terrain ont montré que les infections sont 

caractérisées par de très faibles charges des vers adultes d’E. multilocularis (Petavy et al., 2000; 

Kapel et al., 2006). La prévalence chez cet hôte a varié donc de 0 à un peu plus de 5% sans une 

distribution particulière dans diverses zones endémiques (Gottstein et al., 2001; Deplazes et al., 

2011; Eckert et al., 2011).  

 

 

Figure 9 : Hétérogénéité spatiale des prévalences d’Echinococcus multilocularis chez le renard 

roux en France (Combes et al., 2012).  

 

3.4.2. Distribution des dépôts fécaux 

Les HI ne peuvent acquérir l’infection que lorsque les œufs infectants sont déposés dans leur 

environnement. Par voie de conséquence, l’endroit, la densité et la fréquence des dépôts fécaux 

des HD sont des paramètres déterminants dans la transmission locale du parasite. Ces 

paramètres sont directement dépendants de la densité des HD et de leur comportement de 

défécation influencé par plusieurs facteurs comme l’utilisation de l’habitat, les interactions 

entre les individus et la distribution des ressources dans l’environnement (Raoul et al., 2015). 

La répartition des fèces est donc variable dans l’espace et dans le temps. En général, on note 

une distribution structurée des fèces des carnivores HD en fonction des environnements ruraux 
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et urbains. La modélisation de la distribution des fèces de renards, à une échelle locale, dans la 

zone d’endémie des Ardennes (France) a montré que les fèces n’étaient pas aléatoirement 

déposées (Guislain et al., 2007). En effet, la densité des matières fécales était plus élevée au 

printemps qu’en automne et ceci plus dans les bordures herbeuses, les berges de route et dans 

les prairies. Or, ces endroits étaient les habitats avec les densités les plus élevées des espèces 

de campagnols HI sensibles (A. scherman et M. arvalis) au parasite E. multilocularis. Le risque 

de transmission du parasite pourrait être donc élevé dans ces micro-foyers locaux. À un niveau 

de perception régionale, dans les montages du Jura, 90% des excréments de renards ont été 

retrouvés le long de bordure des champs labourés et des routes alors qu’ils ont leurs tanières 

principalement dans les forêts (Raoul et al., 2015). Dans ces micro-habitats, la prévalence du 

parasite chez les rongeurs était de 12,6 % contre une prévalence globale régionale de 1‰ 

seulement (Giraudoux et al., 2002). La contamination était donc agrégée dans ces habitats des 

rongeurs HI fréquentés préférentiellement par les renards, favorisant ainsi la rencontre parasite-

hôtes. Par ailleurs, les matières fécales des renards se retrouvent plus abondamment en 

périphérie des environnements urbains le plus souvent directement dans les aires avec de fortes 

densités de rongeurs (Stieger et al., 2002; Janko et al., 2011; Robardet et al., 2011). Si les dépôts 

fécaux des renards y compris ceux contenant le parasite apparaissent très hétérogènes (Knapp 

et al., 2018), la question est tout autre avec la distribution des fèces des carnivores domestiques 

qui présentent généralement des prévalences fécales d’E. multilocularis faibles mais pouvant 

monter jusqu’à 4 % pour les chats (Dyachenko et al., 2008; Umhang et al., 2015; Knapp et al., 

2016b), et jusqu’à 8 % pour les chiens (Deplazes et al., 2011; Umhang et al., 2014a; Budgey et 

al., 2017). En effet, leurs fèces sont retrouvées plus abondamment proches des habitations 

humaines au cœur des villages et villes y compris dans les parcs publics (Vaniscotte et al., 2011; 

Hegglin and Deplazes, 2013; Van Kesteren et al., 2013; Knapp et al., 2018). La probabilité de 

rencontre entre le parasite et les hôtes potentiels (l’homme y compris) pourrait ainsi être plus 

élevée en raison de ces fortes densités de fèces certes moins contaminées mais dans des aires 

restreintes au plus proche des humains (Deplazes et al., 2004; Hegglin et al., 2015; Knapp et 

al., 2018). De plus, le contact direct avec les chiens infectés est bien documenté comme une 

voie de transmission d’E. multilocularis (Davidson et al., 2012; Torgerson et al., 2020).  Il est 

alors possible que les œufs ou les proglottis présents sur le pelage des chiens infectés se 

transmettent aux humains à travers les caresses et les manipulations de ces animaux de 

compagnie (Deplazes et al., 2004, 2011).  
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3.4.3. Identification et suivi d’E. multilocularis au sein de ses hôtes définitifs 

La distribution géographique d’E. multilocularis en Europe a été principalement déterminée par 

l’identification du parasite chez l’hôte principal, le renard (Conraths and Deplazes, 2015). La 

surveillance éco-épidémiologique cible donc essentiellement les prévalences élevées ou en 

phase de croissance d’E. multilocularis dans les populations vulpines mais aussi les cas humains 

d’EA afin d’identifier l’aire de répartition du parasite et les zones d’endémie (Davidson et al., 

2012). C’est d’autant plus justifié que le parasite circule quasi-exclusivement en Europe entre 

les renards et les rongeurs mais avec des prévalences globalement très faibles chez les rongeurs  

(Giraudoux et al., 2002; Hegglin et al., 2007). Comme nous l’avons décrit précédemment, la 

tendance semble être une distribution fortement hétérogène du parasite avec des foyers locaux 

hyper-endémiques (Gottstein et al., 2001; Giraudoux et al., 2002; Combes et al., 2012; 

Enemark et al., 2013; Denzin et al., 2014; Umhang et al., 2014b) sur lesquels devraient se 

concentrer des approches ciblées afin d’y évaluer les déterminants clés (Conraths and Deplazes, 

2015), par exemple, la taille du foyer, la dynamique de l’infection au sein du foyer, la direction 

ou la vitesse de la propagation à partir du foyer en utilisant des marqueurs moléculaires 

(Umhang et al., 2014b).  

Le diagnostic des infestations intestinales chez les HD repose sur l’identification du parasite à 

l’aide de techniques morphologiques, immunologiques ou moléculaires à partir de matériels 

biologiques comme les intestins et les fèces (Conraths and Deplazes, 2015). L’examen post-

mortem du contenu intestinal par les techniques de sédimentation et de comptage est considéré 

comme la méthode de référence avec une sensibilité évaluée à environ 100% (Eckert, 2003; 

Umhang et al., 2011). Cette méthode a l’avantage de permettre l’identification concomitante 

d’autres helminthes intestinaux et de déterminer leurs stades de développement et les charges 

parasitaires ainsi que les caractéristiques des individus autopsiés (sexe, âge, mensurations, etc.). 

Sa faisabilité nécessite toutefois des précautions de biosécurité importantes en raison des 

risques d’infection pour l’expérimentateur et dépend de la disponibilité et le statut des espèces 

animales cibles. Les renards étant classés souvent comme des nuisibles, leurs cadavres sont 

accessibles pour les études utilisant des techniques invasives. L’application de cette méthode 

pour le diagnostic chez les carnivores domestiques (chiens et chats) est plutôt rare et non 

acceptable pour l’opinion publique et les propriétaires d’animaux, du fait de leur statut 

d’animaux de compagnie (Conraths and Deplazes, 2015). De plus, les individus étant 

irréversiblement retirés de la population, les méthodes d’analyses post-mortem ne permettent 

pas des mesures répétitives individuelles et des études longitudinales. D’autres approches de 
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dépistage ne nécessitant pas d’autopsie, comme la purge à l’arécoline ou les dépistages 

sérologiques, ont été longtemps utilisées pour la détection des infestations chez les chiens 

notamment (Conraths and Deplazes, 2015). Ces méthodes sont nettement moins appropriées à 

cause de leur lourdeur, leur toxicité ou leur manque de spécificité et de sensibilité. La collecte 

et l’analyse des échantillons fécaux représentent une alternative totalement noninvasive, qui 

permet de préserver les populations animales, ce qui est indispensable pour la détection du 

parasite intra vitam chez les carnivores animaux de compagnie et éthiquement plus acceptable 

pour les animaux sauvages. De plus, l’utilisation des copro-échantillons semble plus appropriée 

dans les investigations sur la transmission du parasite car les fèces sont la source d’exposition 

des HI et des hôtes aberrants comme l’homme. De ce fait, une estimation de la contamination 

environnementale par le parasite est tout à fait possible (Conraths and Deplazes, 2015; Knapp 

et al., 2018).  

3.4.3.1. Détection d’E. multilocularis dans les fèces des hôtes définitifs  

La détection microscopique directe des œufs ou des proglottis dans les fèces par des techniques 

de concentration est peu sensible et ne permet pas de différencier les œufs d’E. multilocularis 

de ceux des autres espèces des genres Echinococcus et Taenia en général (Conraths and 

Deplazes, 2015; Thompson, 2017). Le diagnostic au niveau de l’espèce nécessite donc la 

détection par PCR dans les fèces de l’ADN du parasite dans les œufs, les proglottis ou les 

cellules issus des vers présents dans l’intestin (Bretagne et al., 1993; Deplazes and Eckert, 2001; 

Dinkel et al., 2011; Knapp et al., 2014; Conraths and Deplazes, 2015). Diverses cibles 

impliquant des gènes nucléaires ou mitochondriaux du parasite ont été utilisées avec des 

spécificités parfois proches de 100% (pas d’amplification d’autres Echinococcus ou Taenia) et 

des sensibilités très élevées permettant la détection d’un seul œuf dans les échantillons 

(Conraths and Deplazes, 2015). La détection de copro-ADN du parasite est toutefois limitée 

par la taille d’échantillon à analyser (0,5 – 4 g) en raison de la présence potentielle de substances 

inhibitrices de PCR dans les fèces. La concentration des œufs au préalable par des techniques 

de flottaison par exemple, présente le double avantage de surmonter les limitations de la 

quantité d’échantillons à analyser et de diminuer considérablement l’effet des inhibiteurs 

d’amplifications (Conraths and Deplazes, 2015; Umhang, 2017). De plus, la PCR en temps réel 

permet de quantifier l’ADN du parasite et donc les œufs présents dans les fèces (Isaksson et al., 

2014; Knapp et al., 2014). Les biais d’échantillonnage sont toutefois courants dans les études 

noninvasives dont les estimations de prévalences sont basées sur le nombre d’échantillons 

infectés collectés à partir d’individus non identifiés (Zhang et al., 2011). En effet, la collecte 
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aléatoire des fèces sur un site ne permet pas de savoir si plusieurs échantillons sont déposés pas 

un même individu ou quelques-uns seulement. Une approche intéressante pour surmonter ces 

limitations consiste à génotyper les individus ayant produit les fèces grâce à des marqueurs 

moléculaires comme les microsatellites.  

3.4.3.2. Identification individuelle des hôtes définitifs par génotypage non-invasif  

Les microsatellites sont des séquences d’ADN de motifs courts de 1 à 6 nucléotides répétés en 

tandem, distribuées de façon aléatoire et fréquente dans les génomes nucléaires de nombreux 

organismes eucaryotes et qui n’auraient pas de fonction biologique connue (Selkoe and Toonen, 

2006; Balaresque, 2007; Kelkar et al., 2010). Également désignés sous les appellations de 

répétitions de séquences simples (SSR), répétitions en tandem à nombre variable (VNTR) ou 

encore répétitions en tandem courtes (STR), leurs séquences présentent un polymorphisme de 

répétition (par conséquent de taille) variable d’un individu à un autre au sein d’une espèce et 

qui constitue le fondement des techniques de génotypage (Selkoe and Toonen, 2006; Guichoux 

et al., 2011). En général, un microsatellite est unilocus avec un maximum de deux allèles co-

dominants par individu (Valière, 2002a). Le principe de génotypage consiste à amplifier par 

PCR un ensemble de microsatellites à partir de leurs régions flanquantes (séquences très 

souvent bien conservées chez les individus), à mesurer les allèles amplifiés puis à construire un 

génotype par individu à partir des longueurs des fragments (Figure 10).  
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Figure 10 : Principe de génotypage à partir des marqueurs microsatellites (Valière, 2002a).  

1, Polymorphisme de répétition et donc de taille d’un microsatellite [(CT)n] pour un locus pour 

deux individus et visualisation des produits PCR sur gel après amplification avec un couple 

d’amorces dont l’une est marquée avec un fluorochrome; 2, exemple de pics de fluorescence 

pour trois microsatellites (une couleur par locus) après détection des amplicons par 

électrophorèse capillaire. Chaque pic représente la taille en paires de base d’un allèle. Puis à 

droite, les génotypes de deux individus construits à partir des allèles des trois marqueurs 

microsatellites.  

 

Le génotypage à partir d’échantillons non-invasifs tels que les poils et les fèces est de plus en 

plus utilisé pour l’étude des animaux difficiles à capturer, à manipuler ou pour les espèces 

menacées ou en danger de disparition (Banks et al., 2002; Prugh et al., 2005; Selkoe and 

Toonen, 2006; Morán-Luis et al., 2014). L’identification individuelle par copro-génotypage est 

ainsi utilisée chez de nombreux canidés et félidés dans le but de recenser les individus, établir 

la répartition des espèces ou encore étudier leur régime alimentaire (Smith et al., 2006; Adams 

et al., 2007; Rodgers and Janečka, 2013). En plus de l’identification au niveau individuel, les 

marqueurs microsatellites permettent également l’estimation de la taille de la population 

d’hôtes sur un site donné, la structure génétique et la composition (sex-ratio par exemple si 

utilisation d’un marqueur de sexe) de la population ainsi que le suivi des individus dans le temps 

(Kohn et al., 1999; Valière, 2002a).  

Une des difficultés majeures de l’identification individuelle par microsatellites est de disposer 

d’un panel de marqueurs suffisamment polymorphes pour discriminer les individus sans 
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ambigüité (Taberlet and Luikart, 1999; Waits et al., 2001; Banks et al., 2002). Le degré de 

puissance du système de marqueurs est ainsi évalué par la probabilité d’identité, qui est la 

probabilité que deux individus sélectionnés aléatoirement aient le même génotype. Cette 

probabilité est calculée à partir des fréquences alléliques des loci utilisés avec un seuil 

recommandé inférieur à 0.01 (Waits et al., 2001). Un autre inconvénient de l’utilisation des 

microsatellites dans les études noninvasives est lié à la nature de ces échantillons (fèces ou poils 

principalement). Ils contiennent généralement l’ADN cible en quantité faible qui est dégradé à 

cause des conditions environnementales et/ou soumis aux divers enzymes et sucs du tube 

digestif (dans les cas de fèces), en plus de la présence des inhibiteurs de PCR (Valière, 2002a; 

Reddy et al., 2012). C’est pourquoi les rendements d’amplification des échantillons non-

invasifs sont souvent inférieurs à ceux obtenus avec les méthodes invasives à partir de morceaux 

de tissus de renards par exemple (Valière, 2002a). En outre, l’utilisation de ces types 

d’échantillons amène à deux grands types d’erreurs d’amplification (Puechmaille and Petit, 

2007; Valière et al., 2007) : 

i) Présence de faux allèle (FA pour false allele) due à l’amplification et à la révélation 

de fragments d’ADN contaminant et pouvant être considérés comme des allèles 

réels.  

ii) Perte d’allèle (ADO pour allelic dropout) due à la non-amplification d’un des deux 

allèles chez les individus hétérozygotes pour un locus donné. Ces erreurs sont 

associées principalement à la faible quantité d’ADN cible dans les extraits issus des 

échantillons non-invasifs.  

Des protocoles d’analyses rigoureuses comme l’approche multitubes – plusieurs répétitions 

d’amplifications pour un même échantillon et pour un même locus puis définition d’un 

génotype consensuel à partir des réplicats – sont mis en œuvre pour minimiser ces erreurs 

(Taberlet et al., 1996; Valière, 2002a; Valière et al., 2007). En principe, les taux de ces erreurs 

doivent être systématiquement rapportés dans les études d’identification individuelle basée sur 

le génotypage par amplifications de microsatellites (Selkoe and Toonen, 2006). Ces taux sont 

calculés en comparant le génotype consensuel avec le génotype obtenu lors de chacune des 

répétitions d’amplification et en comptabilisant les différences (Valière, 2002a, 2002b). Les 

approches d’analyses pour réduire les erreurs sont quasi-systématiquement intégrées dans les 

analyses moléculaires et parasitologiques des fèces (Smith et al., 2006; Zhang et al., 2011). A 

notre connaissance, une seule étude a évalué la faisabilité du génotypage non-invasif fécal en 

tant qu’outil éco-épidémiologique dans l’investigation de la circulation d’E. multilocularis chez 
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un HD, les coyotes (Canis latrans), dans un environnement urbain au Canada (Liccioli et al., 

2015b). Ces travaux ont abouti à une estimation fiable de la prévalence réelle du parasite parmi 

ces hôtes mais aussi d’autres paramètres comme la taille de la population des hôtes dans les 

parcs de la ville et les taux de ré-infestation au cours de la période d’étude. Ces paramètres 

démographiques et de suivi individuel des hôtes sont essentiels pour définir la taille d’un foyer 

endémique ou pour détecter les dynamiques de l’infection au sein ou à partir du foyer (Staubach 

et al., 2011; Conraths and Deplazes, 2015) ou encore suivre la dispersion du parasite vers les 

régions auparavant indemnes (Combes et al., 2012; Denzin et al., 2014). Ce dernier aspect 

implique également d’analyser la diversité génétique du parasite pour étudier les modes 

d’expansion du parasite entre les différentes zones. À un niveau plus local, recenser les 

différents variants du parasite pourrait aider à comprendre les liens potentiels entre les cycles 

domestiques ou péri-domestiques et sylvatiques.  

3.4.3.3. Diversité génétique d’E. multilocularis à partir des œufs du parasite 

Dû notamment à son mode de reproduction presque-exclusivement par autofécondation, la 

diversité génétique d’E. multilocularis apparait relativement faible (Knapp et al., 2011; Valot 

et al., 2015). Les recherches sur le développement d’un outil moléculaire hautement 

discriminant ont cependant permis d’identifier et de caractériser le microsatellite multilocus 

EmsB présent en 40 copies dans le génome nucléaire d’E. multilocularis et qui présente un 

polymorphisme important (Bart et al., 2006; Knapp, 2008; Valot et al., 2015). Ce marqueur a 

été utilisé pour explorer la diversité génétique du parasite à différentes échelles spatiales allant 

d’un niveau micro-local à des niveaux de perception régional et continental (Knapp et al., 2007, 

2009, 2012). Ces études montrent que le parasite se répand des foyers historiques de la région 

alpine vers le nord et l’ouest de la France et vers les zones périphériques du nord et de l’est 

européen, suivant un système de transmission continent-île (Umhang et al., 2014b, 2021).  

Le défi majeur de l’application des analyses EmsB dans les études noninvasives concerne la 

qualité et la quantité d’ADN contenu dans les échantillons. En ce qui concerne les fèces, les 

œufs (ou les proglottis) du parasite sont les plus susceptibles de contenir de l’ADN en quantité 

et en qualité suffisante pouvant permettre l’amplification d’EmsB. Pour disposer de résultats 

fiables et stables, il apparait nécessaire de concentrer ou d’isoler les œufs avant l’étape du 

génotypage par EmsB (Knapp, 2008).  
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3.5. Contamination environnementale par les œufs d’E. multilocularis 

La distribution et la disponibilité – survie, infectiosité et persistance – des œufs d’E. 

multilocularis dans l’environnement sont directement sous l’influence des variations 

climatiques. Au vu de la susceptibilité du parasite mesurée sous conditions expérimentales (Veit 

et al., 1995; Federer et al., 2015), les périodes froides et humides contrairement aux périodes 

chaudes sont plus favorables à la survie et à la persistance des œufs dans l’environnement. Ceci 

expliquerait la répartition restreinte de l’espèce E. multilocularis à l’hémisphère nord 

contrairement à d’autres Echinococcus et Taenia (Eckert et al., 2001b; Mas-Coma et al., 2008). 

De même, les habitats humides pourraient présenter les densités les plus élevées des œufs d’E. 

multilocularis (Giraudoux et al., 2003). Les zones avec de faibles températures annuelles et des 

sols très humides ont été ainsi associées significativement aux prévalences élevées du parasite 

chez les renards (Staubach et al., 2001; Miterpáková et al., 2006b). Il apparait probable que la 

distribution du stade libre d’E. multilocularis dans les diverses matrices environnementales (sol, 

végétaux, eau, etc.) soit largement régie par celle des fèces des HD et donc soit différente ou 

hétérogène en fonction des habitats ou milieux, comme pour la plupart des parasites à 

transmission oro-fécale avec un stade libre environnemental (Morgan et al., 2013; Collender et 

al., 2015). Or, peu d’informations sont disponibles sur les niveaux de contamination ou de 

persistance du parasite dans ces matrices qui sont des voies potentielles de transmission d’E. 

multilocularis (Torgerson et al., 2010; Oksanen et al., 2016; Guggisberg et al., 2020). La 

problématique relative à la présence et à la persistance d’E. multilocularis dans l’environnement 

demeure particulièrement prégnante car il est difficile voire impossible d’identifier avec 

certitude les sources de contamination chez l’homme à cause de la durée singulièrement longue 

de la phase d’incubation de l’EA (Davidson et al., 2012; Umhang et al., 2017b). C’est pourtant 

une variable tout aussi indispensable dans la compréhension et l’évaluation du risque surtout 

dans les zones de forte endémie où la distribution des œufs du parasite dans l’environnement 

pourrait fortement moduler la contamination humaine et la transmission vers les HI.  

Les investigations sur la distribution des œufs du parasite dans l’environnement sont limitées 

dues à l’absence ou le manque de sensibilité de méthodes de détection (Matsuo and Kamiya, 

2005; Umhang et al., 2017b). La récente association de méthodes de flottaison/filtration et de 

biologie moléculaire a permis d’estimer la présence d’ADN d’E. multilocularis à 

approximativement 11% dans des échantillons de sol collectés en zone d’endémie d’EA en 

Pologne et en France (Szostakowska et al., 2014; Umhang et al., 2017b). Comme attendu, les 

échantillons de sol collectés sous les fèces de carnivores positives pour E. multilocularis étaient 
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significativement plus contaminés par le parasite, démontrant que la distribution du parasite 

dans le sol est directement fonction du lieu de dépôt initial des œufs (Umhang et al., 2017b). 

En ce qui concerne les végétaux, aucune méthode standard n’est pour l’instant disponible pour 

détecter le parasite et évaluer le risque pour le consommateur (EFSA Panel on Biological 

Hazards (BIOHAZ) et al., 2018). En conditions expérimentales, le parasite a été retrouvé sur 

tous les végétaux sur lesquels des lots de 4 à 20 œufs d’E. multilocularis ont été déposés au 

préalable (Guggisberg et al., 2020). En conditions naturelles, l’ADN du parasite a été détecté 

en plus grande proportion, en zone d’endémie d’EA, sur des végétaux (fruits de forêt, 

champignons comestibles et framboises) collectés dans des sous-bois, jardins potagers et 

plantations en Pologne – 23,3% contre seulement près de 7% pour les échantillons collectés en 

zone de non-endémie –  (Lass et al., 2015, 2017). En raison des prévalences d’E. multilocularis 

très élevées dans les populations des HD notamment des renards, il apparait probable que 

l’environnement en zone d’endémie soit plus largement contaminé par les œufs du parasite. En 

revanche, aucune étude n’est disponible sur la mesure dans laquelle la répartition des œufs dans 

l’environnement est conditionnée par les modèles de distribution spatiale des dépôts fécaux des 

carnivores HD du parasite. 
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4. Objectifs  

La relation prédateur-proie détermine la transmission du parasite à cycle complexe E. 

multilocularis des hôtes intermédiaires vers les hôtes définitifs, alors que la dissémination des 

fèces de carnivores hôtes définitifs dans l’environnement permet la transmission du stade 

infectieux du parasite aux hôtes intermédiaires et à l’homme, hôte accidentel (Raoul et al., 

2015). La transmission des œufs du parasite est ainsi régie par la distribution des fèces des hôtes 

définitifs dans l’environnement et par les conditions climatiques qui contrôlent la survie des 

œufs (Giraudoux et al., 2002). En zones rurales endémiques, la contamination 

environnementale apparait très localisée dans des micro-foyers qui pourraient être des zones de 

haut risque de contamination humaine (Giraudoux et al., 2002; Robardet et al., 2011; Said-Ali 

et al., 2013; Raoul et al., 2015; Knapp et al., 2018). Cette distribution très hétérogène du 

parasite ainsi que la caractérisation de la contribution des hôtes définitifs aux variations 

spatiales et temporelles de la contamination environnementale restent peu explorées.  

4.1. Objectifs généraux  

Les recherches entreprises ici s’inscrivent dans le cadre de projets initiaux suivants :  

- Projet MONIZOO pour Monitoring des Zoonoses, 

- Projet SICAR pour suivi individuel des carnivores, 

- Projet RISKOJARDINS pour l’étude du risque de contamination parasitaire des 

jardins potagers.  

4.1.1. Projet MONIZOO 

Ce projet de recherche a pour objectif principal la compréhension fine et la caractérisation de 

l’évolution spatio-temporelle de la contamination environnementale par E. multilocularis en 

adoptant une approche systémique intégrant des données parasitologiques, génétiques, spatiales 

et climatiques. La finalité est de déterminer le niveau de pression d’infection sur les hôtes 

intermédiaires au cours des saisons et sa distribution spatiale et d’évaluer le risque d’exposition 

pour les populations humaines. Un nématode, Toxocara spp. très largement répandu parmi les 

mêmes hôtes définitifs (Morgan et al., 2013; Overgaauw and van Knapen, 2013), a été 

considéré comme un indicateur de présence des parasites zoonotiques dans l’environnement et 

a servi de contrôle dans le système de détection et pour le suivi de la circulation de parasites de 

carnivores dans l’environnement.  
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Ce projet implique le laboratoire Chrono-environnement UMR6249 CNRS de l’Université 

Bourgogne Franche-Comté en collaboration avec le Laboratoire National de Référence 

Echinococcus spp. (Anses, Laboratoire de la rage et de la faune sauvage, Unité de surveillance 

et éco-épidémiologie des animaux sauvages, Malzéville, France) et les équipes de l’Entente de 

Lutte Interdépartementale contre les Zoonoses (ELIZ, Nancy, France). Les communes incluses 

dans le projet, Les Alliés (départements du Doubs, Région Bourgogne Franche-Comté), 

Rogéville et Velaine-sous-Amance (Meurthe-et-Moselle, Région Grand Est) sont situées dans 

la zone d’endémie historique d’EA dans des régions qui enregistrent les taux d’incidences les 

plus élevés chez l’homme (Figure 11) (Piarroux et al., 2013; CNR Echinococcoses, 2021) et 

des prévalences d’E. multilocularis dépassant 50% dans la population de renards (Combes et 

al., 2012). 

 

Figure 11 : Incidence moyenne annuelle de l’EA par département en France (issu de CNR 

Echinococcoses, 2021). 

 

Le protocole d’étude entièrement non–invasif était basé sur la collecte de fèces de carnivores 

tous les deux mois de mars 2017 à janvier 2020 sur des parcours prédéfinis (Figure 12), soit un 

total de 17 sessions de collecte pour les Alliés et 18 sessions pour chacune des deux communes 

du département de la Meurthe-et-Moselle.   

 



Introduction générale  

41 

 

 

 

Toutes les fèces identifiées visuellement comme appartenant aux carnivores ont été collectées 

et géoréférencées. Ces échantillons sont décontaminés à – 80°C pendant une semaine (Veit et 

al., 1995) pour inactiver les parasites et prévenir les contaminations humaines puis sont 

conservés à – 20°C avant les analyses en laboratoire. Les espèces hôtes émettrices des fèces 

Rogéville = 21,8 km 

Les Alliés = 14,1 km 

Velaine-sous-Amance = 19,9 km 

Figure 12 : Les parcours de collecte des fèces de carnivore et leurs distances respectives 

sur les trois communes incluses dans le projet « Monitoring des Zoonoses ».  
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ainsi que les parasites E. multilocularis et Toxocara spp. ont été identifiés par amplifications de 

fragments spécifiques de copro-ADN par qPCRs (Knapp et al., 2014, 2016a). Ainsi, la 

distribution spatiale et temporelle de ces agents pathogènes notamment E. multilocularis portés 

par les hôtes définitifs est déterminée. Par ailleurs, le protocole d’étude implique également la 

collecte d’échantillons de sols une fois par an par intervalles d’environ 100 m sur les mêmes 

parcours de collecte des fèces. Les œufs d’E. multilocularis et de Toxocara spp. ont été 

recherchés par flottaison puis confirmés par qPCR dans ces échantillons de sol (Umhang et al., 

2017b). La distribution et la persistance des œufs dans le sol sont ainsi évaluées au cours des 

saisons.  

4.1.2. Projet SICAR 

Ce projet financé par la région Bourgogne Franche-Comté (France) porte sur l’identification 

individuelle des carnivores porteurs d’E. multilocularis permettant ainsi d’optimiser l’étude de 

la contamination environnementale par le parasite dans les zones de forte incidence d’EA 

(Figure 11), et donc de mieux cibler les mesures de prévention vers les populations les plus 

exposées. Les objectifs spécifiques étaient de i) mettre au point des protocoles de génotypages 

des fèces de chiens et de renards à l’aide de marqueurs microsatellites ; ii) conduire des essais 

sur le terrain permettant l’identification génétique individuelle des émetteurs de fèces porteuses 

d’E. multilocularis afin d’identifier la part des individus dans la contamination 

environnementale par le parasite.   

4.1.3. Projet RISKOJARDINS 

Ce projet a été mené dans le cadre des travaux de thèse de Matthieu Bastien (2017). L’objectif 

du projet était d’évaluer et de caractériser la contamination de jardins potagers ruraux par les 

parasites transmis par l’alimentation dont E. multilocularis. Ces potagers ont été échantillonnés 

dans les départements des Ardennes et de la Moselle qui présentent des taux d’incidence de 

l’EA dépassant 0,1 pour 100 000 habitants (Figure 11). Les fèces de carnivores ont été 

collectées au cours de plusieurs sessions effectuées lors des hivers 2011 à 2015, identifiées pour 

les espèces émettrices puis testées pour la présence des parasites – T. gondii, Toxocara spp. et 

E. multilocularis – (Bastien, 2017; Poulle et al., 2017; Bastien et al., 2019). Ces parasites ont 

été également recherchés dans le sol de ces potagers. Ce dernier point a nécessité la mise au 

point et la validation de nouvelles méthodes de détection des trois parasites dans les échantillons 

de sol (Umhang et al., 2017b; Escotte-Binet et al., 2019). La distribution de la contamination 
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parasitaire des sols a été ainsi évaluée et pouvait être mise en relation avec les dépôts fécaux 

des carnivores.   

4.2. Objectifs de la thèse  

Dans le cadre général de ces projets initiaux, ce travail de thèse a pour objectif d’identifier, en 

zone d’endémie d’E. multilocularis, quelle est la part respective des différents hôtes définitifs 

connus – renard, chien et chat – dans la contamination environnementale par le parasite en 

milieu rural et urbain et de caractériser leur contribution dans cette contamination afin de 

disposer d’informations pour la prévention de l’exposition humaine. La circulation d’E. 

multilocularis a donc été étudiée dans l’environnement d’une part, via les fèces des carnivores 

hôtes définitifs du parasite et d’autre part dans le sol. En milieu urbain, nous nous sommes 

limités à une échelle très locale, dans les jardins potagers où la présence de ce parasite transmis 

par l’alimentation pourrait accroitre le risque de contamination humaine. Cet objectif général 

est subdivisé en trois objectifs spécifiques présentés dans la Figure 13 et autours desquels sont 

construites les trois parties de ce mémoire :   

i) La première partie est axée sur l’étude de la distribution des dépôts fécaux de 

carnivores porteurs d’E. multilocularis dans un environnement rural en zone 

de forte endémie d’EA.  

Le but ici est d’estimer la fréquence des dépôts fécaux des renards, chiens et chats ainsi que la 

fréquence de détection d’E. multilocularis dans ces fèces et, d’autre part de rechercher 

d’éventuelles tendances de distribution spatiale dans le dépôt des fèces notamment celles 

porteuses du parasite. Compte tenu des comportements de défécation des carnivores liés au 

marquage de territoire et à la recherche de nourriture, une structuration de l’émission des fèces 

pouvait être attendue en fonction des espèces de carnivores et des individus.  

ii) La deuxième partie porte sur la circulation d’E. multilocularis entre les hôtes 

sauvages et domestiques par l’étude de la diversité génétique du parasite à une 

échelle locale.  

L’une des questions en suspens soulevées par Raoul et al. (2015) dans leur revue sur la 

dynamique et le comportement des hôtes d’E. multilocularis dans la transmission trophique du 

parasite concernait le niveau de liaison entre les cycles syvaltiques, domestiques ou péri-

domestiques du parasite, ceci afin de mieux cerner le risque d’EA au plus près de l’homme.  

L’objectif de cette deuxième partie consiste ainsi à évaluer dans quelle mesure le cycle 
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domestique est lié et maintenu par le cycle sylvatique à travers l’étude de la diversité génétique 

des œufs d’E. multilocularis isolés des fèces des hôtes sauvages et domestiques. Le défi majeur 

a été toutefois d’isoler les œufs d’E. multilocularis chez ces carnivores notamment les renards 

hébergeant potentiellement plusieurs espèces de la famille des Taeniidae et de pouvoir disposer 

de profils génétiques fiables à partir des faibles quantités d’ADN des œufs.  

iii) La troisième partie concerne la distribution d’E. multilocularis dans le sol de 

jardins potagers en lien avec l’intensité et la fréquence de dépôts fécaux des 

carnivores hôtes définitifs.  

Dans cette dernière partie, nous nous sommes intéressés à la distribution spatiale et temporelle 

du parasite dans des jardins potagers ruraux et urbains, des lieux à risque potentiel d’exposition 

humaine aux parasites agents pathogènes de zoonoses transmises par l’alimentation. L’objectif 

est de déterminer l’ampleur de la contamination des sols par E. multilocularis et de la mettre en 

relation avec la fréquence et l’intensité des fèces de renards, de chiens et de chats, afin de cerner 

la persistance à plus long terme du parasite dans l’environnement. 
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Caractérisation du 

rôle des renards, 

chiens et chats dans 

la contamination 

environnementale par 

E. multilocularis  

Distribution d’E. 

multilocularis 

dans le sol en 

lien avec 

l’intensité des 

dépôts de fèces 

Distribution des 

fèces des renards, 

chiens et chats 

dans une zone 

rurale d’endémie 

d’EA 

- Quelle est la fréquence des dépôts fécaux des trois HD ? 

- Quelle est la fréquence de détection d’E. multilocularis dans les fèces des trois HD ?  

- Existe-t-il une structuration dans la distribution spatiale des fèces des trois HD ? 

- Existe-t-il une structuration dans la distribution spatiale des fèces porteuses d’E. multilocularis ?  

- Quelle est la part des individus dans le dépôt des fèces porteuses d’E. multilocularis ? 

Circulation d’E. 

multilocularis 

entre les HD 

sauvages et 

domestiques 

- Quel protocole adopté pour : 

i) isoler les œufs d’E. multilocularis dans les fèces ? 

ii) identifier, à partir de ces œufs, les profils génétiques du parasite circulant 

localement parmi les populations des trois HD ? 

- A partir des profils parasitaires recensés, quelle déduction peut être faite sur le 

rôle des HD sauvages et domestiques dans le cycle local du parasite ? 

- Quelle est l’ampleur de la contamination des sols des jardins potagers 

urbains et ruraux par E. multilocularis ? 

- Existe-t-il une relation entre la contamination des sols par E. 

multilocularis et les dépôts fécaux des HD ?   

- Quelle déduction peut être faite sur la persistance à long terme des œufs 

d’E. multilocularis dans l’environnement ?  

Figure 13 : Objectifs de cette étude. 
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Première partie : Distribution des dépôts fécaux de 

carnivores porteurs d’Echinococcus multilocularis dans un 

environnement rural en zone de forte endémie d’EA 
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1. Introduction 

1.1. Contexte 

La distribution spatiale des fèces de carnivores HD d’E. multilocularis est un paramètre clé 

pour étudier et déterminer les zones à risque d’EA (Poulle et al., 2017; Bastien et al., 2018; 

Knapp et al., 2018). En effet, la contamination environnementale par le parasite et le risque 

d’infection pour les HI et l’homme dépendent de la distribution des fèces principalement celles 

contenant effectivement les œufs du parasite (Giraudoux et al., 2002; Pleydell et al., 2004; 

Raoul et al., 2015; Knapp et al., 2018). L’évaluation de cette contamination environnementale 

est souvent basée sur l’échantillonnage des fèces couplé à une analyse moléculaire par des 

techniques d’amplification (PCR ou qPCR) pour la détection de l’ADN d’E. multilocularis dans 

les échantillons fécaux (Conraths and Deplazes, 2015; Poulle et al., 2017; Knapp et al., 2018). 

Toutefois, l’ADN du parasite détecté dans les fèces ne provient pas toujours des œufs. Les 

cellules ou les fragments excrétés par le ver présent dans le tube digestif de l’animal infesté 

peuvent être décelés par les techniques de biologie moléculaire (Al-Sabi’ et al., 2007). De plus, 

les traces de transit du parasite comme le métacestode digéré donc non installé ou le passage 

inoffensif d’éléments parasitaires dû par exemple à la coprophagie fréquente chez certaines 

espèces de carnivores comme le chien peuvent être également détectés (Frenkel and Parker, 

1996; Fahrion et al., 2011; Nijsse et al., 2015; Umhang et al., 2015). Toutes ces éventualités 

peuvent potentiellement conduire à une surestimation, dans une mesure inconnue, de la 

contamination environnementale via les fèces par les techniques de biologie moléculaire. Par 

ailleurs, les comportements spécifiques associés à la défécation de quelques individus (par 

exemple, le sur-marquage fécal du territoire, la recherche de nourriture, etc.) dans la population 

locale des HD pourraient être plus décisifs que d’autres dans l’agrégation spatiale d’E. 

multilocularis (Vaniscotte, 2009; Vaniscotte et al., 2011), d’autant plus que le parasite a une 

distribution très hétérogène au sein des hôtes (Hofer et al., 2000; Raoul et al., 2001; Fischer et 

al., 2005; Guislain et al., 2008). La contamination environnementale localisée devrait donc 

provenir essentiellement de quelques individus parmi la population des HD. Il s’agit là d’un 

point à prendre en compte pour comprendre, à échelle de perception locale, les processus 

d’infection des HI et les risques d’infection pour l’homme, afin de mieux orienter les mesures 

de lutte ou de prévention. Cependant, à notre connaissance, aucune étude antérieure n’a fourni 

de données sur la contribution individuelle des HD dans la contamination environnementale par 

le parasite E. multilocularis. Contrairement aux méthodes invasives ou d’observation directe 

sur le terrain, l’analyse génétique des copro-échantillons apparait comme une option favorable 
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pour identifier les dépôts fécaux des individus et suivre leur fréquence d’émission des 

déjections par capture-recapture (Zhang et al., 2011; Liccioli et al., 2015b).  

1.2. Objectifs 

Dans ce contexte, l’objectif de cette première partie était de rechercher d’éventuelles 

structurations de l’émission des fèces notamment celles porteuses d’E. multilocularis par les 

renards, chiens et chats.  

Nous avons, dans un premier temps, évalué la fréquence des dépôts fécaux des trois HD, la 

fréquence de détection du parasite dans ces fèces et étudié leurs distributions spatiales. Ce 

travail a été mené parallèlement à une validation de notre méthode de quantification de 

l’exposition au parasite E. multilocularis dans l’environnement. Cette étude a fait l’objet d’un 

article publié inclut dans ce mémoire :  

- Da Silva, A.M., Courquet, S., Raoul, F., Rieffel, D., Giraudoux, P., Millon, L., Knapp, 

J. 2020.   Assessment of the exposure to Echinococcus multilocularis associated with 

carnivore faeces using real-time quantitative PCR and flotation technique assays. 

International Journal for Parasitology 50, 1195–1204. (DOI: 

org/10.1016/j.ijpara.2020.07.008). 

 

Dans un second temps, nous avons cherché à identifier par copro-génotypage, les 

caractéristiques individuelles de l’infection par E. multilocularis parmi la population des 

renards puis à déterminer la part des individus dans le dépôt des fèces positives pour le parasite 

dans l’environnement. Cette étude fait aussi l’objet d’une publication : 

-  Da Silva, A.M., Afonso E., Raoul, F., Giraudoux, P., Merguey, M., Umhang, G., 

Courquet, S., Rieffel, D., Millon, L., Knapp, J. Fox coprogenetics: infection and 

contribution of individuals to Echinococcus multilocularis environmental 

overdispersion in an endemic area of alveolar echinococcosis. En préparation.  

2. Méthodologie 

Les échantillons de fèces collectés, identifiés pour les espèces de carnivores et testés pour la 

présence d’ADN d’Echinococcus multilocularis sur la commune des Alliés dans le cadre du 

projet MONIZOO ont été inclus dans cette étude. Tout d’abord, nous avons développé et 

appliqué une approche qui allie la détection d’ADN et des œufs d’E. multilocularis dans les 

fèces, afin d’évaluer leur pertinence dans l’étude de l’exposition au parasite dans 

https://doi.org/10.1016/j.ijpara.2020.07.008
https://doi.org/10.1016/j.ijpara.2020.07.008
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l’environnement. L’approche consistait brièvement à concentrer les œufs de Taeniidae par une 

technique de flottaison au sucrose à partir des fèces détectées positives pour la présence d’ADN 

d’E. multilocularis puis à isoler un par un et à identifier les œufs du parasite par PCR spécifiques 

vérifiées par séquençage. Cette technique de flottaison au sucrose adaptée pour cette étude a été 

mise au point pour l’isolement des oocystes de T. gondii à partir d’échantillons de sol (voir 

Annexe A) lors de mes travaux de recherche en master 2 dans le cadre du projet 

RISKOJARDINS. Par la suite, les fèces de renards ont été identifiées individuellement par un 

protocole basé sur l’amplification de copro-ADN cible à l’aide de 14 microsatellites et un 

marqueur de sexe spécifique au renard roux (Vulpes vulpes). Nous avons suivi ainsi les 

individus sur les trois années de l’étude à travers leurs dépôts fécaux.  

3. Résultats principaux  

Les distributions spatiales des fèces des trois HD s’étaient avérées être chevauchantes avec 

notamment celles de chiens plus importantes au centre du site, donc plus proches des habitations 

humaines et celles des renards déposées aussi bien à l’extérieur qu’à l’intérieur du village. Les 

œufs d’E. multilocularis ont été détectés en majorité dans les fèces de renards (27 sur 70 fèces 

positives pour l’ADN du parasite) contre 1 sur 15 pour les chiens et 1 sur 5 pour les chats. 

Similairement aux fèces positives pour l’ADN du parasite, la contamination environnementale 

par les œufs d’E. multilocularis via les fèces de renards était démontrée hétérogène et agrégée 

significativement dans un cluster localisé au centre-est du site d’étude. Par ailleurs, au terme 

des trois années de l’étude, seulement quelques renards – près de 35% (9/26) des individus 

infectés – avaient déposé une proportion majoritaire des fèces testées positives pour E. 

multilocularis (soit 60%). 
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Abstract:  

The eggs of Echinococcus multilocularis, the infectious stage, are spread into the environment 

through wild and domestic carnivore faeces. The spatial location of the faeces containing 

infective E. multilocularis eggs is a key parameter for studying areas of exposure and 

understanding the transmission processes to the intermediate hosts and humans. E. 

multilocularis faecal prevalence is often assessed by detecting E. multilocularis DNA, not 

necessarily eggs. This work aimed to determine the rate of faeces containing E. multilocularis 

eggs in a rural town and its surroundings and known if this level of precision in relevant to 

assess the exposure to E. multilocularis. For this purpose, we developed a combined molecular 

and microscopic approach to investigate the E. multilocularis exposure of potential hosts into 

the environment from field-collected carnivore faeces. Carnivore defecation patterns were then 

spatialized to study the spatial distribution of E. multilocularis. Faeces were screened for E. 

multilocularis DNA using a specific qPCR. E. multilocularis eggs were morphologically 

identified from specific E. multilocularis qPCR-positive faeces after sucrose flotation and 

individually confirmed through specific PCR and sequencing. The spatial distribution of E. 

multilocularis was studied using Kulldorff statistics. E. multilocularis eggs were identified 

mostly in fox faeces positive for E. multilocularis DNA by qPCR (n=27/70) and only from 1 

on 15 copro-samples from dogs and 1 on 5 from cats. The faecal prevalence of E. multilocularis 

DNA and egg was overdispersed, with the same geographical patterns. These data suggest that 

E. multilocularis DNA and/or egg detection in carnivore faeces mainly that of foxes, is 

appropriate in ecological studies of E. multilocularis transmission.  

Keywords:  

Echinococcus multilocularis, egg, definitive host, copro-qPCR diagnostic, flotation, spatial 

distribution.   
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4.1. Introduction 

The larval stage of the cestode Echinococcus multilocularis is responsible for alveolar 

echinococcosis (AE), an expanding potentially lethal zoonosis that occurs only in the northern 

hemisphere, including large areas of Asia, Europe, and North America (Deplazes et al. 2017). 

The lifecycle is mainly sylvatic based on predator-prey interaction between wild and domestic 

carnivores, acting as definitive hosts, and small rodents as intermediate hosts. The adult worms 

live in the small intestine of carnivores and produce the infectious form at sexual maturity, the 

egg, eliminated in the environment with faeces during the patent period. The development of 

the larval stage of the parasite following the ingestion of the eggs causes AE in humans. In 

Europe, E. multilocularis eggs have only rarely been identified in dog and cat faeces 

(Dyachenko et al., 2008; Deplazes et al., 2011; Umhang et al., 2012, 2014, 2015; Knapp et al., 

2016a). The red fox (Vulpes vulpes) has been identified as the main definitive host of E. 

multilocularis, in which the parasite has experimentally shown a high reproduction rate and 

high biotic potential, whereas domestic carnivores, notably the cat, likely excrete few or no 

eggs (Kapel et al., 2006; Hegglin and Deplazes, 2013; Umhang et al., 2015; Knapp et al., 2018). 

The use of carnivore stools in ecological investigations on E. multilocularis transmission seems 

appropriate, as stool contamination is representative of environmental contamination by the 

infectious form of the parasite and it is the source of human exposure (Conraths et Deplazes 

2015; Knapp et al. 2018). In addition, the spatial location of the faeces containing infective E. 

multilocularis eggs is a key parameter for studying areas of risk and understanding the 

transmission processes to the intermediate hosts and humans to propose appropriate prevention 

or control measures (Knapp et al., 2018). Moreover, the analysis of faecal samples is a non-

invasive approach, allowing the preservation of animal populations, essential when studying 

pets and ethically more acceptable for wild animals.  

The spatial distribution of carnivore faeces and the E. multilocularis prevalence appear 

heterogeneous and aggregate in micro-foci over large areas, including historically and newly 

endemic rural and urban sites. The reasons are in part linked to the defecation behaviour of the 

definitive hosts. For instance, micro-local hotspots of high E. multilocularis prevalence in fox 

faeces were detected in different rural situations in a study carried out in an eastern region of 

France (Knapp et al., 2018). Moreover, at a local level, E. multilocularis positive faeces were 

found in 19/94 sampled kitchen gardens studied (Poulle et al., 2017). In a North American urban 

setting, E. multilocularis prevalence in the faeces of coyotes varied significantly across the 

study area (Liccioli et al., 2014). In a rural context in China, E. multilocularis environmental 
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contamination via dog faeces was focused where dogs defecated inside villages (Vaniscotte et 

al., 2011). Given the close proximity of humans and the main definitive host of E. multilocularis 

in rural settings, this environmental overdispersal can potentially represent a major public 

health importance. However, E. multilocularis prevalence is often assessed by detecting E. 

multilocularis DNA, not necessarily eggs. Furthermore, the sporadic copro-sample collection 

may lead to failure to detect the parasite and a misestimation of environmental contamination 

by E. multilocularis via carnivore faeces. 

The development and optimization of multiplex real-time PCR techniques based on the 

amplification of specific mitochondrial DNA targets has resulted in the very sensitive and rapid 

detection of host species and zoonotic parasites such as E. multilocularis in faeces collected 

from the environment (Farrell et al., 2000; Nonaka et al., 2009; Knapp et al., 2014, 2016b). 

Molecular tools (PCR or qPCR) detect the genetic material in faeces not only from eggs but 

also from cells or tissue fragments shed by the worm present in the digestive tract of the infected 

animal (Al-Sabi’ et al., 2007) and other traces of the parasite in transit. The feeding behaviour 

and coprophagia common in certain carnivore species, such as dogs, may explain the innocuous 

passage of parasitic elements, and thus the detection of parasitic DNA, in the digestive system 

of these animals (Frenkel and Parker, 1996; Fahrion et al., 2011; Nijsse et al., 2015). E. 

multilocularis DNA may also originate directly from the digested metacestode due to predation 

of infected rodents (Umhang et al., 2015). These events can all potentially lead to 

overestimation, to an unknown extent, of the parasitic prevalence in faeces by molecular 

detection techniques. Thus, the detection of eggs in stool material is still a key step in the 

assessment of hosts’ exposure into the environment. 

Eggs may be concentrated by flotation techniques and identified at the family level (Taeniidae) 

based on their morphological characteristics (Mathis et al. 1996; Dryden et al. 2005) and PCR 

on isolated egg DNA remains the method of choice for the species-level diagnosis (Gasser et 

al., 1993). 

This work aimed to determine the rate of faeces containing E. multilocularis eggs in a rural 

town and its surroundings and known if this level of precision in relevant to assess the exposure 

to E. multilocularis of the intermediate hosts. For this purpose, we collected periodically 

carnivore faeces in order to obtain suitable samples for parasite detection. We developed a 

combined molecular and microscopic approach to investigate the E. multilocularis exposure of 

potential hosts into the environment from field-collected carnivore faeces. This strategy is first 

based on the screening of E. multilocularis DNA in faeces, using quantitative real-time PCR 
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(qPCR) and then the identification of E. multilocularis eggs in positive qPCR samples by a 

flotation technique, confirmed by specific PCR. Then, carnivore defecation patterns were 

spatialized to compare the local distribution of E. multilocularis DNA and eggs in contaminated 

faeces. 

4.2. Materials and methods 

4.2.1. Copro-sampling 

Faeces were collected every two months between March 2017 and November 2018 in a village 

and its surroundings in the Eastern part of France (006°26’46”E, 46°56’53”N), in order to 

regularly obtain fresh materials. This site was located in a historic endemic area of E. 

multilocularis (Combes et al., 2012; Piarroux et al., 2013, 2015). The studied area has a surface 

of 5.28 km2, with a density of 25 inhabitants per km2, and is located at an average altitude of 

971 m in a predominantly agricultural landscape in which the proportion of permanent 

grassland to total land is 52% (See the 2010 General Agriculture Census (RGA) from the 

Ministry of Agriculture). It enjoys a continental climate, with long, cold, snowy winters. 

Average temperatures range from -2.2 to 15.1°C with average rainfall of 1,317 mm/year 

(www.meteofrance.com). All sampled carnivore faeces were collected from the study area 

access roads within the administrative limits (along a predetermined circuit of 25 km, Figure 

14). Fox, dog, cat, mustelid or undetermined faeces were initially identified in the field by 

observing theirs physical characteristics (shape, size, composition). All faeces sampled were 

geolocated with a Global Positioning System (GPS) tracking device, with a precision of ± 10 

m. Those were collected in an individual plastic bags and were stored for seven days at – 80°C 

for decontamination to prevent human infection, and then at – 20°C before laboratory analyses. 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.meteofrance.com/
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Figure 14: The predetermined circuit (red dash) of carnivore faeces collection on the study site 

(a rural town in the eastern part of France (006°26’46”E, 46°56’53”N)). 

 

4.2.2. Faeces DNA extraction and qPCR protocols for carnivore host faecal test and E. 

multilocularis diagnostic tests 

Faeces DNA was extracted from a 0.5 g sample (Knapp et al., 2014) and purified using the 

QIAmp Fast DNA Stool Kit (Qiagen, Hilden, Germany) following the manufacturer’s 

recommendations, performed on a QIAcube automaton (Qiagen, Hilden, Germany), a robotic 

workstation for automated purification of DNA.  

A host faecal qPCR test was performed on the copro-DNA to identify the carnivore host. The 

test was carried out as described above and was based on amplification of a fragment of the 

cytB gene for Vulpes vulpes (fox), Canis familiaris (dog), and Felis catus (cat) (Knapp et al., 

2016b). This molecular identification of host species used as reference was compared to the 

identification from morphological criteria (described above) in order to verify the accuracy of 

faecal identification in the field.  
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DNA extracts were tested in a specific E. multilocularis-qPCR for the presence of E. 

multilocularis DNA in duplicate based on the amplification of a portion of the mitochondrial 

rrnL gene (Knapp et al., 2014, 2016b) (rrn-E. multilocularis forward primer 5’-

CTGTGATCTTGGTGTAGTAGTTGAGATTT-3’, rrn-E. multilocularis reverse primer 5’-

GGGGTCAATCACAACAACCC-3’, rrn-E. multilocularis probe 5’- FAM-

TGGTCTGTTCGACCTTTTTAGCCTCCAT-TAMRA -3’) for PCR products of 202 bp. 

The presence of inhibitory factors were tested in the two previous qPCRs using the Alea qPCR 

control tool (Alea forward primer 5’-CCTAAAAATGTCTATGATTGGTCCACTA-3’, Alea 

reverse primer 5’-GGGAGTACCTTGCCATACAAAATT-3’, Alea probe 5’-VIC-

TTAAATCAACTCCTAAATCCGCGCGATAGG-TAMRA-3’) at a concentration of 6.10-6 

ng/µl, corresponding to 1,000 plasmid copies/µl of the internal control (Knapp et al., 2016b). 

DNA-free extraction controls (extraction from only kit reagents), PCR positive (DNA extracts 

from E. multilocularis worms) and negative (ultra-pure water instead of DNA extract) controls 

were used to ensure no contamination during the DNA extraction and the qPCR steps.  

The qPCRs were performed for 45 cycles and reactions with Cq < 45 cycles were considered 

to be positive for E. multilocularis-qPCR and Cq < 30 for the species detected among the three 

targeted carnivore species in the faecal qPCR. The presence of PCR inhibitors was noted on the 

basis of the duplex E. multilocularis /Alea qPCR results, considering a Cq > 37 as the threshold 

beyond which the PCR inhibitors interfered with the PCR process (Knapp et al., 2016b). All 

samples were tested in duplicate by qPCR.  

4.2.3. Isolation of parasite eggs from faeces  

All positive faeces from the specific E. multilocularis-qPCR screening and a portion of 

randomly selected negative faeces, as controls, (n = 25) were subjected to a sucrose flotation 

technique as described in  Matsuo and Kamiya (2005) and Escotte-Binet et al. (2019) to 

concentrate and isolate the parasite eggs, based on differential specific gravity (SG) between 

the eggs and particles. Briefly, the protocol consists of dispersing 5 g of faeces in 20 ml 0.1% 

Tween 80 by vortexing to separate the eggs from the organic particles. After a centrifugation 

step (2,500 x g, 10 min), the pellet is resuspended in distilled water and deposited on a sucrose 

solution (SG = 1.27) to float the eggs. Then the supernatant is concentrated in a volume of < 1 

ml after centrifugation. 
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4.2.4. Microscopic observation and sampling of E. multilocularis eggs one by one 

All flotation supernatants were examined using a Leica DMI3000-B micromanipulator (Leica 

Microsystems, Wetzlar, Germany) equipped with an inverted microscope to identify taeniid 

eggs at a 400X magnification. The observed taeniid eggs were picked one by one with 

micropipettes integrated into the micromanipulator and put in approximately 100 µl distilled 

water in individual microtubes. For each positive flotation sample, DNA from up to five 

individual taeniid eggs was extracted using the QIAmp DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden, 

Germany) in an elution volume of 50 µl following the manufacturer's instructions. However, 

the lysis step was extended from 1-3 h to overnight. The resulting DNA was used to confirm 

the E. multilocularis egg identification by two PCRs: the specific E. multilocularis-qPCR 

described above and the E. multilocularis-specific-PCR EMH15/H17, confirmed by 

electrophoresis. E. multilocularis-specific-PCR EMH15/H17 is based on the amplification of a 

portion of the mitochondrial 12S rRNA gene (Dinkel et al., 1998; Stieger et al., 2002; Georges 

et al., 2004) (EM-H15, forward primer: 5’-CCATATTACAACAATATTCCTATC-3’, EM-

H17, reverse primer: 5’-GTGAGTGATTCTTGTTAGGGGAAG-3’) for an expected size of 

the PCR products of 200 bp. Then, several PCR products (n = 6) were randomly selected and 

sequenced by the Sanger method to confirm the E. multilocularis diagnosis (Sanger et al., 

1992). The nucleotide sequences obtained were characterized by comparison with an E. 

multilocularis nucleotide sequence reference on GenBank using the online genetic databases 

and the Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) available on the NCBI website. 

In addition, for each negative flotation sample, the supernatants were extracted and subjected 

to specific E. multilocularis-qPCR to confirm the microscopic observations (see Figure 15 for 

a synopsis of the complete protocol). 
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Figure 15 : Workflow of E. multilocularis DNA and egg detection in carnivore faeces. 

Screening and flotation were performed using 0.5 and 5 g of faeces, respectively. 
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4.2.5. Determination of flotation technique sensitivity  

The effectiveness of the sucrose flotation technique followed by microscopic observation and 

detection with specific E. multilocularis-qPCR (described above) was evaluated by testing in 

duplicate series of faecal free-E. multilocularis DNA samples (5g) spiked with 10 E. 

multilocularis eggs (n=3), five E. multilocularis eggs (n=3), three E. multilocularis eggs (n=3) 

and one E. multilocularis egg (n=3). These spiked samples were frozen at – 80°C for 7 days, 

before testing. The faecal samples were obtained from the colon of captive foxes exhibiting no 

worms of the Taenia genus nor E. multilocularis at the experimental station of the ANSES 

laboratory. E. multilocularis eggs were obtained from a faecal sample from the colon of a 

naturally infected fox and confirmed with specific E. multilocularis-qPCR.  

4.2.6. Statistical and spatial data analysis  

E. multilocularis faecal prevalence between the various carnivore species was compared using 

the Fisher's exact test. The non-parametric Mann-Whitney U Test was used to compare the Cq 

values between E. multilocularis-qPCR positive faeces, with or without E. multilocularis eggs 

detected. ROC curve analysis was used to estimate the ability of the specific E. multilocularis-

qPCR (E. multilocularis DNA screening in faeces) to differentiate faeces containing E. 

multilocularis eggs or not. An optimal threshold value was determined by maximizing the 

Youden index. Faeces with a Cq higher than the optimal threshold value are classified as E. 

multilocularis eggs negative, whereas samples with Cq lower than the optimal threshold value 

are classified as E. multilocularis eggs positive (Fluss et al., 2005). ROC, area under ROC curve 

(AUC) and the optimal threshold value were calculated using the pROC R package (Robin et 

al., 2011). 

For statistical tests, differences were considered significant for p ≤ 0.05.  

The spatial distributions of carnivore faeces and E. multilocularis faecal occurrence were 

mapped on orthophotos (BD Ortho version 2 of the ‘Institut Géographique National’ with a 50 

cm resolution as background). 

The randomness of the distribution of the E. multilocularis faecal prevalence was tested using 

a spatial scan statistic developed by Kulldorff and implemented in SatScan v9.6 software 

(Kulldorff and Nagarwalla, 1995). We tested the null hypothesis that the number of faeces 

containing E. multilocularis DNA or eggs follows a binomial distribution along the 
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predetermined circuit. In SatScan, we used the Bernoulli Model with the cases defined as faeces 

were found to contain E. multilocularis DNA or eggs and the controls as negative faeces. 

Kulldorff’s method places a circular window on the map and moves the circle centre over each 

point location so that the window includes different sets of neighbouring points at different 

positions. At each point location, the radius of the circle increases continuously from zero to a 

maximum radius, defined by the user and defaulted in this study to a radius containing at most 

50% of the total number of points. Potential clusters were detected by calculating a likelihood 

ratio for each circle, comparing an expected number of cases (under the null hypothesis) with 

the observed number of cases in and outside the window. The most likely cluster is the circle 

with the maximum likelihood ratio among all radius circles at all possible locations.  

Computations were performed and graphical displays were generated using R 3.5.1 (R Core 

Team (2018). R: A language and environment for statistical computing. R Foundation for 

Statistical Computing, Vienna, Austria. URL https://www.R-project.org) with the packages 

foreign 0.8-70 (R Core Team (2017). Foreign: Read Data Stored by ‘Minitab, ‘S’, ‘SAS’, 

‘SPSS’, ‘Stata’, ‘Systat’, ‘Weka’, ‘dBase’,…URL https://CRAN.R-

project.org/package=foreign), rgdal 1.3-9 (Bivand et al., 2019) and the geographical 

information system Quantum GIS 3.2.3-Bonn (QGIS Development Team, 2018. QGIS 

Geographic Information System. http://www.qgis.com). Kulldorff’s statistics were computed 

using SatScan v9.6 March 2018 (https://www.satscan.org). 

4.2.7. Data accessibility  

 Raw data are available in Mendeley Data, DOI: https://dx.doi.org/10.17632/bhzccxfy9c.3. 

4.3. Results 

4.3.1. Host species identity of faeces collected in the field  

We collected 814 faeces from March 2017 to November 2018. In total, 763 faeces (93.7% of 

the sampling) were identified by the host faecal qPCR test, including 278 fox faeces (34.15%), 

431 dog faeces (52.95%), and 54 cat faeces (6.63%).  

The morphological assessment made on fox, dog and cat faeces was confirmed by species 

qPCRs for 68%, 86% and 52% of the copro-samples, respectively (Table 1). For mustelid 

faeces identified on morphological criteria, 56% and 28% of samples were reassigned to fox 

https://www.r-project.org/
https://cran.r-project.org/package=foreign
https://cran.r-project.org/package=foreign
http://www.qgis.com/
https://www.satscan.org/
https://dx.doi.org/10.17632/bhzccxfy9c.3
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and dog stools, respectively, by molecular analysis. Most of the undetermined faeces in the field 

were identified by molecular assessment (87.5%). 

The host faecal test was unsuccessful for 51 faeces for which identification was made based on 

morphological criteria. This concerned 31 fox, 14 dog, one cat, four mustelid, and one 

undetermined stools (Table 1).  

Table 1 : Comparison between faeces identification based on morphological criteria (shape, 

size, and composition) and faeces identification on molecular analysis (by specific species 

qPCRs). 

 

 

 

Only four samples (0.5% of all samples analysed) contained PCR inhibitors based on duplex E. 

multilocularis/Alea qPCR results. 

 

4.3.2. Echinococcus multilocularis in carnivore hosts  

4.3.2.1. Validation of the sucrose flotation protocol for frozen Echinococcus multilocularis 

eggs 

When testing naive frozen copro-samples of 5 g spiked with 10 E. multilocularis eggs, a 

microscopic observation and a positive E. multilocularis-qPCR signal were obtained for all 

samples after the sucrose flotation technique, corresponding to 100% sensitivity (Table 2). 

Average Cq values ranged from 30.73 ±0.08 for 10 eggs to 37.72±0.16 for one egg. When using 

five eggs to one egg, sensitivity decreased from 66.7% to 33.3% for E. multilocularis-qPCR.  

Morphological 

identification 

Molecular identification   
Total Fox Dog Cat Undetermined 

Fox 220 (68.3%) 39 (12.1%) 32 (10.0%) 31 (9.6%) 322 

Dog 38 (8.7%) 374 (85.8%) 10 (2.3%) 14 (3.2%) 436 

Cat 5 (21.7%) 5 (21.7%) 12 (52.2%) 1 (4.4%) 23 

Mustelids 14 (56.0%) 7 (28.0%) 0 (0.0%) 4 (16.0%) 25 

Undetermined 1 (12.5%) 6 (75.0%) 0 (0.0%) 1 (12.5%) 8 

Total 278 431 54 51 814 
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Table 2 : Method sensitivities (in %) of the sucrose flotation technique combined with 

microscopic observation and detection by specific E. multilocularis-qPCR for Echinococcus 

multilocularis in freezing copro-samples (5 g). For each number of Echinococcus multilocularis 

eggs, three samples were used. 

 

 

4.3.2.2. Echinococcus multilocularis DNA and egg prevalence in carnivore faeces  

We detected E. multilocularis DNA in 96 faeces samples (11.8% of the collection, 95% 

Confidence interval (CI): 9.7-14.3%). E. multilocularis DNA was detected significantly more 

frequently in fox faeces (25.2% CI: 20.3-30.8%) than cat faeces (9.3% CI: 3.5-21.1%) or dog 

faeces (3.5% CI: 2.0-5.8%) (Table 3, Fisher’s exact test, p < 0.0001). 

Among the 96 carnivore faeces containing E. multilocularis DNA, 32 (33.3%) were found to 

contain E. multilocularis eggs, based on the sucrose flotation technique. The identification of 

E. multilocularis was confirmed by specific E. multilocularis-qPCR performed on DNA 

extracts from five individual taeniid eggs isolated from each flotation-positive faecal sample, 

for which between one and five were positive, with a mean Cq of 34.2 ± 1.46 (n = 52). All 

selected PCR EMH15/H17 products (n = 6, PCR EMH15/H17 positive from E. multilocularis 

eggs isolated from one dog, one cat, one undetermined host, and three fox stools) were 

confirmed to be E. multilocularis, with 100% identity to the E. multilocularis reference 

sequence (GenBank accession number MK116545.1).  

Eggs were observed mostly in fox faeces (n = 27/70), one of five cat faeces, one of 15 dog 

faeces, and three of six host faecal qPCR undetermined faeces (Table 3, Fisher’s exact test, p 

< 0.0001). These three faeces were identified morphologically as two fox and one dog stool.  

Number of eggs Microscopic observation qPCR E. multilocularis 

0 - 00.0% (0/3) 

1 00.0% (0/3) 33.3% (1/3) 

3 00.0% (0/3) 33.3% (1/3) 

5 33.3% (1/3) 66.7% (2/3) 

10 100.0% (3/3) 100.0% (3/3) 
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All selected E. multilocularis-qPCR negative faeces (n = 25) did not contain E. multilocularis 

eggs, as their flotation supernatants were also negative by E. multilocularis-qPCR, except for 

one sample that had an average Cq of 37.34. 

 

Table 3 : Detection of E. multilocularis DNA and eggs in carnivore host faecal samples 

collected between March 2017 and November 2018 in a rural town in the eastern part of France. 

 

 

 

4.3.3. Relationship between the Echinococcus multilocularis specific-qPCR for 

Echinococcus multilocularis egg-positive and egg-negative faeces 

Comparison of the Cq values obtained from specific E. multilocularis-qPCR performed on 

carnivore faeces showed that, among positive faeces, the median Cq of the faeces not containing 

E. multilocularis eggs was higher than that of the faeces containing E. multilocularis eggs: 

38.92 versus 36.9. The distributions of Cq values between E. multilocularis-qPCR positive 

faeces with or without E. multilocularis eggs differed significantly (Figure 16A, non-

parametric Mann-Whitney test, W= 1511, p < 0.001). All but two faecal samples with a Cq less 

than 33.62 had taeniid eggs observed under a microscope, confirmed E. multilocularis by 

specific E. multilocularis qPCR and PCR (Figure 16A). However, the ROC curve showed that 

the Cq values had only a weak ability to differentiate samples containing E. multilocularis eggs 

and those without (AUC = 0.73, 95%CI: 0.614-0.847). Beyond the optimal threshold Cq of 

Host identification Fox Dog Cat Undetermined Total 

Total sampled 278 431 54 51 814 

qPCR E. multilocularis 

(number of positive 

samples) 

70 15 5 6  96 

  Prevalence % 25.2 3.5 9.3 11.7 11.8 

  95% CI (20.3-30.8) (2.0-5.8) (3.5-21.1) (4.9-24.6) (9.7-14.3) 

E. multilocularis egg-

positive samples 
27 1 1 3 32 
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38.36, corresponding to a sensitivity of 81% (95%CI: 66-94%) and a specificity of 69% 

(95%CI: 58-80%), most of the samples were negative by flotation (88%) (Figure 16B).     

 

Figure 16 : Relationship between Cq values obtained from specific E. multilocularis-qPCR (E. 

multilocularis-qPCR) performed on carnivore faeces containing E. multilocularis eggs (E. 

multilocularis egg (+)) or not (E. multilocularis egg (-)). 

(A) Distribution of faeces containing E. multilocularis eggs, or not, according to the Cq values 

of specific E. multilocularis-qPCR. 

N, n: sample size. Boxes represent the inter-quartile distances; thick lines, the medians; 

whiskers, the extremes values; crosses, the means; and circles, outliers. Statistical significance 

was determined using the non-parametric Mann-Whitney U Test. ***p = 0.001  

(B) ROC curve of the specific E. multilocularis-qPCR Cq values to predict the 

presence/absence of E. multilocularis eggs (AUC = 0.73). Optimal threshold by the Youden 

index Cq = 38.365, corresponding to a sensitivity of 81% (95%CI: 66-94%) and a specificity 

of 69% (95%CI: 58-80%).  
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4.3.4. Spatial distribution of Echinococcus multilocularis DNA and eggs via carnivore 

faeces 

Domestic carnivore faeces (in particular, dog) were more prominent downtown than outside the 

village (Figure 17C). Fox faeces were mostly found outside the village but some were also 

found inside (Figure 17B). 

Kulldorff’s statistics showed two significant spatial clusters for E. multilocularis DNA-positive 

faeces and E. multilocularis egg-positive faeces for all carnivores pooled, located in the same 

areas in both cases. The E. multilocularis DNA faecal prevalence was clearly overdispersed, 

with a high-rate cluster (p =1.4×10-6) located in the western part of the site but near the centre 

and a low-rate cluster (p = 0.02) in the eastern part (Figure 17Aa). The faecal prevalence of E. 

multilocularis eggs showed significant clusters (high rate: p =10-9, low rate: p = 4.75×10-3) with 

the same geographical situations as those for E. multilocularis DNA faecal prevalence (Figure 

17Ab and Figure 17Aa). For fox, E. multilocularis DNA-positive faeces (high rate: p = 0.01, 

low rate: p = 0.02) and E. multilocularis egg-positive faeces (high rate: p = 0.002, low rate: p = 

0.01) were also aggregated (Figure 17Ba and Figure 17Bb). E. multilocularis contamination 

in domestic carnivores was not found to be clustered, likely due to the low number of positive 

samples (Figure 17C). Contamination clusters were due to the high rate of contamination in 

fox faeces.  
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Figure 17 : Kulldorff statistics on the distribution of carnivore faeces in the studied site in 

France, from E. multilocularis DNA-positive faeces (Aa, Ba, Ca) and E. multilocularis egg-

positive faeces (Ab, Bb, Cb). A: all carnivore faeces collected; B: fox faeces; C: dog and cat 

faeces.
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4.4. Discussion  

This study focused on collecting evidence of the E. multilocularis eggs in carnivore faeces in 

which E. multilocularis DNA was first detected by specific E. multilocularis-qPCR. The E. 

multilocularis DNA and egg detection methods are notably effective in the patent phase of 

infection (Al-Sabi’ et al., 2007). DNA detection is possible but remains uncertain during the 

pre-patent and post-patent periods due to irregular excretion of tissue or eggs (Deplazes et al., 

2003). Here, the E. multilocularis-qPCR Cq values were significantly lower for samples in 

which eggs were present than for flotation-negative samples, implying a larger amount of E. 

multilocularis DNA in positive E. multilocularis-qPCR faeces. Our results suggest that, in our 

protocol (DNA extraction and qPCR protocol), faeces for which the E. multilocularis-qPCR Cq 

values less than 33.62 are likely to contain E. multilocularis eggs. The effectiveness of the key 

step of DNA extraction from taeniid or E. multilocularis eggs using a kit with only chemical 

lysis was previously demonstrated (Štefanić et al., 2004; Davidson et al., 2009; Øines et al., 

2014; Umhang et al., 2017). This Cq value is very close to the mean E. multilocularis-qPCR 

Cq of a DNA extract from one E. multilocularis egg (34.2 ± 1.46). In a previous study, the 

detection limit of PCR targeting mitochondrial DNA (E. multilocularis, E. granulosus, and that 

from single eggs of other tainiids) was estimated to be 33 copies (Trachsel et al., 2007). 

Conversely, no conclusion can be drawn concerning the presence/absence of E. multilocularis 

eggs in faeces with E. multilocularis-qPCR Cq values ranging from 33.62 to 38.36, the 

maximum beyond which most of the samples were negative. This maximum corresponds to a 

mean E. multilocularis-qPCR Cq of a DNA extract of faeces (500 mg) experimentally spiked 

with one E. multilocularis egg (37.6 ± 1.34) (Knapp et al., 2014). The absence of eggs in this 

interval could be justified by a high concentration of E. multilocularis-free DNA. This is 

probably related to random sampling bias. Indeed, the E. multilocularis-qPCR was performed 

from only 0.5 g of faeces and the flotation technique from 5 g.  In cases of low-grade infection, 

this small subsample size would be more likely to contain no eggs. This could also explain the 

weak ability of the E. multilocularis-qPCR to differentiate samples containing E. multilocularis 

eggs and those without. The E. multilocularis-qPCR performed directly on carnivore faeces 

probably detects more E. multilocularis-free DNA than E. multilocularis eggs. It appears that 

flotation is necessary to assess the exposure to E. multilocularis associated with carnivore 

faeces in the environment. The sucrose flotation method combined with microscopy 

observation and qPCR detection used in this study proved to have sensitivity of 100% for the 

detection of 10 E. multilocularis eggs in 5 g of freezing copro-samples. Additionally, the 
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sucrose flotation method enabled the potential recovery of only one egg in 5 g of faeces. 

Moreover, a flotation sample with no eggs gave a mean Cq of 37.34, demonstrating the presence 

of trace amounts of E. multilocularis DNA in the supernatant. The choice of the sucrose solution 

was justified by its safety and neutrality on parasitic elements, which can facilitate the 

recognition of eggs under the microscope after flotation. For instance, zinc chloride (SG=1.42), 

although more effective in floating eggs, could potentially alter the structural integrity of 

oocysts (Escotte-Binet et al., 2019) and frozen taeniid eggs (authors, pers. obs.). It is also very 

hazardous to human and environmental health (National Center for Biotechnology Information. 

PubChem Database., 2005). On the other hand, some E. multilocularis-qPCR results on isolated 

taeniid eggs were negative, likely related to the fact that other taeniid species can be found in 

carnivore intestines (Umhang et al., 2012; Li et al., 2013; Umhang et al., 2014, 2015; Karamon 

et al., 2019; Tylkowska et al., 2019). The individual isolation of eggs offers the possibility to 

non-invasively study the genetic diversity of the parasite in the same carnivore host faeces using 

the tandemly repeated microsatellite marker EmsB (Bart et al., 2006; Knapp et al., 2007, 2009; 

Umhang et al., 2014; Valot et al., 2015) and avoiding complex analysis of egg or DNA pools 

(Carlsgart et al., 2008).  

The use of specific species qPCRs made it possible to identify the carnivore species for 763 of 

the 814 faeces samples collected, for a success rate of 93.7%. According to this molecular 

method, dog and fox faeces were better identified in the field than cat and mustelid faeces. Our 

results indicate that morphological identification of copro-material remains uncertain. 

Confirmation by a molecular reference technique is advisable to understand the relative 

contribution of each definitive species to the environmental contamination (Poulle et al., 2017; 

Knapp et al., 2018). Only 0.5% of all analysed samples contained PCR inhibitor agents. Knapp 

et al. (2018) reported a similar success rate (94.3%) but a higher rate of faeces containing 

inhibitors (9.7%). In our study, the frequent sampling of faeces probably allowed us to obtain 

fresher samples, less subject to environmental hazards and DNA degradation than copro-

samples obtained by sporadic collection (Kovach et al., 2003; Nonaka et al., 2009). Improved 

sampling conditions and the use of specific kits for DNA extraction reduce the presence of PCR 

inhibitors and thus increase the sensitivity and specificity of qPCR methods for species 

identification from stools (Al-Sabi’ et al., 2007; Knapp et al., 2014).  

More than half of the faeces collected among domestic carnivores were from dogs versus only 

7% for cats. These faeces were found mostly in the centre of the village near houses. Fox faeces 

accounted for 1/3 of all samples and were found in the centre and surrounding area. The 
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presence of fox faeces in proximity to humans is not surprising, as several studies have reported 

that foxes approach human dwellings at night in rural areas to feed (Janko et al., 2012; Krauze-

Gryz et al., 2012; Scott et al., 2014), which was especially noticed in the study site (Knapp et 

al., 2018). However, E. multilocularis DNA was detected in 25% of fox faeces (70/278) versus 

only 4% (15/431) of dog faeces and 9.3% (5/54) of cat faeces. This relatively high prevalence 

of E. multilocularis DNA in cat faeces was observed (4/43; 9.3%) in an endemic area in the 

North-Eastern part of France (Knapp et al., 2016a). This observation could be due to the small 

number of samples collected or a possible multiple copro-sampling of the same or few infected 

cats. In foxes and dogs, similar findings were reported for the same study site in 2012 and 2013 

(Knapp et al., 2018). Indeed, E. multilocularis DNA was detected in 25.85% (61/236) of fox 

faeces compared to 1.46% (3/205) of dog faeces. Fox faeces collected from 94 vegetable 

gardens located in the northeast of France were also reported to be the most contaminated, with 

a rate of 35% (24/69) versus 11% (2/18) for dog faeces and 7% (6/86) for cat faeces (Poulle et 

al., 2017). In light of the reported prevalence of E. multilocularis DNA, these studies, as well 

as ours, confirm the high risk of transmission of E. multilocularis, associated mainly with foxes, 

the role of cats and dogs being considered marginal (Hegglin and Deplazes, 2013). We 

confirmed these hypotheses by the detection of E. multilocularis eggs after flotation, mainly in 

fox faeces in this study (27/32) and only in 1/15 of copro-samples from dogs and 1/5 from cats. 

Despite a low prevalence of E. multilocularis DNA and eggs in dog faeces, the contribution of 

dogs in the transmission of E. multilocularis to humans may be sizable because of their 

promiscuity with them and the presence of a large amount of dog faeces downtown the village 

studied (Liccioli et al., 2015a; Knapp et al., 2018). Thus, the exposure risk related to domestic 

carnivores has to be more carefully considered. We are planning further studies based on in 

vivo experiments in mice to assess the infectivity of E. multilocularis eggs originating from cat 

and dog faeces from our study site.  

Despite the low number of faeces containing E. multilocularis eggs, their spatial distribution 

was also overdispersed in the study area, with the same hotspot as faeces detected with E. 

multilocularis DNA. Such E. multilocularis environmental contamination is likely to persist for 

several months. Indeed, E. multilocularis eggs can survive for over one year in cold conditions 

(Veit et al., 1995). Our study confirms that contamination via the definitive host faeces on a 

local scale is generally overdispersed (Giraudoux et al., 2002; Vaniscotte et al., 2011; Liccioli 

et al., 2014; Knapp et al., 2018). The activity patterns and defecation behaviour of the definitive 

hosts have been suggested as possible causes of such micro-local hotspots of E. multilocularis 
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transmission to intermediate hosts and humans (Robardet et al., 2011; Giraudoux et al., 2013; 

Raoul et al., 2015; Knapp et al., 2018). It cannot be excluded that, in the present study, only a 

small number of individuals deposited multiple faeces collected in the field. It is therefore 

possible that such spatial heterogeneity of environmental contamination by E. multilocularis 

was the consequence of very few individuals in the definitive host population (notably foxes) 

harbouring almost the entire parasitic biomass (Raoul et al., 2001; Fischer et al., 2005). 

Individual identification of collected faeces could thus allow us to know the true E. 

multilocularis prevalence in a definitive host population in a non-invasive manner and to 

identify the contribution of each individual to the environmental contamination (Liccioli et al., 

2015b).  

Our data suggest that E. multilocularis DNA and/or egg detection in carnivore faeces (mainly 

that of foxes) is appropriate in ecological studies of E. multilocularis transmission, as their 

spatial distribution presented the same characteristics. According to our results, E. 

multilocularis egg detection from positive E. multilocularis-qPCR samples is especially 

advisable to evaluate the exposition due to infected domestic animals with close contact with 

humans. 
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Summary 

Key parasite transmission parameters are difficult to obtain from wild animals, as they can be 

elusive. For Echinococcus multilocularis, the causative agent of alveolar echinococcosis (AE), 

red fox is responsible for most of the environmental contamination in Europe. Genetic copro-

sampling appears to be a feasible alternative to gain information about faecal deposition of 

individuals. We first tested the feasibility of individual identification and sexing by obtaining 

reliable genotypes for 14 microsatellite and one sex loci from DNA in hair and faecal samples 

taken from caged red foxes of both sexes. Then, using faecal genotyping and molecular 

parasitological analyses, we assessed individual E. multilocularis prevalence and the individual 

contribution of foxes in E. multilocularis environmental contamination in an area endemic for 

AE in the Eastern part of France. Individual E. multilocularis prevalence based on genotyped 

faeces was compared to the global faecal prevalence. Of 386 fox faeces collected, we 

successfully genotyped 124/180 samples (68.9%) corresponding to 45 unique individual foxes 

of which 26 were associated with at least one scat tested positive for E. multilocularis. 

Individual E. multilocularis prevalence (57.78 %, 95% CI: 42.15 – 72.34) was significantly 

higher than the global faecal prevalence (20.47%, 95% CI: 16.55 – 24.84). Only approx. 35% 

(9/26) of infected individuals had deposited a large proportion (60%) of faeces tested positive 

for E. multilocularis. Our findings indicate that combining faecal genotyping with 

parasitological analyses can provide a reliable estimate of E. multilocularis in foxes avoiding 

trapping individuals. Identification of a few individuals likely to be super-spreaders for E. 

multilocularis environmental contamination is crucial to improve the understanding of parasite 

transmission ecology in high endemicity areas and to optimise the effectiveness of prevention 

and control measures in the field.  

Keywords: Foxes, Echinococcus multilocularis, faecal genotyping, rural settings, prevalence, 

environmental contamination
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5.1. Introduction 

Wildlife parasites are increasingly studied because of their importance in the ecology of 

mammals (Marathe et al. 2002) and, particularly for their public health importance as zoonoses 

(Thompson 2013). However, understanding the transmission systems of multihost parasites 

require reliable estimation of key parameters such as parasite prevalence and host abundance 

or densities, which are difficult to obtain from wild animals (Pedersen et al. 2005, Wobeser 

2007), as they can be  nocturnal, secretive and wide ranging (Prugh et al. 2005, Liccioli et al. 

2015). 

With regard to the trophically transmitted parasite Echinococcus multilocularis, the causative 

agent of alveolar echinococcosis (AE), the life cycle is mainly sylvatic based on predator-prey 

interaction between wild and domestic carnivores as definitive hosts (Hegglin et al. 2015), and 

small rodents as intermediate hosts (Oksanen et al. 2016, Beerli et al. 2017). The red fox, Vulpes 

vulpes (order Carnivora, family Canidae) is currently the main definitive host in the Palearctic 

Eurasian region (Eckert and Deplazes 2004) and is responsible for most of the environmental 

contamination with E. multilocularis eggs in both rural and urban settlements in Europe 

(Hegglin and Deplazes 2013). Foxes are not static and known for their propensity to disperse 

sometimes over long distances, with spatiotemporal variation in dispersal patterns, which are 

determined by population density, age and sex of individuals or degree of human activity and 

control on their territory (Walton et al. 2017, 2018, Hagenlund et al. 2019, Zecchin et al. 2019). 

Juveniles foxes, significantly more infected with E. multilocularis worms than adults (Raoul et 

al. 2001, Tackmann et al. 2001, Fischer et al. 2005, Robardet et al. 2008), are likely to disperse 

and thus increase the risk of spreading their pathogens (Soulsbury et al. 2008, Gras et al. 2018, 

Gecchele et al. 2020). As a result, the fox population and the prevalence of E. multilocularis 

infection in foxes are both expanding in the endemic areas, and regions previously considered 

free are now infected (Torgerson and Budke 2003, Deplazes et al. 2017). Therefore, 

understanding the fox population structure and dynamics and reliable estimates of the parasite 

prevalence in this main host may help to predict the dispersal patterns of E. multilocularis. This 

may enable the design and implementation of appropriate control or prevention measures 

toward human exposure to the parasite.  

For E. multilocularis detection in foxes, post-mortem diagnosis by necropsy, examination of 

intestinal content methods, e.g. Sedimentation and Counting Technique (SCT), Intestinal 

Scraping Technique (IST), Segmental Sedimentation and Counting Technique (SSCT), and 
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morphological identification of adult parasitic stage under microscope is considered as the gold-

standard methodology (Eckert 2003, Umhang et al. 2011). However, the analysis of faecal 

sample for E. multilocularis transmission ecological surveys seems appropriate, as it reflects 

environmental contamination with E. multilocularis eggs, thus the source of intermediate host 

contamination and human exposure. Moreover, this is a non-invasive approach allowing the 

preservation of animal populations (Conraths and Deplazes 2015, Knapp et al. 2018, Da Silva 

et al. 2020). Moreover, approaches combining genetic identification by faecal genotyping and 

parasitological analysis avoid potential biases associated with parasite prevalence estimates 

from copro-samples of unidentified animals (Marathe et al. 2002, Zhang et al. 2011). 

Approaches based on host genetics allow to determine population size, dynamics and structure, 

such as sex ratio and genetic diversity (Prugh et al. 2005, Valière et al. 2007, Liccioli et al. 

2015). Although subject to many pitfalls (e.g. genotyping errors) and higher cost (Taberlet et 

al. 1996, Taberlet and Luikart 1999, Valière et al. 2007), such an integrated approach was 

successfully introduced in coyotes in an urban setting with high E. multilocularis prevalence 

and resulted to assess key epidemiological parameters (Liccioli et al. 2015).  

Echinococcus multilocularis prevalence in foxes was estimated at over 50% in French regions 

belonging to the historically endemic areas (Raoul et al. 2001, Combes et al. 2012). 

Environmental contamination by E. multilocularis via fox faeces is generally clustered in 

micro-foci with seasonal fluctuation probably due to changes in fox activity patterns and 

defecation behaviour (Giraudoux et al. 2002, Robardet et al. 2011, Raoul et al. 2015, Knapp et 

al. 2018, Da Silva et al. 2020). Specific behaviours related to the defecation of only a few 

individuals (for instance, faecal over-marking of territory, extensive foraging, etc.) in the local 

fox population may be critical for spatial aggregation of E. multilocularis, as the distribution of 

the parasite is highly heterogeneous within foxes (Raoul et al., 2001; Fischer et al., 2005). 

However, no previous studies have assessed the individual contribution of foxes to E. 

multilocularis environmental contamination. In fact, direct observation or trapping-based 

capture-mark-recapture methods are inadequate for the study of internal parasites in wild 

animals. Hence, non-invasive faecal genetic sampling appears to be a feasible alternative to 

gain information about faecal deposition of individuals and to monitor variations of individual 

E. multilocularis infection in foxes (Zhang et al. 2011, Liccioli et al. 2015).  

Herein, we aimed to assess key parameters of individual E. multilocularis infection in red foxes 

within a historic endemic area of AE. Specifically, we used faecal genotyping in a capture-

recapture sampling, combined with molecular parasitological analyses: i) to estimate overall 
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individual E. multilocularis prevalence in the fox population, and ii) to assess the individual 

contribution of foxes in E. multilocularis environmental contamination. To test the reliability 

of individual identification and sexing of foxes, we first screened and optimised amplification 

for 14 microsatellite loci and one sex marker from DNA extracted from hair and faecal samples 

from caged red foxes of both sexes. Then, the protocol developed was used to identify and to 

sex individual genotypes from fox faeces collected in the study area in order to estimate the 

population structure, dynamics (size, sex-ratio, individual turnover), and genetic variation 

across sampling periods.  

 

 5.2. Materials and methods  

Fox sample collection for optimisation step  

For the screening and optimisation step, 20 hair samples and 20 faecal samples taken in pairs 

from caged red foxes of both sexes (n = 20; 10 females, 10 males) were provided by the 

experimental station of the French National Reference Laboratory (NRL) at the ANSES 

laboratory (Atton, Meurthe-et-Moselle, France). The faecal samples were collected 

immediately after deposition in the animal cages. All samples were placed separately in 

individual sealed bags to avoid cross-contamination between samples and were frozen at – 20°C 

until laboratory analyses.  

Study area and field sampling 

This study was conducted from March 2017 to January 2020 in an area of 318 ha of grassland 

mostly including Les Alliés village (006°26’46”E, 46°56’53”N, Figure 18) in Eastern part of 

France, close to the Swiss border, at an average altitude of 971 m above sea level. This site was 

located in a historic endemic area of E. multilocularis (Combes et al. 2012, Piarroux et al. 2013, 

2015), with a density of 25 inhabitants per km². The study site is characterized by a proportion 

of permanent grassland to total land of 52% (See the 2010 General Agriculture Census (RGA) 

from the Ministry of Agriculture) and a continental climate, with long, cold, snowy winters. 

Mean annual temperatures range from -2.2 to 15.1°C with average precipitations of 1,317 

mm/year (www.meteofrance.com). A KML file containing the area covered by the study is 

provided in the supplementary material (Figure 18). 

 

http://www.meteofrance.com/
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Figure 18 : Screenshot of the visualization of the KML file containing the area covered (red 

outline).  

 

Copro-samples were collected systematically along a predetermined circuit during two-month 

sampling intervals (Figure 19B), for a total of 17 sampling sessions. When snow cover made 

it impossible to find faeces (March 2018, January and March 2019), sampling session were 

delayed (see details in Table 4). The circuit was visually screened on both sides of the road and 

all carnivore-like faeces found were collected and geolocated with a Global Positioning System 

(GPS) tracking device, with a precision of ± 10 m. Faecal samples were collected separately in 

individual plastic bags and were stored for seven days at – 80°C for decontamination to prevent 

human infection, and then at – 20°C before laboratory analyses.  

Fox faeces were identified by a host faecal qPCR as described previously by amplifying a 

fragment of the Vulpes vulpes cytB gene for 83 bp PCR products from copro-DNA extracts 

(Knapp et al. 2016). Copro-DNA extracts attributed to foxes were analysed as described 

previously in a specific E. multilocularis-qPCR for the presence of E. multilocularis DNA 

based on the amplification of a portion of the mitochondrial rrnL gene for PCR products of 202 

bp (Knapp et al. 2014, 2016). Among 1191 carnivore faeces collected, 386 fox faeces were 

identified molecularly during the whole study period. From these, 79 fox faeces positive for E. 

multilocularis DNA and a part of negative fox faeces (n=101), randomly selected to cover all 

the 17 sampling sessions (Table 4) and to take into account the spatial distribution of faeces in 

the study area (Figure 19B), were included in the genetic analysis. 
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Figure 19 : Map showing the localisation of the study area (a rural town in the eastern part of France (0062604600E, 465605300N)) in France (A) 

and locations of fox faeces tested for Echinococcus multilocularis DNA presence (B). 
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Table 4 : Number of fox faecal samples collected and successfully genotyped by sampling date. 

 

Sampling date Number of fox faecal 

samples identified 

Number of E. multilocularis positive 

samples successfully genotyped/no. 

samples tested 

Number of E. multilocularis negative 

samples successfully genotyped/no. samples 

tested 

March 2017 41 12/20 10/18 

May 2017 30 8/11 5/10 

July 2017 32 7/8 4/11 

September 2017 18 1/1 3/4 

November 2017 25 4/4 7/9 

January 2018 34 6/8 6/8 

April 2018 34 5/5 3/5 

May 2018 9 0/1 1/1 

July 2018 18 3/4 4/7 

September 2018 21 4/5 4/5 

November 2018 27 7/7 7/7 

April 2019 21 3/4 4/6 

May 2019 8 0/0 1/1 

July 2019 13 0/0 0/1 

September 2019 40 0/0 1/3 

November 2019 2 0/1 0/1 

January 2020 13 0/0 4/4 

Total 386 60/79 (75.95%) 64/101 (63.37%) 

 

 

 



Première partie : Distribution des dépôts fécaux de carnivores porteurs d’E. multilocularis  

86 

 

Fox genotyping and sexing  

Genomic DNA was extracted from hair root using the Qiagen DNeasy tissue kit (Qiagen, 

Hilden, Germany) following the manufacturer’s recommendations.  

Faecal DNA was extracted using the QIAmp Fast DNA Stool Kit (Qiagen, Hilden, Germany) 

following the producer’s instructions, modifications made by Puechmaille et al. (2007) and 

Afonso et al. (2016) and other modifications as detailed below to maximize DNA recovery. 

Between 700 – 1000 mg of stool were thoroughly mixed with a sterile forceps in 1.6 mL of 

lysis buffer (ASL) placed individually in a 5-mL tube. The lysis buffer (1 – 1.5 mL) was added 

for samples that were not fully homogenized. The mixture was incubated 5 min at 70°C and 

briefly centrifuged. After centrifugation, 1 mL of Inhibitex buffer was added to the supernatant, 

the suspension was then incubated 1 min at room temperature and centrifuged at 18,800 x g for 

6 min. Immediately, 600 µL of the supernatant was transferred into a 2-mL tube containing 25 

µL of Proteinase K (Qiagen, Hilden, Germany) and the mixture was supplemented with 600 µL 

of a lysis buffer (buffer AL). The mixture was incubated 15 min at 70 °C and 600 µL of ethanol 

(96-100%) was added to the lysate. This step was repeated twice from the centrifuged Inhibitex 

suspension. The two lysate mixtures were then transferred in a QIAmp spin column by applying 

a volume of 600 µL and centrifuged 1 min at 20,000 x g each time. The spin column was 

successively washed with two wash buffers. DNA was eluted in two steps: i) 100 µL of ultra-

pure water at 60 °C was added in the column, incubated for 10 min at room temperature and 

centrifuged 1 min at 20,000 x g; ii) 100 µL of ultra-pure water at 60 °C was added in the column, 

incubated for 30 min at room temperature, centrifuged 3 min at 20,000 x g, for a final elution 

of 200 µL. Finally, DNA extracts were dried in a Savant SpeedVac concentrator (Thermo-

Finnigan, San Jose, CA, USA) for about 2 h, re-suspended in 20 µL of ultra-pure water.  

The concentration of fox DNA in extracts was measured using the host faecal qPCR previously 

described (Knapp et al. 2016). Three serial dilutions of DNA extracted from a fox tissue sample 

quantified in a spectrophotometer (5, 0.5 and 0.05 ng/µL) were used to calibrate absolute 

quantification. Efficiency of the standard curves used to calculate fox DNA concentration was 

verified (correlation coefficient R² ≥ 0.95). DNA extracts were then stored at – 20 °C until 

genotyping.  

Fourteen canid microsatellite markers – AHT121, AHT137, C01.424, INU055, AHTh171, 

C08.618, CPH2, FH2010, C04.140, CXX0279, FH2848, REN169O18, CPH11, FH2457 – and 

one sex marker –  K9-AMELO – all previously published (Ostrander et al. 1993, Fredholm and 
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Winterø 1995, Holmes et al. 1995, Breen et al. 2001, Ichikawa et al. 2002, Moore et al. 2010) 

with primers-pairs specifically redesigned for red fox DNA amplification by Moore et al. (2010) 

were used for individual genotyping and molecular sexing (Table 5). Forward primers that 

amplify non-overlapping microsatellite markers were labelled with the same dye (6-FAM, VIC, 

NED, PET); the sex marker forward primer was labelled with NED (Table 5). The 15 loci were 

initially screened by independent amplifications in simplex reactions from hair and faecal 

samples of the 20 known-sex red foxes. Then, the primer-pairs that amplify the microsatellite 

loci were pooled into three multiplex assays (Table 5) using the program Multiplex Manager 

1.2 (Holleley and Geerts, 2009). Finally, DNA amplifications were performed in the three 

different multiplex reactions and in simplex reaction for the sex marker (Table 5) from hair and 

faecal samples of the 20 known-sex red foxes and from fox copro-samples collected in the field. 

Each reaction was carried out on a C1000 Touch thermal cycler (Bio-Rad Laboratories, 

Hercules, California, USA) in a 10-µL reaction volume containing 1 µL of DNA extract (Fox 

DNA concentration = 0.12 – 56.06 ng/µL), 1× Multiplex PCR Master Mix (Qiagen), 0.1 µM of 

each primer, with 3% DMSO and made up to 10 µL with ultra-pure water. PCRs were 

conducted under the following thermal profile: an activation step of 15 min at 95 °C, 40 cycles 

of denaturation at 94 °C for 30 s, annealing at 57 °C for 90 s and primer extension at 72 °C for 

60 s, followed by a final extension at 60 °C for 30 min. Following amplifications, PCR products 

of the three multiplex reactions from each sample were mixed at equal final concentrations, and 

all amplicons were stored at – 20 °C. Alleles were separated according to size in base pairs 

using a SeqStudio Genetic Analyzer automaton (Applied Biosystems, Foster City, CA) in a 

reaction containing 0.5 μL of pooled PCR products or sex marker amplicon, 0.5 μL of an 

internal standard (GeneScan 600LIZ; Applied Biosystems, ABI, Waltham, MD, USA) and 9 

μL of Hi-DiTM formamide. Genetic profiles were determined using the module Microsatellite 

Analysis available on Thermo Fisher Cloud (Applied Biosystems). In order to prevent cross-

contamination, DNA extractions, PCRs and the handling of PCR products were performed in 

separate rooms. In addition, DNA-free extraction controls (extraction from only kit reagents) 

and negative controls (ultra-pure water instead of DNA extract) were included every three 

batches of PCR (13 samples were amplified per PCR batch).  

A comparative multiple-tubes approach was used to reduce genotyping errors and to determine 

multilocus genotypes (Taberlet et al. 1996). For each sample and for each simplex or multiplex 

reaction, at least two PCRs were performed. Consensus genotype was constructed for each 

locus; an allele was retained if it was present twice in at least two independent replicates. 
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Samples that showed inconsistencies between replicates or were not amplified after three DNA 

extractions and six independent amplifications or samples not fully genotyped for the 14 

microsatellite loci were discarded.  
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Table 5 : Genetic diversity of the 14 microsatellite and sex markers selected and used for individual genotyping and molecular sexing of fox faecal 

samples in the present study. 

 

F, Forward; R, Reverse; bp, observed allele size in this study (in number of base pairs, bp); NA, number of alleles; HO, observed heterozygosity; HE, expected 

heterozygosity; P(HWE), P-value associated with deviations from Hardy-Weinberg equilibrium (P (HWE) at α=0.004); PIDrand, probability of identity per locus 

for individuals with random mating; PIDsibs, probability of identity per locus for siblings. 

Loci Primer sequence bp NA HO HE P (HWE) PIDrand PIDsibs 

Multiplex set 1    

AHT121 
F: [FAM] 5’-TATTGCGAATGTCACTGCTT-3’ 

R: 5’-ATAGATACACTCTCTCTCCG-3’ 
81 - 109 7 0.87 0.81 0.339 0.065 0.363 

AHT137 
F: [FAM] 5’-TACAGAGCTCTTAACTGGGTCC-3’ 

R: 5’-CCTTGCAAAGTGTCATTGCT-3’ 
135 - 147 6 0.87 0.78 0.948 0.085 0.382 

CPH11 
F: [PET] 5’-GTTAATGAAACTCCGATGTTTACA-3’ 

R: 5’-GAAAGCCAAGCATGACTAGG-3’ 
116 - 128 4 0.38 0.36 0.738 0.435 0.679 

REN169O18 
F: [NED] 5’-TAGCAAAACCCCCAACTCAC-3’ 
R: 5’-ACTGTGTGAGCCAATCCCTT-3’ 

168 - 194 11 0.78 0.83 0.251 0.048 0.347 

FH2010 
F: [VIC] 5’-GAATGGAACAGTTGACGATGC-3’ 

R: 5’-CCCCTTACAGCTTCATTTTCC-3’ 
216 - 228 5 0.73 0.67 0.988 0.175 0.459 

Multiplex set 2    

CO1.424 
F: [FAM] 5’-AGCCTAGCTTACTGCCCTGG-3’ 

R: 5’-TCCTTTGGTTTTTAGCAGGG-3’ 
169 - 187 6 0.67 0.62 0.981 0.185 0.484 

INU055 
F: [FAM] 5’-CCAGGTCTGCCTATCCATCT-3’ 
R: 5’-GCACCACTTTGGGCTCCTTC-3’ 

200 - 222 10 0.78 0.84 0.232 0.042 0.339 

AHTh171 
F: [VIC] 5’-AGGTGCAGAGCACTCACTCA-3’ 

R: 5’-CCTCAAACCCAGGTGAAGC-3’ 
151 - 161 2 0.00 0.04 0.011 0.916 0.957 

FH2848 
F: [NED] 5’-CAAAACCAACCCATTCACTC-3’ 

R: 5’-GTCACAAGGACTTTTCTCCTA-3’ 
216 - 242 12 0.78 0.87 0.014 0.030 0.321 

FH2457 
F: [PET] 5’-AACCTGGTACTTTGAATTTGCA-3’ 

R: 5’-AGAATGGATGGAAGCAAGGA-3’ 
170 - 218 17 0.71 0.78 0.095 0.058 0.373 

Multiplex set 3    

C08.618 
F: [VIC] 5’-CAACCCAGGGTGGAAGC-3’ 

R: 5’-GCCCAGAATCCATTGAGAAA-3’ 
173 - 187 6 0.60 0.68 0.147 0.141 0.444 

CPH2 
F: [VIC] 5’-TTCTGTTGTTATTGGCACCA-3’ 

R: 5’-TTCTTGAGAACAGTGTCCTTCG-3’ 
93 - 97 3 0.61 0.56 0.839 0.227 0.501 

C04.140 
F: [NED] 5’-CAGAGGTGGCATAGGGTGAT-3’ 
R: 5’-TCGAAGCCCAGAGAATGACT-3’ 

138 - 158 10 0.80 0.76 0.372 0.086 0.391 

CXX0279 
F: [NED] 5’-TGCTCAATGAAATAAGCCAGA-3’ 

R: 5’-GAATTTGATTACTCTGGAAAACTCC-3’ 
90 - 110 8 0.89 0.82 0.424 0.055 0.353 

Sex marker    

K9-AMELO 
F: [NED] 5’-GTGCCAGCTCAGCAGCCCGTGGT-3’ 

R: 5’-TCGGAGGCAGAGGTGGCTGTGGC-3’ 

201 (Y),  

215 (X) 
2 - - - - - 
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Data analysis  

Genetic variation, probability of identity and genotyping error rates  

We checked genotyping error rates (allelic dropout, ADO; false allele, FA) across 

amplifications as recommended by Broquet and Petit (2004) using the software GIMLET 

(Valière 2002) and we tested differences in genotyping success according to seasons using Chi-

square tests of homogeneity. Genetic variation was estimated over all loci by assessing the 

number of alleles observed per locus (NA), the expected and observed heterozygosities (HE and 

HO), and deviations from the Hardy-Weinberg equilibrium (HWE) and from linkage 

equilibrium across all pairs of loci (Bonferroni correction was applied for multiple comparisons; 

P at α=0.05/number of tests), using the package genepop 1.1.7 (Rousset et al. 2020) in R 3.5.1 

(R Core Team 2018). For in field fox faecal samples, inbreeding coefficients (FIS) and their 

statistical significance were calculated over all multilocus genotypes and between genotypes by 

sampling year (2017, 2018 and 2019-2020) in SPAGEDI 1.5 (Hardy and Vekemans 2002). 

Allele frequencies obtained by genotyping samples were used to calculate the probability of 

identity (PID), i.e. the ability of our 14 microsatellites to distinguish between individuals (Waits 

et al. 2001). PID for populations of individuals with random mating (PIDrand; Paetkau and 

Strobeck 1994) and PID for populations of related individuals (PIDsibs; Taberlet and Luikart 

1999) were determined following the equations provided by Waits et al. (2001) as implemented 

in the software GIMLET.  

Individual identification and estimation of fox population size  

Fox faecal samples that showed identical multilocus genotypes or genotypes differed by one or 

two alleles were considered to originate from a single individual. The R package allelematch 

(Galpern et al. 2012) was used to perform multiple comparisons between genotypes. For 

visualisation of individual turnover over sampling years, a Venn diagrams was plotted using 

the R package VennDiagram (Chen and Boutros 2011). Those observed for a multi-year period 

were expected to be adults for sure after one year, and the others of uncertain age category 

(Amaike et al. 2018).  

The fox population size during the whole study period and by year sampling was estimated 

using the DNA-based mark-recapture R package CAPWIRE (Miller et al. 2005, Pennell et al. 

2013). This method is a maximum likelihood-based approach designed for the estimation of 

population size with non-invasive sampling involving multiple observations of the same 

individuals per sampling session. Two models are implemented in CAPWIRE, the even capture 
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probability model (ECM) that allows the estimation of the population size in case of equal 

probability of individual capture and the two innate rates model (TIRM) which estimates the 

size of a population including individual with different capture probabilities. We first compared 

the performance of the two models using maximum likelihood estimates and selected the model 

that better fits our data by using the CAPWIRE-inherent likelihood ratio test (LRT). In addition, 

the presence of capture heterogeneity in sampling was tested with the R package CMRPopHet 

(Puechmaille and Petit 2007) by simulating the homogeneity assumption in the sampling 

process and comparing the observed number of captures with the expected number of captures 

per individual. Confidence interval (95% CI) of the size estimates was calculated by running 

1000 parametric bootstraps.  

Echinococcus multilocularis faecal and individual prevalences in foxes 

Rank abundance analysis with cumulative percentage of fox faeces tested positive for E. 

multilocularis DNA was used to assess the proportion of unique genotypes in the faecal deposits 

tested positive for the parasite. As reported by Liccioli et al. (2015), we defined overall 

individual E. multilocularis prevalence based on genotyped faeces as the percentage of 

individuals (unique genotypes) with at least one scat tested positive for E. multilocularis DNA 

during the whole study period. Faecal prevalence based on non-genotyped faeces was 

determined by dividing the number of E. multilocularis-positive fox faeces by the total number 

of fox faeces collected. We calculated the overall individual E. multilocularis prevalence in 

foxes via the formula:  

PEm = NEm/TotN  (Liccioli et al. 2015),  

where PEm is the overall individual E. multilocularis prevalence in the fox population; NEm is 

the number of unique genotypes with faeces tested positive for E. multilocularis DNA at least 

once during the entire study period and TotN the number of unique fox genotypes detected. 

Echinococcus multilocularis faecal and overall individual prevalence in foxes were expressed 

with their 95% CIs and were compared using Chi-square tests.  

We assessed the sampling effort as described by Liccioli et al. (2015) to determine the number 

of distinct individuals need to be tested and the number of fox faecal samples required to obtain 

the overall individual E. multilocularis prevalence in the fox population at 95% confidence 

level. The sampling effort based on the fox population estimated, the genotyping success rate 

and the variability in capture probabilities among individuals was calculated as  

Nfaeces = (Nind/Gsr) x ∑ 𝑖𝑘
𝑖=1  x Freqi  (Liccioli et al. 2015),  
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where Nfaeces is the number of faecal samples required; Nind, the number of distinct individuals 

to be tested, calculated on the basis of the estimated prevalence, according to the formula for 

simple random samples adjusted to finite populations (Thrusfield 2007); Gsr, the total 

genotyping success rate; Freqi, the frequency of individuals or unique genotypes detected i 

times.  

 

5.3. Results 

Validation and optimisation for microsatellite and sex loci 

The 20 faecal and 20 hair samples taken from the known-sex red foxes were successfully 

genotyped and matched for the 14 microsatellite loci and the sex marker with no ambiguous 

genotypes detected [see Supplementary Table 1 (Annex B) for details]. The allelic dropout rate 

and false allele rate per-locus per-replicate were both null. All 14 microsatellite loci were 

polymorphic with a mean of 3.57 alleles per locus (range 2 – 7). Average observed 

heterozygosity over all loci was 0.43 (range 0.05 – 0.80) and average expected heterozygosity 

was 0.47 (range 0.05 – 0.78). One pair of loci out of 91 pairwise comparisons exhibited 

significant linkage disequilibrium (P ≤ 0.0005): CPH2 and C04.140. Two loci (CPH2, FH2457) 

were not in Hardy-Weinberg equilibrium with a significant heterozygote deficit (P (HWE) = 

0.002 and 0.000, respectively). The probability of identity considering all 14 loci was 1.29×10-

7 for unrelated individuals (PIDrand) and 6.39×10-4 for siblings (PIDsibs).  

Field fox faecal sample genotyping  

Genotyping success, error rates and probabilities of identity 

We obtained consistent genotypes for 60/79 fox faecal samples tested positive for  E. 

multilocularis DNA (75.9%, Table 4) and for 64/101 selected E. multilocularis DNA-negative 

fox faecal samples (63.4%, Table 4) for an overall genotyping success of 68.9% (124/180). We 

excluded from the analysis 37 samples that were not amplified and 19 with incomplete 

genotyping results. Genotyping success varied significantly across seasons (χ²=7.13; d.f. = 2; 

P=0.028): the amplification success ranged from 80.6% for fox faeces collected during the cold 

seasons (September – January), to 63.4% for those collected in spring (March – May) and 

58.1% for those collected in summer (July).   

The average per-locus per-replicate allelic dropout rate was 0.056 (±0.039), while the false 

allele rate was null. The 14 microsatellite loci used for the genotyping analyses were 

polymorphic with a mean of 7.6 alleles per locus (range 2 – 17, Table 5). Average observed 
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heterozygosity was 0.67 (range 0.00 – 0.89, Table 5) and average expected heterozygosity was 

0.68 (range 0.04 – 0.87, Table 7). Tests by locus showed no deviation from the Hardy-Weinberg 

equilibrium (P (HWE) at α=0.004; Table 5). However, test of linkage disequilibrium showed 

significant correlations between two pairs of loci: AHT137 and FH2457, AHT137 and 

CXX0279. The overall inbreeding coefficient in the studied population was low and not 

significantly differed from zero (FIS=0.011; P = 0.544). However, significant heterozygosity 

deficiency with a significant positive inbreeding coefficient (FIS=0.088; P = 0.044) was detected 

for multilocus genotypes in the third year sampling (2019 – 2020) although it was not detected 

among genotypes in 2017 and 2018 (Table 6).   

The PIDrand  per locus ranged from 0.011 to 0.636 (Table 5) for a cumulative PIDrand  of 3.87×10-

14, i.e. with our 14 loci set the minimal number of unrelated individuals (1/PIDrand) that could be 

discriminated was above 2.5×1013. When assuming full siblings, the PID per locus ranged from 

0.321 to 0.957 (Table 5) for an overall PIDsibs of 8.68×10-6, i.e. in the extreme situation of close 

relatedness among foxes, with our microsatellite panel the minimal number of individuals (1/ 

PIDsibs) that could discriminated was above 115,000. 
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Table 6 : Number of individual foxes (unique genotypes), genetic variation and population sizes estimated by using CAPWIRE R package during 

the whole study period and annually in a rural town in the eastern part of France, between March 2017 and January 2020. 

 

 

Sampling 

period 

No. individuals 

identified 

Mean no. of 

faeces/individual 

(±SD) 

A 

(±SD) 

HO 

(±SD) 

HE 

(±SD) 
FIS P (FIS) 

CAPWIRE 

estimated 

Population size 

N (95% CI) 

2017 24 2.54 (±2.38) 6.57(±3.52) 0.69(±0.24) 0.68(±0.24) - 0.007 0.809 34 (28 – 46) 

2018 24 2.08 (±1.10) 6.21(±3.33) 0.66(±0.26) 0.66(±0.24)   0.003 0.899 29 (24 – 35) 

2019 - 2020 11 1.18 (±0.40)* 5.79(±2.26) 0.64(±0.23) 0.70(±0.19)   0.088 0.044 - 

Total 45 2.76 (±2.67) 7.64(±4.03) 0.67(±0.24) 0.68(±0.23)   0.011 0.546 67 (56 – 78) 

 

*Value below the threshold recommended by Miller et al. (2005) for a reliable estimate of the population size; SD, Standard deviation. A, mean number of alleles; HO, average 

observed heterozygosity; HE, average expected heterozygosity; FIS, inbreeding coefficient; P (FIS), P-value associated with statistical significance of FIS based on 5000 

randomisations. 
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Individual dynamics and population size 

From the 124 successfully genotyped fox faeces, we identified 45 unique multilocus genotypes 

(or individuals). We were able to assign sex to 120 samples, the sex marker failed to amplify 

for the other four. Of the 45 unique genotypes, 27 were classified as male and 18 as female 

[Supplementary Table 2 (Annex C)], for an overall sex ratio of 0.6, which was not significantly 

different from 0.5 (χ²=0.54; d.f. = 1, P=0.462).  We identified 24 unique genotypes more than 

once, with a significant difference between the mean number of multiple occurrences of female 

(mean = 6 ± 3.71, n=10) and male (mean = 3.07 ± 1.21, n=14) genotypes (non-parametric 

Mann-Whitney test, W = 29.5, P = 0.036). Multiple occurrence genotypes accounted for 7/15 

and 5/12 captured in 2017 and 2018 respectively, while 10 genotypes were captured during two 

consecutive years (7 in 2017 – 2018 and 3 in 2018 – 2019/2020) and 2 during the three years 

of the study (Figure 20). Hence, excluding foxes observed firstly in the last sampling year, the 

percent of individuals observed in a single-year was significantly higher than that of individuals 

observed for a multi-year period (60.00 % [95% CI: 44.33 – 74.30] versus 26.67 % [95% CI: 

14.60 – 41.94] respectively, χ²=17.78; d.f. = 1; P = 0.003). The number of copro-samples per 

individual ranged from one to 15, with an average number of 2.76 (±2.67) which should suitable 

to achieve estimates at 10% of the true population size (Miller et al. 2005). The comparison of 

the two models TRIM and ECM showed that the recapture probability was significantly 

different among individuals for the whole study period and for the first year (2017) (LRT, P < 

0.001). TRIM was then used to calculate the fox population size, with estimates of 67 

individuals (95% CI: 56 – 78) during the whole study and 29 (95% CI: 24 – 35) in 2017 (Table 

6). In contrast, recapture probability did not differ among individuals in 2018 (LRT, P = 0.594), 

thus, ECM was chosen as the best-fitting model, with an estimated size of 29 individuals (95% 

CI: 24 – 35). In 2019 – 2020, the sample size was below the threshold recommended by Miller 

et al. (2005) (mean 2 – 2.5 observations per individual) for a reliable estimate of the population 

size (Table 6). Sampling heterogeneity for the entire study data and for 2017 and homogeneity 

for 2018 were confirmed in the Puechmaille and Petit (2007)’s test, corroborating the results of 

CAPWIRE-inherent likelihood ratio test (LRT).  



Première partie : Distribution des dépôts fécaux de carnivores porteurs d’E. multilocularis  

96 

 

 

Figure 20 : Venn diagram of fox genotypes identified by sampling year. In brackets, number 

of successfully genotyped fox faeces; y, sampling years.  

 

Echinococcus multilocularis faecal and individual prevalences in foxes 

Of the 45 genotypes identified, at least one E. multilocularis-positive scat belonged to 26 unique 

genotypes (15 males and 11 females) with an average number of 2.31 (±1.87) positive 

faeces/genotype. Only 34.6% (9/26) of positive individuals deposited 60% of the faeces positive 

for E. multilocularis DNA (Figure 21). The overall individual E. multilocularis prevalence, 

based on genotyped faeces, in foxes during the study period (57.78 % [95% CI: 42.15 – 72.34]) 

was significantly higher than the global faecal prevalence (20.47% [95% CI: 16.55 – 24.84]) 

(χ²=28.46; d.f. = 1; P < 0.001). With a parasite prevalence estimated at 57.78 % and a population 

estimated at 67 individuals (95% CI: 57 – 78), approx. 39 individuals (95% CI: 35 – 42) should 

be tested to estimate the prevalence at 95% confidence level and 10% precision. Based on our 

genotyping success rate and the variability in capture probabilities among individuals in our 

sampling process, the number of faecal samples computed and required to reliably estimate the 
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E. multilocularis prevalence in fox population (95% confidence, 10% precision) in our study 

area was between 122 and 146.  

 

Figure 21 : Rank abundance curve for the fox genotypes identified in this study. 

 

5.4. Discussion 

In the present study, by using a stringent comparative multiple-tubes approach and optimising 

our protocol prior to field-collected sample analyses, we assume genotyping errors were 

substantially minimised. Applying genetic and molecular parasitological analyses to fox faeces 

collected during several sampling sessions provided insights into estimating individual E. 

multilocularis prevalence in foxes and charactering the contribution of some fox individuals to 

environmental contamination with E. multilocularis. Furthermore, faecal genotyping allowed 

the assessment of key parameters such as the size and genetic structure of fox population and 

the monitoring of individuals during the three years of the study. 

Of the faecal and hair samples from caged red foxes of both sexes, all 14 microsatellite markers 

were consistent with unambiguous profiles, which is likely due to the use of samples not subject 

to environmental hazards and DNA degradation (Kovach et al. 2003, Santini et al. 2007, 

Nonaka et al. 2009). Interestingly, although the low number of known-sex red foxes tested 

(n=20), all loci used were polymorphic with a PIDsibs
 below the recommended 0.01 threshold 

necessary to prevent the shadow effect (i.e. underestimating the real number of unique 
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genotypes, see Mills et al. 2000). This discrimination power is largely sufficient to ensure the 

correct identification of the individuals. When taking into account the number of field-collected 

fox faeces successfully amplified for the 14 loci, the cumulative probabilities of identity were 

103 (for full siblings) to 1011 (in the case of unrelated individuals) times lower than the minimum 

recommended threshold (Waits et al. 2001), showing the high efficiency of our microsatellite 

panel to distinguish individuals in fox populations. The overall genotyping success rate (68.9%) 

in our study was close to those previously obtained in studies using faecal DNA from foxes 

(average success rates, approx. 64 – 78%, Oishi et al. 2010, Amaike et al. 2018). Liccioli et al. 

(2015) obtained genotypes with only a 33.4% success rate in coyote faeces collected in a North 

American urban landscape, Calgary, with the highest rate in cold seasons, as we reported in the 

present study. Our high success rate was probably due to extensive modifications of the 

extraction method in order to obtain high amounts of fox DNA relevant for genotyping (Morin 

et al. 2001, Reddy et al. 2012), while suitable environmental conditions (for instance, cold 

temperature, low sunlight level, low humidity) for DNA preservation may explain the high 

amplification success of the samples collected in September – January (Nsubuga et al. 2004, 

Santini et al. 2007). Moreover, we had low genotyping error rates (mean ADO ~6%, mean FA 

0%), which are within the lowest range of rates found in previous studies based on non-invasive 

sampling (Puechmaille and Petit 2007, Valière et al. 2007). Our analysis protocol is therefore 

highly effective in reducing the expected number of incorrect genotypes.  

Non-invasive genetic estimates require, in particular, a sufficient sample size that reflects 

structure and size of the population studied to provide reliable results. We identified overall 45 

individuals ranged from 24 for the first two years to only 11 in the third year. As deviations 

from Hardy-Weinberg equilibrium did not occur in the population, we can conclude that in the 

studied area foxes exhibited weak genetic differentiation and genetic diversity has not decreased 

significantly. Other previous studies based on conventional methods (e.g. post-mortem 

examination of carcasses), in extended study areas, reported the presence of a single fox 

population with faint genetic structuring (Edwards et al. 2012, Norén et al. 2015, Basto et al. 

2016), likely due to the fact that foxes are known as non-migrants but only highly mobile 

(Zecchin et al. 2019). However, a significant positive inbreeding coefficient was found among 

individuals in the third year sampling, possibly indicating the presence of related individuals 

(no random mating) and a declining population. The latter may be due to anthropogenic 

pressures and biotic changes or parasitic disease outbreaks such as sarcoptic mange (Jacquot et 

al. 2013, Hagenlund et al. 2019). The low number of fox faeces found in the third year reinforces 
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this assumption of population decline (97 for 2019-2020 versus 146 and 143 for 2017 and 2018 

respectively, see Table 4). However, this significant positive inbreeding coefficient should be 

interpreted with caution, as very few samples were successfully genotyped for this period 

(Table 4).  

As recommended by Miller et al. (2005), we had a suitable overall average number of samples 

per individual to estimate fox population parameters in the study area. Moreover, we assume 

both sexes were sampled equally, as the overall male to total sexed individuals was not different 

from a situation of full equality between the two sexes (0.5). Nevertheless, the average number 

of multiple occurrences of fox females was significantly higher than that of males, suggesting 

that the two sexes defecated unequally. Little data are available on the likelihood of finding 

faeces from different sex or age groups (Smith et al. 2006). Faecal distribution may be different 

between the two sexes according to the biological seasons (breeding, pup-rearing and dispersal) 

determined in the species (Murdoch et al. 2010). For instance, it may be likely to find faeces 

from adult females during the pup-rearing season (April – August), when adult females forage 

for pup feeding. Conversely, female faeces may be scarce during the breeding season (January 

– March) when females and pups remain in or around dens fed by the male.  

Based on estimated population size, our study sampled a sufficient number of copro-samples 

and individuals to provide an accurate estimate of individual E. multilocularis prevalence in 

foxes, which was 57.78%. This prevalence was within the range of approx. 52 – 64% in 

previous works using fox autopsies in or near the same high endemicity area (Raoul et al. 2001, 

Combes et al. 2012). This high individual prevalence could be explained by the large proportion 

of foxes suspected of being not adults in our sample, juveniles being more susceptible to E. 

multilocularis infection (Tackmann et al. 2001, Fischer et al. 2005, Robardet et al. 2008, 

Conraths and Deplazes 2015). Interestingly, this overall individual E. multilocularis infection 

rate based on genotyped faeces was inconsistent with the overall faecal prevalence in foxes, 

showing sampling bias caused by multiple sampling of individuals. The most likely reason for 

this bias was that multiple faecal samples (either positive or negative for E. multilocularis 

DNA) were collected from a few infected individuals. Liccioli et al. (2015) reported consistent 

results between faecal E. multilocularis prevalence in genotyped coyotes and those obtained 

from non-genotyped faeces in the Calgary Metropolitan Area. The probability of sampling 

faeces from the same individual is certainly variable depending on the behaviour of wild 

animals (e.g. social dominance, territorial faecal marking, see Barja 2009, Liccioli et al. 2015) 

in different landscapes. In fact, according to our data, only approx. 35% of infected individuals 
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had deposited a large proportion (60%) of faeces tested positive for E. multilocularis. These 

potential super-spreaders are probably the most significant for environmental contamination 

and human exposure to E. multilocularis (Liccioli et al. 2015).  

Sampling bias is commonly found in non-invasive studies that estimate prevalence based on 

the number of infected samples rather than infected individuals (Zhang et al. 2011). Our 

findings indicate that combining faecal genotyping with parasitological analyses not only 

avoided potential bias and provided a reliable estimate of E. multilocularis in foxes, but also 

allowed the assessment of key eco-epidemiological parameters (e.g., population structure, size 

and dynamics) without the need to observe or trap individuals. It appears that copro-samples 

collected during the months favourable for E. multilocularis infection (September – January in 

this study; Combes et al. 2012, Liccioli et al. 2015) are more suitable for genotyping success. 

With regard to E. multilocularis, non-invasive studies could thus be optimized for cost and 

efficiency by conducting frequent copro-sample collection during these seasons. We highlight 

the relevance of planning future studies on the dynamics of E. multilocularis egg excretion in 

both wild and domestic hosts in order to detect spatio-temporal variations in infection and to 

assess the subsequent zoonotic transmission risks (Liccioli et al. 2015). For instance, upper fox 

densities estimated using roadside counts and distance sampling in the ZELAC, an area at less 

than 10 km from our study area, were comprised between 1.2 and 3 individuals/km² (Giraudoux 

et al. 2020). Here, we found that 29-34 individuals were frequenting the area over a year, hence 

between 9.1-10.7 individuals/km² (67 over three years, 21 individuals/km²). Distance sampling, 

carried out on a short duration of 2-3 hours in a night is more likely to underestimate the fox 

number visiting the area, compared to genetic methods based on copro-samples. Combining 

host individual identification with non-invasive genetic of E. multilocularis eggs could provide 

insights into potential links between sylvatic and domestic or peri-domestic cycles and the 

parasite expansion patterns (Knapp et al., in prep.) Importantly, the major potential of faecal 

genotyping is the ability to assess the patterns of environmental contamination related to the 

parasite shedding among individuals. Indeed, one of the main outcomes of the present study 

was to identify a few individuals likely to be super-spreaders for E. multilocularis 

environmental contamination in a relatively small area of high prevalence. The latter 

information is crucial to improve the understanding of E. multilocularis transmission ecology 

in highly endemic areas and to optimise the effectiveness of prevention or control measures 

(e.g., baiting programmes) on the field.  
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6. Résultats complémentaires : Distribution spatiale des fèces de renards identifiées 

individuellement  

En parallèle à l’évaluation de la contribution individuelle des renards dans le dépôt des fèces 

positives pour E. multilocularis, nous nous sommes intéressés à l’implication des individus 

dans la surdispersion spatiale des fèces porteuses du parasite. Pour un même individu, il s’est 

agi de savoir s’il existe : i) une structuration dans l’utilisation de l’habitat à travers le dépôt des 

fèces par la détermination d’un domaine vital minimum ; ii) si le domaine vital minimum était 

situé partiellement ou totalement dans le cluster des fèces testées positives pour le parasite. Ces 

analyses peuvent servir à s’assurer de la fiabilité des génotypes identifiés, par la vérification de 

la cohérence géographique des emplacements des échantillons fécaux appartenant à un même 

individu (par exemple, voir Smith et al., 2006). Leur importance majeure réside dans la 

possibilité de caractériser plus finement la contribution individuelle des HD aux variations 

spatiales de la contamination environnementale par E. multilocularis.  

Les calculs et les analyses de cette partie sont basés sur les données d’identification des fèces 

des renards issues de la Première Partie, Chapitre 5. Tout d’abord, les distances moyennes, 

minimales et maximales (en m) ont été déterminées entre les emplacements de toutes les fèces 

et entre les fèces appartenant à un même individu. Nous avons ensuite examiné la distribution 

des distances en comparant les distances moyennes entre les fèces des mêmes individus avec la 

distance moyenne entre toutes les fèces de renards en utilisant le test non paramétrique de 

Wilcoxon-Mann Whitney. Pour les individus avec des emplacements de fèces non alignés et 

suffisamment dispersés, nous avons déterminé les surfaces (en ha) des polygones convexes 

incluant les fèces afin d’évaluer la taille minimale du domaine vital. La surdispersion de la 

prévalence fécale d’E. multilocularis a été déterminée en testant la distribution aléatoire des 

fèces de renards détectées positives pour le parasite (n=79/386, voir Partie 1.5.2) en utilisant 

la statistique de balayage spatial développée par Kulldorff et Nagarwalla (1995) précédemment 

décrite (Partie 1.4.2.6). Par la suite, les clusters de surdispersion des fèces et les polygones 

convexes incluant les fèces des mêmes individus ont été cartographiés sur des 

orthophotographies (BD Ortho version de l’Institut Géographique National avec une résolution 

de 50 cm comme fond). Les calculs de distance et les polygones convexes ont été effectués avec 

les packages R Sp version 1.4-5 (Pebesma et al., 2021) et rgeos version 0.5-5 (Bivand et al., 

2020). Les représentations graphiques ont été générées à l’aide du système d’information 

géographique QGIS version 3.2.3-Bonn (QGIS Development Team, 2018. QGIS Geographic 
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Information System. http://www.qgis.com). Enfin, la fonction « Overlap Analysis Feature » 

disponible dans QGIS v3.2.3 a servi : i) pour le calcul des pourcentages de superposition des 

polygones convexes des fèces des mêmes individus (domaines vitaux minimums) avec le 

cluster de surdispersion des fèces positives ; et ii) pour déterminer les chevauchements entre les 

domaines vitaux minimums.  

L’analyse des localisations des fèces a montré que les distances moyennes entre les fèces des 

mêmes individus étaient significativement plus faibles que celles de toutes les fèces (Table 7). 

Ainsi, les fèces appartenant aux mêmes individus ont été déposées à une distance relativement 

proche les unes des autres (Table 7), malgré le fait que les échantillons aient été collectés à des 

sessions différentes parfois distantes de plusieurs mois. Nous pouvons alors supposer que les 

individus n’ont pas déposé aléatoirement les fèces et qu’il pourrait exister une structuration de 

territoires sur la zone d’étude. L’évaluation de la taille minimale du domaine vital par le tracé 

des polygones convexes englobant les fèces n’a pu être réalisée que pour 11 individus (Table 

7) sur les 24 renards identifiés ayant déposé plus d’une déjection au cours des trois années de 

l’étude (voir Partie 1.5.3). Parmi ces individus, 10 avaient déposé au moins un échantillon testé 

positif pour le parasite (Table 7). Le domaine vital minimal de trois d’entre eux n’était pas 

inclus dans le cluster de surdispersion des fèces positives, tandis que celui de 7 individus l’était 

partiellement ou totalement avec des pourcentages de superposition variant de 5 à 100% 

(Figure 22). Toutefois, le nombre de chevauchement des domaines vitaux minimums est 

maximal (6/8) au centre de la commune (Figure 22), en raison probablement de la disponibilité 

plus abondante et permanente de la nourriture anthropogénique à cet endroit du site d’étude. 

Ces résultats suggèrent que le comportement de défécation de quelques individus est crucial 

dans la distribution spatiale groupée du parasite dans l’environnement. 

http://www.qgis.com/
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Table 7 : Distances (in meter) between faecal locations among fox genotypes with multiple occurrences in the study site in France. 

* P-value for comparisons with the mean distance between all fox faeces collected (976.03 ± 543.63 m) using the nonparametric Wilcoxon-Mann Whitney’s 

test. Bold values indicate significance at P < 0.05. 

Fox genotype ID 
No. faecal 

samples 

No. positive 

faeces 
Distance (m) between faecal samples 

P* 
Area covered 

(ha) minimum maximum Mean (±SD) 

1 7 5 79.63 1000.44 446.61 (±305.61) < 0.001 21.52 

2 8 3 82.25 1168.35 543.10 (±288.33) < 0.001 32.98 

4 15 10 0.58 816.35 381.42 (±199.79) < 0.001 30.50 

5 3 3 47.64 105.12 70.08 (±30.74)    0.004 - 

7 6 3 17.43 561.01 299.66 (±176.92) < 0.001 6.30 

9 4 1 82.58 470.96 334.72 (±160.08)    0.001 5.55 

10 6 0 3.528 973.778 519.11 (±317.50) < 0.001 10.78 

11 5 3 131.7 1283.2 811.76 (±443.06)    0.490 35.01 

12 3 1 22.76 526.93 354.88 (±287.69)    0.037 - 

15 2 1 649.10    0.480 - 

16 2 0 609.78    0.437 - 

17 2 2 504.30    0.325 - 

19 3 2 2.69 119.61 79.75 (±66.74)    0.004 - 

20 6 3 17.34 411.25 197.23 (±127.05) < 0.001 1.32 

23 2 1 744.90    0.657 - 

24 2 0 633.81    0.471 - 

25 5 3 53.1 981.7 614.48 (±309.12)    0.031 21.96 

26 3 2 135.2 618.1 432.75 (±260.29)    0.048 3.28 

30 5 2 53.44 361.73 173.45 (±99.78) < 0.001 - 

31 3 3 221 370.7 275.17 (±82.97)    0.013 2.44 

32 2 2 423.56    0.244 - 

33 4 0 8.49 254.47 134.4 (±109.57) < 0.001 - 

38 2 2 496.40    0.317 - 

39 2 2 NA -  
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Figure 22 : Maps showing clusters of E. multilocularis-positive fox faeces based on Kulldorff statistics on the spatial 

distribution of fox faeces collected between March 2017 and January and convex polygons covering faecal deposits of fox 

genotypes identified in an endemic area of alveolar echinococcosis in France. Numbers, genotype ID (only convex 

polygons of genotypes with non-fully and scattered faeces were mapped with a different colour for each genotype). 
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7. Conclusion  

Les résultats de cette première partie confirment la contribution importante des renards à la 

contamination environnementale par E. multilocularis. Parmi leur population, le cycle local du 

parasite repose en partie sur quelques individus. Ces données sont non seulement nécessaires 

pour comprendre la transmission du parasite mais aussi pour ajuster les mesures de prévention 

sur le terrain, comme par exemple les programmes de distribution d’appâts contenant des 

anthelminthiques. Cette méthode est considérée comme la plus efficace pour le contrôle d’E. 

multilocularis dans la population des renards (Tsukada et al., 2002a; Hegglin et al., 2003; 

Hegglin and Deplazes, 2013). Il semblerait que la distribution des vermifuges sur de petits 

espaces soit plus efficace en termes de coût, de faisabilité et de réduction significative de la 

contamination environnementale par les œufs du parasite que les campagnes sur de larges 

échelles (Hegglin et al., 2003; Hegglin and Deplazes, 2013). Nos analyses complémentaires 

des données d’identification des renards par leurs fèces permettent d’apporter quelques 

éléments qui pourraient justifier cette hypothèse. En effet, les domaines vitaux minimums des 

renards infectés se chevauchaient principalement dans la partie centrale de la zone d’étude. Dès 

lors, le dépôt régulier d’appâts contenant les vermifuges au centre de la commune apparait plus 

pertinent pour réduire l’abondance du parasite parmi la population locale des renards et la 

contamination environnementale par les œufs. 

Nos données démontrent le rôle marginal des chiens et chats dans la réalisation du cycle local 

d’E. multilocularis (Hegglin and Deplazes, 2013; Knapp et al., 2018). L’implication de ces 

derniers dans le maintien d’un cycle domestique du parasite n’est toutefois pas à exclure 

totalement dans la mesure où les faibles prévalences fécales d’œufs du parasite pourraient être 

compensées par le dépôt fréquent de grandes quantités de leurs fèces à proximité immédiate de 

l’homme, contribuant ainsi de façon non négligeable au risque zoonotique du parasite (Eckert 

et al., 2001c; Deplazes et al., 2011; Hegglin and Deplazes, 2013; Liccioli et al., 2015a). Par 

ailleurs, la superposition des fèces des renards, chiens et chats – de surcroît au centre du site 

d’étude, dans l’environnement immédiat de l’homme (voir aussi les résultats de (Knapp et al., 

2018) –  laisse supposer que les trois HD exploitent le même pool local de rongeurs (Raoul et 

al., 2015). Il peut en découler une interconnexion entre les cycles sylvatiques et domestiques 

dans laquelle les renards pourraient jouer potentiellement le rôle de réservoir puisque les œufs 

du parasite ont été trouvés plus fréquemment dans leurs fèces. Les renards infecteraient alors 

indirectement les carnivores domestiques via la prédation de la même population de rongeur. 

Dans notre cas, l’étude génétique des œufs d’E. multilocularis isolés des fèces des trois espèces 
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de carnivores offre l’occasion de traiter cette question, afin d’investiguer dans quelle mesure le 

cycle synanthropique est entretenu et maintenu par le cycle sylvatique. De plus, l’agrégation 

des œufs d’E. multilocularis est susceptible de persister pendant plusieurs mois dans 

l’environnement, vu que ces formes libres infectieuses peuvent survivre pendant plusieurs mois 

dans les conditions climatiques froides habituelles du site d’étude (Veit et al., 1995). Ceci peut 

contribuer à perpétuer le cycle local du parasite en maintenant un niveau de pression d’infection 

de longue durée sur les HI et même pour l’homme en cas de comportements favorables au 

contact avec le parasite présent dans les matrices environnementales (Burlet et al., 2011). 

Toutefois, peu d’informations sont disponibles sur la persistance d’E. multilocularis dans 

l’environnement en rapport avec la distribution spatiale des fèces des HD.  
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1. Introduction 

Dans cette deuxième partie, nous avons entrepris l’étude des liens potentiels entre le cycle 

sauvage d’E. multilocularis entretenu par les renards et le cycle domestique du parasite avec 

comme HD les carnivores domestiques. Il s’est agi d’étudier l’hypothèse selon laquelle les 

renards joueraient le rôle de réservoir pour le cycle local d’E. multilocularis, compte tenu de la 

forte prévalence fécale des œufs et de la superposition spatiale de leurs fèces avec celles des 

chiens et chats que nous avons rapportées dans la partie précédente de nos travaux.  

1.1. Contexte 

Les parasites ayant la capacité de circuler entre les populations des animaux sauvages et 

domestiques sont particulièrement préoccupants et accroissent les risques d’infections pour 

l’homme (Polley, 2005; Otranto et al., 2015b). La circulation des parasites entre ces deux types 

de populations dépend de nombreux de paramètres écologiques propres à une zone donnée. La 

plupart des carnivores sauvages peuvent exploiter de grands territoires et parcourir de larges 

distances et leur établissement dans une zone donnée peut permettre le transfert de parasites 

aux populations d’animaux domestiques plus proches de l’homme et donc favorisant 

l’établissement et la perpétuation de cycles parasitaires synanthropiques (Antolová et al., 2004; 

Traversa, 2012; Otranto et al., 2015b). 

En ce qui concerne E. multilocularis, l’expansion des populations de renard roux et la 

colonisation d’autres zones favorisent probablement l’accroissement de l’aire d’occurrence du 

parasite (Tackmann et al., 1998; Vervaeke et al., 2006; Hegglin et al., 2015). Ceci contribue à 

augmenter le risque d’infection notamment des chiens car ils peuvent potentiellement chasser 

la même population locale de rongeurs HI sensibles au parasite (Deplazes et al., 2011). De plus, 

l’habitude fréquente des chiens à fouiller ou à se rouler dans les fèces de renards peut 

contaminer leur pelage (Deplazes et al., 2011). Par voie de conséquences le risque de 

transmission à l’homme peut être substantiellement élevé étant donné les liens étroits entre les 

humains et les chiens. Bien que les chats domestiques ne soient pas considérés comme 

pertinents dans le maintien du cycle d’E. multilocularis (Kapel et al., 2006), ils pourraient 

cependant affecter la circulation du parasite en entrant en compétition avec les renards dans la 

prédation des rongeurs sensibles infectés à proximité des humains (Hegglin et al., 2015). Ceci 

en raison du fait que les campagnols des genres Arvicola et Microtus peuvent être les principales 

proies des chats (Forin-Wiart, 2014; Forin-Wiart et al., 2018). Toutefois, les risques potentiels 

de transmission croisée entre les carnivores sauvages et domestiques sont particulièrement 
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difficiles à identifier car le cycle du parasite implique souvent un large éventail d’HI (Eckert et 

al., 2001c; Otranto et al., 2015a; Raoul et al., 2015; Beerli et al., 2017). Les possibilités de 

transfert du parasite entre différentes espèces d’HD peuvent être évaluées par l’identification 

des variants génétiques circulant entre leurs populations. La complexité des profils EmsB a 

permis l’utilisation de ce microsatellite hautement discriminant à différentes échelles – 

continentale, régionale, locale – dans divers travaux à partir de vers du parasite isolés d’intestins 

de renards ou des échantillons de métacestode de rongeurs autopsiés ou de lésions humaines 

issues de la chirurgie, afin de comprendre l’origine et l’expansion du parasite en Europe (Knapp 

et al., 2008, 2009, 2019, 2020, 2021; Umhang et al., 2014b, 2017a, 2021). Aucune étude 

antérieure n’a fourni cependant de données sur la diversité génétique du parasite à une échelle 

donnée concomitamment chez les trois principales espèces d’HD dans le contexte européen. En 

effet, cela nécessiterait d’avoir recours aux méthodes noninvasives indispensables pour les 

études du parasite chez les carnivores domestiques.  

1.2. Objectifs  

Dans ce contexte, une étude exploratoire a été conduite afin de développer et d’appliquer une 

méthode de génotypage EmsB à partir des œufs d’E. multilocularis isolés des fèces de 

carnivores – renards, chiens et chats – collectées sur la commune des Alliés de mars 2017 à 

janvier 2020. Cette problématique est traitée dans l’article intitulé :  

- Jenny Knapp, Abdou Malik Da Silva, Sandra Courquet and Laurence Million. 2021. 

Assessment of the genetic diversity of Echinococcus multilocularis from copro-

isolated eggs. Pathogens 10 (10): 1296. (DOI: 10.3390/pathogens10101296).  

2. Méthodologie  

Toutes les fèces identifiées pour les espèces émettrices et testées positives à l’ADN d’E. 

multilocularis ont été soumises à la technique de concentration au sucrose préalablement décrite 

dans la Partie 1.4 pour concentrer, observer et compter les œufs de Taeniidae au microscope. 

Afin de pallier l’insuffisance de quantité d’ADN du parasite pouvant potentiellement être un 

facteur limitant du génotypage, des lots doubles de 1, 5 et 10 œufs ont été constitués par 

échantillon si un nombre suffisant d’œufs étaient disponibles. L’ADN a été extrait de ces lots 

et testé non seulement pour la présence d’E. multilocularis mais aussi d’E. granulosus et des 

Taenia sp. puis l’identification de l’espèce est confirmée par séquençage (Trachsel et al., 2007; 

Knapp et al., 2016a), afin de détecter de potentielles infestations par d’autres Taeniidae. Ces 

lots ont été ensuite soumis à l’amplification d’EmsB puis les fragments isolés et leurs intensités 

https://doi.org/10.3390/pathogens10101296
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de fluorescence ont été utilisés pour comparer la qualité du génotypage entre les duplicatas des 

lots à l’aide d’un coefficient de corrélation de Pearson (r > 0,75 ; 0,80 et 0,9). Les profils EmsB 

reproductibles entre duplicatas ont servi pour l’étude de la diversité génétique du parasite au 

sein et entre les différentes populations d’hôtes à cette échelle locale. De plus, ces profils ont 

été comparés à ceux d’échantillons d’E. multilocularis de patients et de vers de renards français 

et suisses génotypés et disponibles dans la base de données EWET (EmsB Website for 

Echinococcus Typing) (Knapp et al., 2017).  

3. Résultats principaux  

Après concentration, les œufs de Taeniidae ont été observés substantiellement – au moins 5 

œufs par 100 µl de culot de flottaison – dans 19 des fèces testées positives au préalable à l’ADN 

d’E. multilocularis, correspondant à 15 copro-échantillons de renards, 3 de chiens et 1 de chat. 

Au total, 112 lots d’œufs de Taeniidae ont été constitués dont 102 ont été confirmés 

exclusivement pour la présence d’ADN d’E. multilocularis. Le tri qualitatif au coefficient de 

corrélation r > 0,9 a montré que les profils EmsB apparaissaient identiques entre les duplicatas 

de 47 lots d’œufs dont la quasi-totalité était des isolats de 5 et 10 œufs. Au total, trois profils 

EmsB (Gr1, Gr2 et Gr3) ont été identifiés de ces lots isolés de 16 copro-échantillons. Ces profils 

étaient associés à des variants du parasite décrits précédemment dans la zone de l’étude ou de 

régions suisses proches. Les trois profils EmsB étaient retrouvés dans les fèces de renards alors 

que les fèces de chiens et l’excrément de chat présentaient deux des trois profils.  
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Abstract:  

The genetic diversity of the parasite Echinococcus multilocularis, the infectious agent of 

alveolar echinococcosis, is generally assessed on adult worms after fox necropsy. We aimed to 

investigate E. multilocularis polymorphism through the microsatellite EmsB marker using a 

noninvasive approach. We tested batches of isolated eggs (1, 5, and 10) from 19 carnivore feces 

samples collected in a rural town located in a highly endemic area in France to determine the 

best strategy to adopt using a minimal quantity of parasite DNA while avoiding genetic profile 

overlapping in the analysis. Several molecular controls were performed to formally identify the 

Taeniidae eggs. In total, 112 egg-batches were isolated and 102 EmsB electrophoregrams were 

obtained in duplicate. Quality sorting was performed through the Pearson correlation 

coefficient (r) between each EmsB duplicate. Forty-nine batches with r > 0.9 remained in the 

analysis, mainly 5- or 10-egg batches. Three EmsB profiles were emphasized by hierarchical 

clustering and matched those from human lesions and adult worms previously genotyped and 

collected in the same area. We show that the genetic diversity of the parasite can be assessed 

from isolated E. multilocularis eggs in a spatiotemporal context using a noninvasive approach. 

Keywords:  

Echinococcus multilocularis; Taeniidae egg; EmsB marker; molecular epidemiology; genetic 

diversity.
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4.1. Introduction 

Echinococcus multilocularis is a cestode responsible for alveolar echinococcosis disease. This 

parasite involves carnivores and herbivores in its life cycle, the red fox Vulpes vulpes being the 

main definitive host in Europe, and rodent micro-mammals as intermediate hosts [2]. Domestic 

animals, such as dogs (Canis lupus familiaris) and cats (Felis catus), can harbor the parasite, to 

a lesser extent [3], but can constitute a true threat in the spreading and transmission of the 

pathogen. Humans are involved in the life cycle and constitute a dead-end host for the parasite 

in the absence of predation. The infection is due to the accidental ingestion of eggs released in 

canid feces. Moreover, the presence of E. multilocularis eggs in cat feces collected in the field 

was previously demonstrated [4,5]. AE develops mostly in the liver, mimicking cancer, and can 

be lethal in untreated or inadequately treated cases [6]. However, it is now well accepted that 

only 1% of people who ingest the parasite actually develop the disease [7].  

In definitive hosts, the parasite attaches to the wall of the small intestine wall using its double 

hanging system (two rows of hooks and four muscular suckers on the scolex) [8]. The parasite 

body consists of reproductive units, the proglottids, containing eggs, the reproduction of the 

parasite being mainly hermaphroditic. The terminal proglottid contains fertilized eggs, which 

are hexacanth embryos surrounded by several layers, ensuring its resistance out-side when 

released from the host with the feces. Oncospheres, which represent the first larval stage, are 

released from eggs through the action of proteolytic enzymes in the digestive system of 

intermediate hosts [8]. Outside, the eggs are highly resistant to environmental conditions, 

especially cold (remaining infectious after 240 days at -18°C, killed after 48 h at -80°C) but are 

sensitive to desiccation (killed after 3 h at 43°C at 85-95% relative humidity) [9]. Taenia spp. 

eggs are microscopically indistinguishable from one another and molecular biology is required 

to determine the species (Knapp et al., submitted paper).  

The parasite is spread in the environment by carnivores from endemic to hitherto E. 

multilocularis-free areas and its emergence or re-emergence is the subject of several recent 

studies [10]. Assessment of the prevalence in red foxes can be performed through, for example, 

national epidemiological campaigns [11]. However, fine spatiotemporal studies on the 

dispersion of the parasite can only be performed through the use of molecular markers [12]. As 

the parasite is a hermaphroditic species, it shows low genetic diversity [13], especially in the 

nucleotide genome [14]. However, its geographical dispersion can be assessed from 

microsatellite analyses. This is true for the tandemly repeated microsatellite EmsB [15]. 
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Approximately 40 copies of this microsatellite is present in the E. multilocularis genome 

(located on chromosome 5) [16] and has been used in a number of studies on intermediate and 

definitive hosts at different geographical levels [17–26], notably to better understand the origin 

of the parasite in Europe [27]. It was shown that, at a local scale, the strains detected with an 

EmsB profile are shared and circulate among intermediate and definitive hosts and can be 

monitored over several years [26].  

However, the samples analyzed in the aforementioned studies were isolated from adult worms 

following the necropsy of foxes and worm counting techniques were used, such as the 

segmental sedimentation and counting technique (SSCT) [28], or they were isolated from 

metacestode samples from micro-mammals or other intermediate hosts, necropsied animals, or 

surgery for humans. Necropsy is clearly not an option for studies conducted on domestic 

animals or pets. The aim of the present study was 1/ to develop a high-quality EmsB genotyping 

method that can be performed on E. multilocularis eggs isolated from carnivore stool samples 

and 2/ to assess the feasibility of conducting a genetic diversity study on E. multilocularis from 

noninvasive environmental sampling. Moreover, we attempted to assess the extent to which 

domestic or peri-domestic cycles are linked to and maintained by sylvatic cycles through 

definitive hosts. 

4.2. Materials and Methods 

4.2.1. Copro-samples, egg isolation and DNA purification 

From a collection of faecal samples of carnivores (n=1191) [4], 19 faeces positive for E. 

multilocularis rrnL quantitative PCR (qPCR) on DNA stool extracts (QIAmp Fast DNA stool 

Minikit, Qiagen, Hilden, Germany), were selected for egg isolation [4]. They were sampled in 

a rural settlement from the Eastern part of France, in a historical endemic area. The host identity 

was determined by a host faecal PCR test through a qPCR assay, as the presence of E. 

multilocularis DNA and checking the absence of PCR inhibitors [32]. Briefly, the targeted 

DNA (E. multilocularis DNA, host DNA and internal control plasmid) is detected through a 

45-cycles qPCR in presence of specific Taqman probes. Presence of E. multilocularis DNA 

was determined for cycle threshold (Cq) < 45, for host DNA Cq < 26, and for the internal 

control Alea Cq < 37 cycles [32]. The genetic host individual identity was determined by 

performing a microsatellite analysis, based on 14 microsatellite markers specific to red fox (Da 
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Silva et al., in prep) and 22 microsatellite markers for dog (Knapp et al., in prep.), one gender 

target was applied for the two carnivores. Cat faeces were not individually identified. 

From the results of the E. multilocularis qPCR assays, a sucrose flotation technique was 

performed, as described in Matsuo and Kimiya (2005) and Escotte-Binet et al. (2019) [34,35]. 

This sucrose method combined with microscopy observation and qPCR proved to have a 

sensitivity of 100% for the detection of 10 eggs in 5 g of faeces and the potential recovery of 

only one egg in 5 g of faeces [4]. Briefly, eggs were concentrated and isolated based on 

differential specific gravity (SG) between eggs and particles. An amount of 5 g of carnivore 

faeces was dispersed in 20 ml of 0.1% Tween 80. Eggs contained in the flotation pellets were 

separated from organic particles. The flotation mixture was centrifuged at 2500g for 10 min 

and the pellet was re-suspended in distillate water and deposited on a sucrose solution with SG 

= 1.27. After centrifugation, the supernatants containing the eggs were concentrated in < 1 ml 

volume. Taeniid eggs were then counted (Table 8) and isolated using a Leica DMI3000-B 

micromanipulator (Leica Microsystems, Wetzlar, Germany), equipped with an inverted 

microscope in order to identify taeniid eggs at a 400x magnification. Depending of the quantity 

of available taeniid eggs from the flotation pellets, batches were constituted with 1, 5, 10 eggs 

or pellet eggs. DNA from egg batches was purified using the QIAmp DNA Mini Kit (Qiagen, 

Hilden, Germany), after an overnight digestion and following the manufacturer 

recommendations, and finally eluted in a volume of 50 µl of the provided buffer. Each egg 

batch was tested for the presence of E. multilocularis DNA with the E. multilocularis-specific 

qPCR (part of the mitochondrial rrnL gene), as the presence of PCR inhibitors with the internal 

control test Alea [32]. For one batch per stool or in case of non-amplification of the rrnL gene 

part or EmsB microsatellite, one additional PCR was performed, the multiplex PCR developed 

by Trachsel et al. [1], distinguishing E. multilocularis (395 bp), E. granulosus (117 bp) and 

Taenia sp. (267 bp) species. Multiplex PCR amplicons were visualized by electrophoresis, in 

which 8 µL of the PCR product was loaded onto 1.5% (w/v) agarose gels, stained with 10% 

SYBR Safe DNA Gel Stain (Invitrogen, Carlsbad, USA) in 1X tris-acetate EDTA solution, run 

for 30 min at 100 V, and viewed under UV light using a Gel Logic 100 Imaging System and 

the software Scientific Imaging System v3.6.1 (Kodak, New Haven, CT). For Taenia sp. 

specific band visualized for the multiplex PCR, a confirmation of the species identity was 

performed through a Sanger sequencing on the PCR products, focused on the Ces5seq primer 

[1]. 
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Table 8 : Collection of 19 carnivore faeces, details on sampling and flotation, molecular identification of the host and the parasite. 

 

          qPCR Cq value2   No of batches per egg-batch type 

Host ID Faeces code Molecular host Sampling date No eggs1 Host Em rrnL Alea Batch species typing 1 5 10 pellet Total 

FOX005 17AL039 Vulpes vulpes 20/07/2017 37 25.85 28.66 32.92 Echinococcus multilocularis 2 2 2 1 7 

FOX005 17AL040 Vulpes vulpes 20/07/2017 118 22.2 31.24 33.86 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX005 17AL041 Vulpes vulpes 20/07/2017 38 22.62 30.08 33.49 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

DOG001 17AL095 Canis l. familiaris 16/03/2017 47 21.31 41.04 35.63 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX004 17AL224 Vulpes vulpes 23/05/2017 322 24.3 33.76 34.99 Echinococcus multilocularis 2 2 2 1 7 

FOX020 17AL225 Vulpes vulpes 23/05/2017 45 23.7 37.59 35.53 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

ND 17AL226 Vulpes vulpes 23/05/2017 272 27.53 31.44 34.55 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

ND 17AL228 Vulpes vulpes 23/05/2017 75 32.25 33.14 35.37 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX004 17AL244 Vulpes vulpes 23/05/2017 42 24.64 36.50 34.90 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX017 17AL245 Vulpes vulpes 23/05/2017 39 27.91 39.58 34.81 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

CAT001 17AL286 Felis catus 20/07/2017 21 21.57 38.61 33.92 Echinococcus multilocularis 2 2 2 1 7 

ND 18AL297 Vulpes vulpes 24/05/2018 5 26.79 37.94 33.56 Echinococcus multilocularis 2 2 1 0 5 

DOG010 18AL300 Canis l. familiaris 12/07/2018 9 21.75 38.52 33.71 Echinococcus multilocularis 2 2 1 0 5 

FOX031 18AL320 Vulpes vulpes 22/11/2018 30 23.09 38.97 33.11 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX031 18AL344 Vulpes vulpes 22/11/2018 27 30.07 37.51 33.22 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX032 18AL460 Vulpes vulpes 20/09/2018 796 22.82 31.64 34.59 Taenia crassiceps 1 2 2 0 5 

FOX039 18AL599 Vulpes vulpes 22/11/2018 117 23.39 30.09 34.05 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

FOX030 19AL127 Vulpes vulpes 11/04/2019 9 27.34 35.72 34.46 Echinococcus multilocularis 2 1 1 0 4 

ND 19AL419 Canis l. familiaris 14/11/2019 20 21.06 30.59 33.41 Echinococcus multilocularis 2 2 2 0 6 

                Total No of batches 37 37 35 3 112 

1 No of taeniid eggs per 100 µL of concentrated flotation supernatant available after the flotation technique. 2 qPCR performed on the total DNA extract from carnivore stool
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4.2.2. EmsB amplification and fragment size analyses 

The EmsB PCR reaction mixture was done in 18 µl final volume with the Multiplex PCR master 

mix containing 2.8 U of HotStarTaq DNA polymerase (Qiagen, Hilden, Germany), 0.1 µM of 

each primer final concentration (EmsB A: 5‘-FAM-GTGTGGATGAGTGTGCCATC-3’, 

EmsB C: 5’-CCACCTTCCCTACTG-CAATC-3’), 3% DMSO, and up to 1 µl of purified DNA. 

PCR were performed in a Biometra T3 thermocycler (Whatman Biometra, Goettingen, 

Germany) as described by Knapp et al. [36]. For each of these runs, a plasmid construction, the 

EmsB calibrator [37] was used to allow comparison of the fragment size analyses [25]. Four 

EmsB patterns are included in the plasmid, corresponding to (CA)9-11 (GA)11 repeats 

respectively, two microsatellites having the same size, with 190 bp, the second with 192 bp and 

the last one with 194 bp [37]. Each DNA extract was amplified in duplicate. 

The fragment size analyses were performed from the dyed PCR products by capillary 

electrophoresis on a SeqStudio Genetic Analyzer automaton (Applied Biosystems, Foster City, 

CA). Electrophoregrams obtained from fragment size analyses were analysed online by using 

the Microsatellite Analysis application available on ThermoFisher Scientific website. 

4.2.3. Hierarchical clustering analysis 

Peaks and their associated fluorescence intensity heights present on electrophoregrams were 

noticed. These two parameters were used to (i) compare genotyping quality made on each 

sample in duplicate and to (ii) study the genetic diversity of the parasite in the study area. A 

hierarchical clustering analysis was performed, using the Euclidean distance and the 

unweighted pair group method with arithmetic mean (UPGMA) [23,38], applied on the whole 

batches tested or after a sort on the Pearson correlation coefficient applied. RStudio software 

(R version 3.5.1) [39] were used to perform clustering analyses, by using package pvclust [40]. 

The genetic distance threshold was applied at 0.1, under this threshold two samples are 

considered to have an identical EmsB profile [36]. (i) In order to compare the quality of the 

duplicate PCR for each sample, a Pearson correlation coefficient (r) were determined [23] and 

different levels were applied to determine the relevance of the EmsB PCR duplicates quality 

(selection of duplicates with r > 0.75, > 0.8, > 0.9 or the whole batches considered and applied 

to the dendrogram). (ii) The genetic diversity among the samples was assessed by determining 

the EmsB profiles. For that, three steps were adopted by dendrogram building. First, couples of 

PCR duplicates were applied to the dendrogram. To be validated, a duplicate PCR has to be 
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grouped in the same profile. Secondly, for a given sample, the PCR duplicate presenting the 

higher fluorescence intensity sum was hold back. Third, the selected egg-batches from the 

present study were compared to French and Swiss E. multilocularis samples genotyped and 

publicly available on the EmsB Website for Echinococcus Typing (EWET) project, by adding 

them to a dendrogram construction [37].  

EmsB profiles harboured by individually identified animals were studied by data comparison 

(Table 8). 

4.3. Results 

4.3.1. Copro-samples and egg isolation 

 The total copro-DNA extracts of the 19 carnivore faeces selected for the study, were positive 

for E. multilocularis rrnL quantitative PCR with Cq values ranged from 28.66 to 41.04, with a 

Cq mean of 34.88 (95% confidence interval (CI): 32.99-36.76). No PCR inhibitors were 

detected (mean Cq Alea: 34.21, CI: 34.62-33.80). After sucrose flotation, 112 batches of 1, 5, 

10 eggs and pellets of eggs were isolated from the available specimens, corresponding to a 

minimum of 602 isolated eggs under microscope. For each stool, a batch (5 or 10 eggs) was 

tested by using the multiplex Trachsel PCR [1], which confirmed the species of the parasite by 

a specific band detected on PCR product electrophoreses. 

The 112 egg-batches were analysed using the rrnL qPCR for species confirmation. Detailed 

results are presented in the Supplementary data Table S1 (Annex D2) and summarized in the 

Figure 23. A total of 105 batches were positive (Cq value < 45 cycles). The seven remaining 

batches, originated from four faeces were negative (Cq > 45 cycles). One of these batches was 

also negative for the multiplex Trachsel and the EmsB PCRs, this sample probably did not 

contain E. multilocularis DNA. The six remaining batches were positive with the multiplex 

Trachsel PCR, with a band specific to Taenia sp., and Taenia identification was confirmed by 

sequencing. 
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Figure 23 : Results of Echinococcus multilocularis (Em) identification and EmsB typing on egg batches 

isolated from carnivores faeces with E. multilocularis DNA detected. E. multilocularis identification was first 

performed with the rrnL qPCR coupled to the qPCR inhibitor test Alea. Species confirmation was performed 

by the multiplex Trachsel PCR technique (MLX). E. multilocularis genotyping was performed through an 

EmsB PCR followed by a fragment size analysis (FSA). 
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Secondly, the genotyping using EmsB PCR was performed in duplicate on the whole 112 

batches and electrophoregrams for fragment size analysis were obtained for 102 batches of 

eggs. The 10 remained batches, for which EmsB PCR gave no amplification were isolated from 

seven faeces. Seven of these 10 batches were negative for the E. multilocularis rrnL qPCR. In 

three remaining batches, E. multilocularis DNA was detected by the other PCR techniques used. 

From the multiplex Trachsel PCR results, in the negative EmsB batches, six batches presented 

a Taenia specific band (267 bp), for two batches a weak E. multilocularis specific band (395 

bp) (data not shown) and one sample presented a double band (E. multilocularis and Taenia 

spp. bands).  

After a Sanger sequencing on the multiplex Trachsel PCR products with a specific Taenia spp. 

band, the presence of the parasite Taenia crassiceps was detected (100% identity with the 

Genbank reference sequence MN505206.1), in two faeces, and Taenia polyacantha (100% 

identity with LT635753.1), in two faeces. 

4.3.2. EmsB fragment size analysis and comparison of Pearson coefficient sorting 

To ensure quality of genotyping, all EmsB PCR were performed in duplicate for each batch, 

and reproducibility of electrophoregram patterns between the PCR duplicates was assessed 

through Pearson coefficient scores. 

Dendrogram were built with the whole EmsB positive batches (n = 102) and secondly with a 

selection of batches sorted in function of the Pearson coefficient scores (r > 0.75, > 0.8 and > 

0.9). Most of the EmsB patterns fit into three main profiles (Gr1, Gr2 and Gr3) (Figure 24A). 

Some others patterns were either unreadable or non-reproducible, and referred to as “out of the 

main profiles”. When considering the dendrogram gathering all the 102 batches, the patterns of 

the two duplicates were classified in the same profile for 61 batches (29 batches in Gr1, 25 

batches in Gr2 and 6 in Gr3) [Supplementary data Table S1 (Annex D2)  and Figure 24A]. For 

20 batches, only one electrophoregram pattern among the duplicate was clustered in one of the 

main profiles, the other one being out of the profiles. For two batches, patterns of each duplicate 

were clustered in two separated profiles. For 20 batches, the patterns of the two duplicates were 

classified out of the profiles. 

For the dendrogram built with pattern duplicates presenting r > 0.75 (n=73 batches), 59 batches 

presented both patterns in the same profile, 8 batches presented one pattern classified out of 

profiles, 3 batches classified in two different profiles, 3 batches presented the two duplicate 
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patterns out of profile. For r > 0.8 (68 batches), 58 batches presented both patterns in the same 

profile, 7 batches were classified out for one of the pattern duplicate, 2 batches classified in two 

different profiles and 1 batch were out for the two pattern duplicates. Finally for r > 0.9 (49 

batches), 47 batches presented both patterns in the same profile, 2 batches classified in two 

different profiles and no batches were classified out (Table 9). 
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Figure 24 : Dendrograms constructed from EmsB amplification data, after a hierarchical 

clustering analysis based on Euclidean distances and unweighted pair group method. A genetic 

threshold of 0.1 was applied for EmsB profiles discrimination. Representative 

electrophoregrams are provided for each profile. (A) dendrogram composed of EmsB PCR 

pattern duplicates (PCR1, PCR2) on 49 egg-batches from 17 carnivore faeces which present a 

Pearson correlation coefficient > 0.9. (B) Dendrogram composed of the 49 egg-batches, human 

lesions (n=60) and adult worms (n=25) previously genotyped.
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Table 9 : Egg-batches genotyping after dendrogram construction and Pearson correlation coefficient (r) sorting. Gr1, Gr2 and Gr3 corresponding 

profile where EmsB PCR patter duplicates clustered together in a profile. Gr1/Gr2 or Gr1/Gr3 correspond to EmsB PCR pattern duplicate classified 

in separate profiles. OT for samples Out of Threshold. / for samples removed from the analysis after r sorting. NE for batches not available. 

 

  Full batches r > 0.75 r > 0.8 r >0.9 

Faeces code 1 1 5 5 10 10 p 1 1 5 5 10 10 p 1 1 5 5 10 10 p 1 1 5 5 10 10 p 

17AL039 OT OT G11 G1 G1 G1 G1 / / / G1 G1 G1 G1 / / / G1 G2 G3 G1 / / / G1 / / G1 

17AL040 OT G31 G1 G1 G1 G1 - / / G1 G1 G1 G1 - / / G1 G1 G1 G1 - / / G1 G1 G1 G1 - 

17AL041 G11 G1 G1 G1 G1 G1 - G11 G1 G1 G1 G1 G1 - G11 / G1 G1 G1 G1 - / / / / G1 G1 - 

17AL095 NE OT G1 G1 G1 G1 - NE / G1 G1 G1 G1 - NE / G1 G1 G1 G1 - NE / / G1 G1 G1 - 

17AL224 G21 G21 G21 G2 G2 G2 G2 / G21 G21 G2 G2 G2 G2 / G21 G21 G2 G2 G2 G2 / / / G2 G2 G2 G2 

17AL225 OT NE G2 G2 G2 G1/G2 - OT NE G2 G2 G2 G1/G2 - OT NE G2 G2 G2 G1/G2 - / NE G2 G2 / G1/G2 - 

17AL226 G21 OT G2 G2 G2 G2 - G21 / G2 G2 G2 G2 - G21 / G2 G2 G2 G2 - / / G2 G2 G2 G2 - 

17AL228 G21 G21 G2 G2 G2 G2 - / G21 G2 G2 G2 G2 - / / G2 G2 G2 G2 - / / G2 G2 G2 G2 - 

17AL244 OT NE G2 G2 G2 G2 - / NE G2 G2 G2 G2 - / NE G2 G2 G2 G2 - / NE / / G2 G2 - 

17AL245 NE G21 G3 G3 G3 G2 - NE G21 G3 G3 G3 G2 - NE G21 G3 G3 G3 G2 - NE / G3 G3 G3 G2 - 

17AL286 G11 NE OT G11 G1 G11 G1 / NE / / G1 OT G1 / NE / / G1 / G1 / NE / / G1 / G1 

18AL297 G2 OT G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - 

18AL300 G11 OT G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - / / G1 G1 G1 - - 

18AL320 G11 NE G11 G1 G1 G1 - OT NE G1/G3 G1 G1 G1 - / NE / G1 G1 G1 - / NE / G1 G1 G1 - 

18AL344 OT OT G21 OT OT G11 - / / G11 / / / - / / G11 / / / - / / / / / / - 

18AL460 NE - NE OT NE NE - NE - NE / NE NE - NE - NE / NE NE - NE - NE / NE NE - 

18AL599 G2 OT G2 G1/G2 G2 G2 - G2 / G2 G1/G2 G2 G2 - G2  / G2  G1/G2 G2 G2 - G1/G2 / / / G2 / - 

19AL127 OT OT OT - OT - - / / / - / - - / / / - / - - / / / - / - - 

19AL419 G11 G31 G1 G3 G3 G3 - / G31 G1 G3 G3 G3 - / G31 G1 G3 G3 G3 - / / G1 G3 G3 G3 - 

1 EmsB PCR pattern duplicates for which only one fragment size analysis was classified in a profile, the other being classified out. 
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The batches sorted with r > 0.9 and the PCR duplicate patterns with the highest 

electrophoregram fluorescence intensity were used (n=49 batches) to performed a hierarchical 

clustering analysis with AE lesions from French and Swiss patients (n=60), and fox adult worms 

from the Doubs and Jura French départements (n=25) of the studied area. The three profiles 

previously described were found clustered with human lesions and adult worm samples (Figure 

24B). The patients clustered with the egg batches were all from the Franche-Comté Région or 

Swiss neighbouring cantons. The profile Gr1 was associated to the previously described P4/P5 

[26], two close profiles in humans, the profile Gr2 was associated to P1/P3 and the profile Gr3 

to P9, a cross-border profiles in humans. 

4.3.3. Correlation between EmsB profiles and individual identification of carnivores 

From the 19 carnivore faeces, 8 different foxes and two dogs were identified with a number of 

copro-samples per individual ranged from one to three (Table 8). Only one scat was attributed 

to cat. Three fox faeces and one dog scat remained without individual identification. Foxes 

presented the three EmsB profiles described from eggs, dogs the Gr1 and Gr3 profiles and cat 

the Gr1 profile. 

4.4. Discussion 

Perform genotyping on individual E. multilocularis eggs is challenging for several purposes. 

The need for improving this method is important in a non-invasive approach, in a context of 

laboratory animal studies or wild and domestic animals surveys [28]. Indeed, in both cases, 

researches can be lead without animal sacrifices. Moreover, in the cases of E. multilocularis 

circulation study in the environment among animals, follow-up for contamination, re-

contamination of individuals, non-invasive approaches are required. Until now, EmsB 

genotyping of E. multilocularis specimens in animals was conducted after necropsy, either for 

definitive or intermediate hosts [22,24,25,27,29,30], on isolated adult worms or lesion 

resections. DNA amount was not limiting in this context. In the case of genotyping performed 

on isolated eggs, few quantities of DNA are available, but theoretically EmsB PCR is possible 

on 1 fg of E. multilocularis DNA. A single egg was estimated to contain 8 pg of nuclear DNA 

[31], and certainly more considering the total genomic and mitochondrial DNA. However, an 

EmsB genotyping on E. multilocularis eggs isolated from environmental samples was so far 

never performed and needed to be challenged. 
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The first challenge was to isolate specimens of E. multilocularis eggs, in carnivores potentially 

infected by several Taeniidae species. Microscopic examination permit the identification at the 

Taeniidae family level. Species identification is only possible by molecular diagnosis. From the 

19 carnivore faeces positive with the rrnL qPCR [32] performed on the total DNA extract, one 

stool was found to contain a majority of other Taeniidae eggs, identified by sequencing as 

Taenia crassiceps, a common tapeworm in red fox [33], and no amplification of the EmsB 

target on the studied egg batches was observed in several batches. However, for this sample, E. 

multilocularis eggs were certainly present but in minority, as an EmsB amplification was 

possible for one batch. For individual batch, the combination of the rrnL qPCR and the EmsB 

PCR assays permit an efficient identification of E. multilocularis. Species confirmation was 

reinforced by the multiplex Trachsel PCR [1]. The specificity of the rrnL qPCR assay was 

previously tested [32] and was confirmed here. However, multi-infections with different Taenia 

spp. and E. multilocularis could not be detected by this technique. A combination of three PCR 

(rrnL qPCR, EmsB and the multiplex Trachsel PCR) is then required for a formal identification. 

The second challenge was in the low DNA quantity available, especially for the 1-egg batches. 

EmsB PCR was then performed in duplicate to control the reproducibility of the results. From 

the dendrogram built on the whole available electrophoregrams (from 102 batches), 19.6% of 

the PCR duplicates (20/102 batches) were not classified in the three main profiles, 70% of these 

non-classified batches, being 1-egg batches. Quality sorting through Pearson correlation 

coefficient between EmsB pattern duplicates allowed us to select batches with reproducible 

results that could be kept in the genetic analysis. For r > 0.75, 95.9% of samples (70/73 batches) 

were classified among Gr1, Gr2 or Gr3, for r > 0.8, 98.5% of samples (67/68 batches) was 

classified, and finally all the samples were classified for r >0.9. This result emphasizes the 

necessity to control by duplicate PCR the reproducibility of EmsB electrophoregrams, 

combined to a Pearson coefficient sorting. However, by this process, it appears difficult to keep 

1-egg batches into the analysis. After the r > 0.75 sorting, only eight 1-egg batches remained in 

the analysis, 2 of them having a PCR duplicate correctly classified in the same profile. 

Reproducibility of the EmsB PCR was more efficient from 5 to 10-eggs batches, therefore a 

genotyping analysis on a single egg requires the analysis of more 1-egg batches or more fresh 

samples, isolated by sucrose flotation more rapidly after sampling. A time lapse of one to three 

years was observed between sampling and the EmsB amplification, likely compromising good 

results. 
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However, most of faeces presented a unique profile among eggs of a batch, except 3 faeces with 

EmsB pattern duplicates clustered in different profiles. This could reflect the presence of rare 

mixed infections among foxes and dogs, exposing possible multi-infections through intense 

predation of preys [27]. Even if foxes and dogs were infected with different EmsB genotypes, 

by the adopted procedure, non-reproducibility of results could be detected among batches. From 

adult worms genotyping in a European study, several genotypes were described in the same 

foxes [27]. Foxes certainly harboured different E. multilocularis populations of worms, from 

different events of predation. These worms certainly were at different maturation stage at the 

necropsy examination. The fact that no profiles overlapping on electrophoregrams was 

observed could be due to the analysis of single E. multilocularis population of eggs, sequentially 

released in the sampled stools at this moment. This result permits to consider the EmsB 

genotyping from E. multilocularis 5 to 10 egg batches with confidence.  

The diversity of the parasite was then assessed on a limited geographical area (3 km²) and the 

presence of three EmsB profiles was emphasized among animals. Wild and domestic animals 

seem to shared two profiles on the three described, the three dogs and the cat sharing only G1 

and G3 with fox, whereas fox harbours the three profiles. Foxes probably transmitted E. 

multilocularis to domestic animals and not the contrary, but further investigations have to be 

performed in order to confirm that result. Moreover, individual identification of animals was 

possible for some of them. Two foxes being the host of several stools presented one profile 

each. Further investigations have to be led in this direction in order to assess the spatio-temporal 

spreading of the parasite among carnivore hosts.  

The combination of the EmsB results obtained on egg batches, adult worms and human lesions 

confirmed the description of the three profiles. The EmsB profiles from egg batches matched 

only profiles from parasite collected in foxes or patients from the same region or from the 

neighbouring country, Switzerland, confirming the local circulation of these three profiles 

among hosts. 

4.5. Conclusions 

This study tested the EmsB marker on a new matrix, isolated eggs from noninvasive sampling. 

A protocol was then implemented to ensure the relevance of the results by specific PCR controls 

and EmsB analysis in duplicate. The use of 5 to 10-egg batches was found to be sufficient to 

study the genetic diversity of E. multilocularis in the environment using a spatiotemporal 
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approach. Investigations on larger geographical areas could be conducted using this procedure 

to assess parasite spreading among wild and domestic animals on larger studied endemic 

regions. 

4.6. Patents 

Supplementary Materials (See Annex D1 and D2): The following are available online at 

www.mdpi.com/xxx/s1, Figure S1. Dendrograms constructed using (a) all available EmsB PCR 

duplicates (102 batches) and after Pearson correlation coefficient sorting (B to D), Table S1. 

Egg batch collection, molecular identification, and EmsB genotyping depending on the Pearson 

correlation coefficient (r) sorting. Gr1, Gr2, and Gr3 correspond to EmsB duplicates clustered 

in the same profile. Profiles Gr1/Gr2 or Gr1/Gr3 correspond to EmsB PCR duplicates classified 

in separate pro-files. OT: samples out of threshold. /: samples removed from the analysis after 

r sorting.   
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5. Conclusion 

La plupart des échantillons (13/16) ont présenté un seul profil à la fois suggérant qu’une seule 

population d’œufs d’E. multilocularis était analysée par échantillon. Cela contraste avec les 

résultats de travaux antérieurs de génotypage de vers qui montraient l’existence de plusieurs 

profils EmsB ou l’amplification de plusieurs variants du parasite à l’aide d’autres marqueurs 

chez un même renard (Nakao et al., 2003; Knapp et al., 2009). Les différents vers d’E. 

multilocularis présents chez un même renard, issus probablement de différents évènements de 

prédation (Knapp et al., 2009), pourraient être à des stades de développement différents, ce qui 

suppose qu’ils ne libèrent pas tous des œufs au même moment dans les fèces. L’examen 

microscopique et l’analyse moléculaire des œufs isolés des fèces permettraient alors de révéler 

le profil génétique d’un ver ou alors de quelques-uns seulement mais certainement pas de tous 

les vers présents dans le tube digestif de l’animal infesté. Ces résultats suggèrent la faisabilité 

et la pertinence du génotypage EmsB à partir de pools constitués d’un petit nombre d’œufs 

(dans notre cas, 5 et 10 œufs par lot) dans l’étude noninvasive de la diversité génétique du 

parasite. Les pools d’œufs ne sont pas l’option idéale pour l’étude génétique des populations 

des vers parasites internes (Carlsgart et al., 2008), mais les analyses à partir d’un seul œuf 

présentent une très faible reproductibilité à cause probablement de la faible quantité d’ADN 

disponible. Les trois profils EmsB décrits correspondaient uniquement aux profils du parasite 

chez des renards et des patients de la même région ou de régions suisses proches de la zone 

d’étude. Cette observation confirme la circulation locale des trois génotypes décrits dans ce 

travail de recherche parmi les hôtes. Les renards hébergeaient l’ensemble des trois profils EmsB 

alors que les œufs d’E. multilocularis issus des fèces des carnivores domestiques ont présenté 

deux de ces trois profils, un profil étant décrit exclusivement chez le renard. On peut émettre 

alors l’hypothèse selon laquelle les renards auraient transmis indirectement le parasite aux 

carnivores domestiques via la prédation de la même population locale de rongeurs. Cette 

hypothèse nécessite toutefois d’être vérifiée et consolidée par des études complémentaires 

incluant un plus grand nombre d’échantillons. 
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1. Introduction 

Dans la première partie de nos travaux, nous avons vu que les œufs d’E. multilocularis 

apparaissent agrégés dans l’environnement dans des micro-foyers locaux où le risque de 

transmission du parasite pourrait être élevé. Compte-tenu de la résistance des œufs en 

conditions froides et humides, nous avons supposé que ces micro-foyers pouvaient persister 

pendant longtemps, ce qui peut accroitre davantage le risque zoonotique (Slifko et al., 2000; 

Alum et al., 2010). Dans cette troisième partie de nos travaux, la présence à long terme des 

œufs d’E. multilocularis a été évaluée dans un environnement (jardins potagers) dans lequel les 

habitudes et comportements humains sont susceptibles d’augmenter la probabilité de rencontre 

avec le parasite.  

1.1. Contexte 

Le sol peut représenter une importante source d’exposition humaine aux parasites zoonotiques 

disséminés dans l’environnement par les fèces des carnivores sauvages et domestiques 

(Torgerson and Macpherson, 2011; Pullan et al., 2014; Traversa et al., 2014; Amoah et al., 

2017; Simonato et al., 2019; Ristić et al., 2020). La présence des formes infectieuses 

parasitaires dans le sol et le risque d’infection humaine associé sont directement dépendants du 

lieu de dépôt des fèces porteuses des parasites (Morgan et al., 2013; Umhang et al., 2017b). La 

contamination du sol par des helminthes zoonotiques dans des environnements immédiats de 

l’homme (parcs, places publiques, bacs à sables, etc.) apparait ainsi élevée en raison de dépôts 

fréquents de fèces de chiens et de chats (Bojar and Kłapeć, 2012; Traversa et al., 2014). Les 

comportements comme le fait de porter les mains souillées à la bouche, la géophagie fréquente 

chez les enfants, etc. et les activités humaines dans ces lieux pourraient alors favoriser 

l’ingestion accidentelle des parasites (Blaszkowska et al., 2011; Macpherson, 2013; Traversa 

et al., 2014; Otero et al., 2018).  

Certains jardins potagers dans le nord-est de la France en zone d’endémie d’EA où des densités 

élevées de fèces de carnivores sauvages et domestiques ont été trouvées – dont une proportion 

relativement élevée testée positive pour E. multilocularis – pourraient constituer des foyers 

hyper-endémiques de circulation d’E. multilocularis (Bastien, 2017; Poulle et al., 2017; Bastien 

et al., 2018, 2019). C’est d’autant plus préoccupant que la consommation de fruits et végétaux 

crus et l’entretien de jardins potagers sont identifiés comme des facteurs de risque de l’EA  

(Kern et al., 2004; Piarroux et al., 2013; Alvarez Rojas et al., 2018). Le lieu de dépôt initial des 

fèces contenant les œufs n’est probablement pas le seul déterminant de la contamination du sol. 
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Des facteurs particuliers comme le ruissellement et le labourage du sol dans les potagers 

peuvent contribuer à disperser les œufs loin de leur lieu de dépôt (Bastien et al., 2019; Thevenet 

et al., 2020). De plus, la persistance et l’infectiosité des œufs d’E. multilocularis dans le sol de 

ces lieux de culture de végétaux destinés à être consommés crus pourraient s’avérer encore plus 

problématique car l’arrosage fréquent pendant les saisons – printemps et été – qui présentent 

les conditions climatiques moins favorables aux œufs pourrait finalement leur permettre une 

plus grande résistance et survie dans ce type d’environnement (Bastien, 2017). Ainsi, une large 

contamination persistante du sol des jardins potagers associée aux habitudes alimentaires et/ou 

comportementales humaines susceptibles de favoriser un contact étroit et répétitif avec le 

parasite augmenteraient probablement le risque de survenue de l’EA évolutive (Danson et al., 

2003; Wahlström et al., 2012). Aucune donnée n’est cependant disponible sur le lien putatif 

entre la présence et la persistance des œufs d’E. multilocularis dans le sol et le mode de dépôt 

de fèces de carnivores HD du parasite. Cette information est pourtant cruciale pour mieux cibler 

les stratégies de prévention de la contamination initiale du sol, considérées comme le moyen le 

plus important pour éviter les infections humaines dues aux parasites transmis via le sol 

(Traversa, 2012; Morgan et al., 2013). Ceci parce qu’il n’existe pas de méthodes fiables pour 

éliminer les œufs une fois présents dans le sol (Overgaauw and van Knapen, 2013; Traversa et 

al., 2014).  

1.2. Objectifs  

Dans ce contexte, le but de cette étude était d’estimer les niveaux de contamination des sols de 

jardins potagers urbains et ruraux par les œufs d’E. multilocularis et d’explorer la relation entre 

cette contamination des sols et l’intensité ainsi que la fréquence de dépôts des fèces de renards, 

chiens et chats. De plus, nous avons également cherché à déterminer la fréquence d’E. 

multilocularis dans l’environnement urbain par l’analyse des fèces car les hôtes sauvages 

peuvent visiter très fréquemment les zones boisées urbaines telles que les parcs, fragments de 

forêt ou les jardins familiaux (Deplazes et al., 2004; Bradley and Altizer, 2006; Gecchele et al., 

2020). Ces problématiques sont traitées dans l’article ci-dessus :  

 

- Abdou Malik Da Silva, Matthieu Bastien, Gérald Umhang, Franck Boué, Vanessa 

Bastid, Jean-Marc Boucher, Christophe Caillot, Carine Peytavin de Garam, Camille 

Renault, Marine Faisse, Sandra Courquet, Vincent Scalabrino, Laurence Millon, Jenny 

Knapp, Marie-Lazarine Poulle. 2021. Soil contamination by Echinococcus 
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multilocularis in rural and urban vegetable gardens in relation to fox, cat and dog 

faecal deposits. Parasite 28, 74. (DOI : 10.1051/parasite/2021073). 

2. Méthodologie 

L’étude a été conduite dans 192 potagers ruraux échantillonnés dans les départements des 

Ardennes et de la Moselle dans le cadre du projet RISKOJARDINS. L’étude est complétée par 

l’inclusion de 71 potagers urbains situés au centre, en périphéries et en zone intermédiaire de 

la ville de Besançon (Département du Doubs, France). Dans les jardins ruraux, huit sessions de 

recherche et de collecte de fèces de carnivores ont été réalisées au cours des automnes et hivers 

2014 et 2015. Les échantillons de sol (N=250) ont été prélevés dans 50 jardins ruraux 

sélectionnés aléatoirement dans les Ardennes. Les fèces et les sols (N=213) ont été 

échantillonnés dans les jardins urbains – tous clôturés – à deux reprises en avril et septembre 

2019. La prospection et la collecte de fèces ont concerné aussi les pourtours et les chemins 

d’accès des jardins potagers urbains. Les espèces émettrices des fèces et la présence d’E. 

multilocularis dans les fèces ont été déterminées par des qPCRs spécifiques sur extraits totaux 

d’ADN coprologique (Knapp et al., 2016a). Les échantillons de sol ont été soumis à une 

flottaison au chlorure de zinc pour isoler les œufs de parasite puis l’ADN d’E. multilocularis a 

été identifié dans les filtrats de flottaison (Umhang et al., 2017b). Les potagers ruraux ont été 

regroupés en trois groupes d’importance de dépôts fécaux – nul, modéré ou élevé – basés sur 

des descripteurs d’intensité des dépôts fécaux (densités fécales par 100 m² et taux de visite). La 

fréquence des dépôts fécaux a été évaluée par un indice – ‘turnover’ des dépôts – déterminé par 

le nombre de fèces déposées par 100 m² toutes les 6 semaines, soit par session de collecte. Ces 

paramètres ont été comparés avec les niveaux de contamination des sols. De plus, la 

présence/absence de fèces testées positives dans les sessions de collecte précédant 

l’échantillonnage de sol a été mise en relation avec la présence des œufs d’E. multilocularis 

dans le sol des jardins. 

3. Résultats principaux  

Au total, 1016 fèces ont été collectées dans 148 des 192 jardins ruraux prospectés et 8 fèces 

dans 8 des 71 jardins urbains. Les fèces trouvées à l’intérieur des potagers urbains, toutes 

négatives pour E. multilocularis, étaient déposées par des chiens et chats. Toutes les déjections 

de renards dont une positive pour E. multilocularis ont été trouvées aux abords extérieurs des 

potagers dans l’environnement urbain. Aucun échantillon de sol collecté dans ces jardins n’a 

été testé positif. La contamination des sols apparait très largement répandue dans les jardins 

ruraux car 42% d’entre eux avaient au moins un sol testé positif pour le parasite. La présence 

https://doi.org/10.1051/parasite/2021073
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des œufs d’E. multilocularis dans le sol des jardins ruraux n’était pas significativement associée 

avec la présence de fèces testées positives avant l’échantillonnage des sols, mais également 

avec l’importance et la fréquence des dépôts fécaux des renards et des chats. 
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Abstract 

Echinococcus multilocularis eggs are deposited on the ground with the faeces of the carnivore 

definitive hosts. A reliable assessment of the spatial distribution of E. multilocularis eggs in 

environments used by humans is crucial for the prevention of Alveolar Echinococcosis (AE). 

This study was conducted in 192 rural and 71 urban vegetable gardens in AE endemic areas of 

north-eastern France. Its objective was to explore the relationship between the spatial 

distribution of E. multilocularis estimated from the collection and molecular analysis of two 

types of samples: faeces and soil. A total of 1024 carnivore faeces and 463 soil samples were 

collected and analysed by real-time PCR. No fox droppings and no positive soil samples were 

collected from the urban gardens. Positive soil samples, positive carnivore faeces or both were 

found in 42%, 24% and 6% of the sampled rural gardens. No significant association was found 

between the detection of E. multilocularis in soil samples collected from 50 gardens during a 

single sampling session and the extent and frequency of deposition of fox and cat faeces 

collected during repeated sampling sessions conducted in the previous months. In 19/50 

gardens, E. multilocularis was detected in the soil while no positive faeces had been collected 

in the previous 12 months. Conversely, in 8/50 gardens no soil samples were positive although 

positive faeces had been collected in the previous months. Collecting and analysing faeces 

provide information on the soil contamination at a given time, while collecting and analysing 

soil samples provides an overview of the long-term contamination.  

Keywords: Environmental contamination, soil-transmitted parasites, foodborne parasites, 

copro-qPCR, soil flotation 
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Contamination du sol par Echinococcus multilocularis dans des jardins potagers ruraux 

et urbains en relation avec les dépôts fécaux de renards, de chats et de chiens 

 

Résumé 

Les œufs d'Echinococcus multilocularis sont déposés sur le sol avec les fèces des carnivores 

hôtes définitifs. Une évaluation fiable de la distribution spatiale des œufs d’E. multilocularis 

dans les environnements utilisés par l'homme est cruciale pour la prévention de l'échinococcose 

alvéolaire (AE). La présente étude a été conduite dans 192 jardins potagers ruraux et 71 jardins 

potagers urbains des zones endémiques d'AE du nord-est de la France. Son objectif était 

d’explorer la relation entre la distribution spatiale d’E. multilocularis estimée à partir de la 

collecte et de l'analyse moléculaire de deux types d’échantillons : des fèces et du sol. Au total, 

1024 fèces et 463 échantillons de sol ont été collectés et analysés par PCR en temps réel. Aucun 

excrément de renard et aucun échantillon de sol positif n’a été collecté dans les jardins urbains. 

Des échantillons de sol positifs, des fèces de carnivores positives ou les deux ont été trouvés 

dans 42%, 24% et 6% des jardins ruraux échantillonnés. Aucune association significative n’a 

été trouvée entre la détection d'E. multilocularis dans les échantillons de sol collectés dans 50 

potagers lors d'une unique session d’échantillonnage et l'importance et la fréquence des dépôts 

de fèces de renards et de chats collectées lors d’échantillonnages répétés conduits au cours des 

mois précédents. Dans 19/50 potagers, E. multilocularis a été détecté dans le sol alors qu’aucun 

excrément positif n’avait été collectés dans les 12 mois précédents. À l’inverse, dans 8/50 

potagers aucun échantillon de sol n’était positif alors que des fèces positives avait été collectées 

dans les mois précédents. La collecte et l'analyse de fèces renseignent sur la contamination du 

sol à un instant donné, alors que celles d’échantillons de sol fournissent un aperçu de la 

contamination à long terme 
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Introduction 

Soil is an important transmission route for zoonotic parasites such as helminths or protozoa 

whose infective eggs, oocysts or larvae are spread in the environment with faeces of foxes, dogs 

and cats [2,44,48,66]. Soil types, moisture, and local conditions influence the distribution of 

these zoonotic agents [1,12,61,67]. Putting soiled hand in the mouth and geophagia are 

identified as risk factors for these soil-transmitted parasite zoonosis [38,37,66,7]. As a 

consequence, contamination of sandboxes, backyards, public parks or beaches with zoonotic 

parasites is a public health concern [4,18,35,55,66]. The consumption of raw fresh fruit and 

vegetables in contact with soil contaminated with foodborne parasites is also increasingly 

recognized as a transmission route of zoonotic diseases [6,17,38,42,51,52,69]. However, most 

people are unaware of the risk of zoonotic diseases from intestinal parasites of carnivores 

[57,65,39] and few studies have focused on the parasitic contamination of vegetable gardens 

[4,27,32,42]. In some vegetable gardens of north-eastern France, a high density of fox and cat 

faeces was found, and a large part of the collected faeces tested positive for zoonotic parasites 

[4,5,43]. The risk of human exposure through consumption of raw fruit and vegetables grown 

in contaminated soil is of particular concern with regard to Echinococcus multilocularis 

(Leuckart, 1863), the cestode responsible for alveolar echinococcosis (AE), a rare but severe 

and sometimes fatal human disease [9,64]. Human infection can occur after accidental ingestion 

of Echinococcus multilocularis eggs deposited on the ground with the faeces of infected 

definitive hosts. These eggs can survive for more than a year in cold and damp conditions [71] 

The red fox, Vulpes vulpes, is the main definitive host of E. multilocularis in Europe and is 

responsible for most of the environmental contamination with E. multilocularis eggs in both 

urban and rural areas [25]. In fox population, a low proportion of individuals, mostly juveniles, 

harbour almost the entire parasitic biomass with possibility of simultaneous and successive re-

infections [20,46,50,60]. As juvenile foxes are likely to disperse, the risk of spreading their 

pathogens is high [22,23,58]. The domestic dog, Canis lupus familiaris, is also a definitive host 

of E. multilocularis and its contribution to AE transmission may be significant. The low 

prevalence of E. multilocularis in dog population being compensated by the high density of dog 

faeces around human settlements, their high proximity with humans and a high biotic potential 

of the parasite in the dog [26,30,33,25]. In addition, experimental infections showed that the 

domestic cat, Felis silvestris catus can harbour the adult worms of E. multilocularis but 

generally with low mature worm burden, excreting few eggs which are not yet proved to be 

infective [26,63,68]. However, E. multilocularis eggs have been found in cat faeces collected 
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in the field [15,28,40]. The parasite is usually aggregated in a few micro-foci [15,30,43,47,70] 

whose distribution in urban and rural human environment is a health concern in AE endemic 

regions [16,20,30,34,49]. Reliable information on the distribution of locations where E. 

multilocularis eggs are aggregated in the soil is crucial for AE prevention. 

Assessment of the environmental contamination with E. multilocularis eggs is often based on 

carnivore faeces sampling coupled with molecular analysis of faecal samples [14,30,43]. The 

development of PCR or real-time PCR allow a very sensitive and rapid detection of both host 

species DNA and parasite DNA in faeces [29,31,36]. In addition, the detection of E. 

multilocularis in soil samples is now possible thanks to the recent development of a sensitive 

and reliable flotation/filtration techniques combined with molecular biology [59,67]. However, 

while the collection of a single E. multilocularis PCR-positive scat is sufficient to suggest that 

the soil is contaminated with this parasite, the absence of such faeces at the moment of collect 

does not necessarily mean that the soil is free of E. multilocularis eggs (see e.g., results by 

Umhang and co-workers, 2017 [67]). As the probability of detecting carnivore faeces in the 

field depends on the species, weather conditions, substrate type and carnivore diet [3,21,54], 

the distribution of collected faeces may not be fully representative of their deposition. 

Furthermore, Echinococcus multilocularis eggs may have persisted for weeks or months after 

the faeces that carried them have disappeared. They also may have been dispersed far from their 

place of deposition by runoff [61] or soil ploughing. 

Our objective was to explore the relationship between environmental contamination by E. 

multilocularis eggs, classically assessed by the collection and molecular analysis of carnivore 

faeces and the one assessed by the collection and molecular analysis of soil samples. The study 

was conducted in AE endemic areas of north-eastern France and focused on rural and urban 

vegetable gardens. Specifically, we estimated whether the detection of E. multilocularis in a 

small number of soil samples collected on a one-shot sampling was related to: i) the frequency 

of finding of fox, cat and dog faeces in repeated sampling carried out in the previous months; 

ii) the extent of faeces collected from the same sampling; iii) the detection of E. multilocularis 

in the faeces collected in this sampling, and iv) the size of the gardens sampled. Because urban 

gardens are often fenced, but these wooded areas are nevertheless attractive to wild hosts 

[10,16], faeces were also collected in the immediate vicinity to the urban gardens. 
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Materials and Methods 

Study areas 

The study took place in three French E. multilocularis endemic regions with the highest AE 

incidence [41]: Ardennes, Moselle and Doubs (Figure 25). The French Ardennes (49° 25’ N, 

4° 50’ E) is wooded (oak Quercus spp., beech Fagus sylvatica, hornbeam Carpinus betulus and 

spruce Picea abies), with cultivated fields and pastures. The human population density is 

around 16 inhabitants/km2 and most of the villages have fewer than two hundred inhabitants. 

The Moselle (48° 49’ N, 6° 30’ E) interchanges between wooded and industrialized areas, the 

human density is around 170 inhabitants/km2 and most villages comprise approximately 1,000 

inhabitants. In the Doubs, the sampling took place in the Besançon city (47° 14' N, 06° 01' E), 

half-wooded with forests, parks, vegetable gardens, allotment and worker gardens, cultivated 

fields and a human population density around 366 inhabitants/km². 

 

Figure 25 : Localisation of the three study areas in France (A), highlighting the rural (B) and 

urban (C) settings. 
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Vegetable gardens sampled  

In rural setting (Ardennes and Moselle), 192 vegetable gardens distributed in 38 villages (~ 4 

per villages) were sampled for carnivore faeces during the joint study conducted by Bastien et 

al. [5]. Among them, 185 were vegetable gardens devoted to household consumption and 

spanning 207 ± 14 m² in average size (min= 4 m², max= 1,276 m²). The other seven locations 

were larger cultivated areas devoted to market gardening and spanning 7,550 ± 2,275 m² on 

average (min= 512 m², max=20,553 m²). The total size of these 192 rural vegetable gardens 

was 91,195 m2. In both Ardennes and Moselle, 79 % (152/192) of the sampled vegetable 

gardens were easily accessible to canids because unfenced or not efficiently fenced [5]. Due to 

material and financial constraints, only 50 randomly selected vegetable gardens out of the 192 

sampled for faeces were also sampled for soil. All were located in the Ardennes, 82% (41/50) 

gardens were unfenced or not efficiently fenced to prevent canid’s intrusions. The 50 vegetable 

gardens sampled for soil sized 543 m² ± 203 m2 in average (min: 6 m2, max: 8,384 m2) for a 

total of 27,176 m2. In the urban setting (Besançon city), six cultivated areas surrounded by a 

minimum 1 m-high fence were sampled: two in downtown city, two in the city periphery close 

to wooded areas and two in an intermediate situation. They sized 6,546 m² ± 2,891 m2 in average 

(min=3,935 m2, max=10,539 m2). Each of them are divided into 20 to 35 individual vegetable 

gardens sizing 266 m2 ± 132 m2 in average (min=178 m2, max=527 m2). We sampled between 

11 and 12 vegetable gardens per cultivated area, for a total of 71 vegetable gardens and 18,994 

m2 scanned.  

Figure 26 presents a synopsis of the protocol from sampling design to data analysis.  
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Figure 26 : Process chart showing the collection and analysis of faeces and soil samples in rural and urban vegetable gardens located in E. 

multilocularis endemic regions of the north-eastern France. 
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Faeces and soil sampling 

Faeces sampling consisted of visual scans performed by walking the whole surface of the 

vegetable gardens out of the gardening period to avoid damaging the seedlings. All the 

carnivore faeces detected during scans were collected and decontaminated over seven days at - 

80°C and stored at - 20°C before laboratory analyses. In the Ardennes and Moselle, samplings 

occurred in February, March, October and December 2014 and in January, March, October and 

December 2015 for a total of 8 scans per garden (Figure 26). In urban setting, faeces sampling 

occurred two times, in April and September 2019, and was carried out in the 71 selected 

vegetable gardens and on their access roads and outer edges of the six areas in which they were 

clustered. 

Soil sampling consisted in collecting about 50 grams of soil at a maximum of 5 cm from the 

soil surface. In rural setting, soil sampling in the 50 vegetable gardens took place in January 

2015 and resulted in the collection of five soil samples per vegetable garden, one on each of the 

four borders and one in the centre, for a total collection of 250 soil samples (Figure 26). In the 

urban setting, soil sampling took place in April 2019 in 40 vegetable gardens and in September 

2019 in 31 others. For each of the 71 urban vegetable gardens sampled, three soil samples were 

collected, two at the borders and one in the centre, for a total of 213 soil samples (Figure 26). 

All collected soil samples were decontaminated over seven days at - 80°C, and stored at - 20°C 

before laboratory analyses. 

Molecular analysis 

For the faeces, an amount of 0.5 g for each copro-sample was treated for DNA extraction using 

the QIAamp Fast DNA Stool Mini kit (Qiagen, Hilden, Germany) following manufacturer’s 

recommendations. The host faecal test developed as a multiplex real-time PCR test [29] was 

then used to identify which carnivore species (fox, cat or dog) had released the scat analysed 

(Figure 26). The analysis of faeces collected in the urban setting (Besançon city) was conducted 

in the present study while that of faeces collected in the rural setting (Ardennes and Moselle) 

was previously conducted by Bastien et al. [5]. For each soil sample collected, 10 g was floated 

with zinc chloride to concentrate and isolate parasite eggs and the parasite DNA was extracted 

from the substrate obtained from the filtered supernatant with the QIAamp DNA Mini kit 

(Qiagen, Hilden, Germany) ([67], Figure 26). DNA extracts from faeces and soil were then 

tested in a specific E. multilocularis real-time PCR (E. multilocularis-qPCR) in order to detect 

the presence of E. multilocularis DNA based on the amplification of a part of the mitochondrial 

rrnL gene ([29,31], Figure 26). An internal control tool tested the presence of PCR inhibitors 
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[29]. The two qPCRs were performed in a duplex-qPCR. Reactions with Ct < 45 cycles were 

considered positive for E. multilocularis-qPCR. All samples were tested in duplicate. If at least 

one of the duplicates was positive, the stool or soil sample was considered positive. If at least 

one of the three (urban setting) or five (rural setting) soil samples collected in a vegetable garden 

was tested positive, the vegetable garden was considered positive. 

Data analysis  

The percentage of fox, dog and cat faeces in the total faeces collection and the occurrence of E. 

multilocularis in faeces were expressed with their 95% confidence intervals (95% CI), and were 

compared between the 50 soil-sampled gardens and the other 142 rural gardens without soil 

sampled using Chi-square tests or Fisher’s exact test when sample size was not sufficient.  

Three descriptors of the intensity or importance of faecal deposit were computed per vegetable 

garden and carnivorous species (Figure 26): (1) Visit rate was used as a proxy for the regularity 

of the vegetable garden use as defecation site. It was calculated as the number of sampling 

sessions in which faeces were collected relative to the total number of sampling sessions 

[19,56]; (2) Average faecal deposit density per sampling session was calculated as the number 

of faeces collected per 100 m² relative to the number of sampling sessions in which faecal 

samples were found. This descriptor was used as an index of average garden use as defecation 

site; (3) Cumulative faecal density was calculated over the entire sampling as the total number 

of faeces deposited per 100 m2. From these three descriptors, a non-hierarchical cluster analysis 

following a K-means partition procedure based on Euclidean distance measures was performed 

to group vegetable gardens according to the importance of faecal deposition [8] defined as 

“null”, “moderate” or “high”. The values of the three descriptors were first standardized on a 

0-1 scale to give the same weight to each garden. Differences in percentage of vegetable gardens 

with positive soil between these three classes were tested using Chi-square tests of 

homogeneity.  

We assessed the frequency of use of vegetable gardens as defecation sites by determining faecal 

density per sampling session, which was considered as an index of the turnover of faecal 

deposits and was based on the number of faeces deposited per 100 m2 every 6 weeks. Faeces 

collected in December, January and March were taken into account, whereas samples collected 

in October were not, because they could have been deposited for more than 6 weeks. The 

influence of the turnover of faecal deposits on the distribution of E. multilocularis in the soil of 

the vegetable gardens (presence/absence) was evaluated using the nonparametric Wilcoxon-

Mann Whitney test. Finally, an index of soil contamination per garden was defined as the 
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number of soil samples positive for E. multilocularis eggs DNA on the total number of soil 

samples collected. The non-parametric Kruskal-Wallis rank sum test was used to compare this 

contamination index between three classes of garden sizes: small garden (≤ 150 m²), medium 

garden (151 - 300 m²) and large garden (> 300 m²). All computations and analyses were 

performed using R (version 3.5.1 [45]) with significant differences for P ≤ 0.05.  

 

Results  

Faecal contamination of vegetable gardens  

At least one scat was found in 148 out of the 192 rural vegetable gardens [5] and in 8 out the 

71 urban vegetable gardens sampled, for a total number of 1,016 and 8 carnivore faeces 

collected in the rural and urban settings, respectively (Table 10). Five fox faeces, 6 cat faeces 

and 9 dog faeces were found at the outer edges of the cultivated areas, outside the fences. Cat, 

fox and dog faeces accounted for 58.8% (n=597), 31.4% (n=319) and 9.8% (n=100), 

respectively of the 1,016 faeces collected in Ardennes and Moselle [5], whereas of the 8 faeces 

collected in urban gardens, 3 were attributed to cats and 5 to dogs. The distribution of fox, dog 

and cat faeces in the rural vegetable gardens did not significantly differ between the 389 faeces 

collected in the subsampling of the 50 soil-sampled gardens and the 627 faeces collected in the 

other 142 rural vegetable gardens (Table 10, P > 0.05). None of the dog faeces collected tested 

positive for E. multilocularis (Table 10). The distribution of E. multilocularis DNA-positive 

faeces among fox and cat faeces did not vary significantly between the subsampling of the 50 

soil-sampled gardens and the other 142 rural vegetable gardens (Table 10, P > 0.05). As both 

of sub-samples showed a similar distribution of faeces from different host species and E. 

multilocularis faecal prevalence, data from the 50 soil-sampled rural vegetable gardens were 

assumed transposable to the entire rural setting studied. At least one fox scat was found in 25 

of the 50 vegetable gardens sampled for soil, at least one cat scat was found in 34 of them and 

at least one dog scat was found in 12 of them. No faeces collected inside the urban gardens 

were tested positive. However, one out of the five fox faeces collected in the vicinity of the 

urban vegetable gardens was positive for E. multilocularis DNA as were 18/137 (13.1%) of the 

fox faeces and 2/224 (0.9%) of the cat faeces collected in the 50 rural vegetable gardens sampled 

for faeces and soils (Table 10). Faeces that tested positive for E. multilocularis were distributed 

in 12/50 rural soil-sampled gardens (24.0%, 95% CI [13.1-38.2]). Out of the 20 positive faeces, 

15 positive fox faeces distributed in 10/50 rural soil-sampled gardens were collected 1 – 12 

months before soil sampling. The importance of faecal deposit in urban vegetable gardens was 
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not assessed due to the low number of faeces collected (N=8). In addition, the relatively small 

number of dog faeces collected in rural setting prevented any attempt to analyse their deposit 

importance. The cluster analysis based on fox and cat faecal descriptors unequally divided the 

50 soil-sampled rural vegetable gardens among the three predefined classes (see Table 11 for 

details of the mean values for each host): (a) 13 had a null faecal deposit; (b) 22 had a moderate 

faecal deposit with an average of 3.42 faeces collected per 100 m² (range 0.11 - 12.08); (c) 15 

had a high faecal deposit with an average of 8.57 faeces collected per 100 m² (range 1.39 - 

57.69). The overall average turnover of faecal deposit was 0.95 per 100 m²/6 weeks (range 0.00 

– 12.82), ranged from 0.70 per 100 m²/6 weeks (range 0.00 – 8.55) to 0.25 per 100 m²/6 weeks 

(range 0.00 – 4.27) for cats and foxes, respectively.  

 

 

Table 10 : Number of fox, dog and cat faeces found in rural and urban vegetable gardens of 

north-eastern France and number of faeces and soil samples tested positive for E. multilocularis 

by real-time PCR.  

 

  Faeces  

Soil 

samples 

  Total Fox Dog Cat 

Urban gardens 

sampled for 

faeces and soil  

(N=71) 

No. sampled  8 0 5 3 213 

Positive samples  0 - 0 0 0 

Occurrence %  0 - 0 0 0 

95% CI - - - - 0-0.02 

Rural gardens 

sampled for 

faeces 

(N = 142) 

No. sampled 627 182 72 373 - 

Positive samples 35 30 0 5 - 

Occurrence % 5.6 16.5 0 1.3 - 

95% CI 3.9-7.7 11.4-22.7 0-0.1 0.4-3.1 - 

Rural gardens 

sampled for 

faeces and soil 

(N = 50) 

No. sampled 389 137 28 224 250 

Positive samples 20 18 0 2 26 

Occurrence % 5.1 13.1 0 0.9 10.4 

95% CI  3.2-7.8 8.0-20.0 0-0.1 0.1-3.2 6.9-14.9 

95% CI: 95% confidence interval. 
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Table 11 : Values of descriptors of fox and cat faeces deposition and proportion of vegetable 

gardens with at least one soil sample tested positive for Echinococcus multilocularis DNA in 

the three classes of intensity of faecal deposits. 

 

Descriptors 

(definition) 

Species 

Species 

Intensity of faecal deposit 

Null 

n=13 

Moderate 

n=22 

High 

n=15 

Cumulative faecal density 

Mean (± SE) number of faeces deposit 

per 100 m² 

Fox 0 1.19 (± 0.25) 2.87 (± 1.71) 

Cat 0 2.23 (± 0.55) 5.69 (± 2.16) 

Average faecal deposit density 

Mean (± SE) number of faeces deposit 

per 100 m² relative to the number of 

sessions with faeces found  

Fox  0 0.66 (± 0.17) 1.12 (± 0.55) 

Cat 0 1.36 (± 0.30) 2.08 (± 1.02) 

Visit rate 

Proportion [95% CI] of session with 

faeces collected relative to the total 

number of session 

Fox 0 0.25 [0.15-0.36] 0.17 [0.07-0.26] 

Cat   0 0.24 [0.17-0.32] 0.38 [0.28-0.45] 

Proportion of vegetable gardens with E. 

multilocularis- positive soil samples  

Percentage [95 % CI] 

6/13 6/22 9/15 

46.2 %[20.4-73.9]  27.3 % [11.6-50.4] 60 % [32.9-82.5]  

SE: standard error; 95% CI: 95% confidence interval. 

 

Soil contamination  

Of the 250 soil samples from the rural vegetable gardens, 26 (10.4%, 95% CI [6.9-14.9]) were 

tested positive for E. multilocularis eggs DNA (Table 10). These E. multilocularis-positive 

soils were distributed in 21/50 vegetable gardens (42.0%, 95% CI [28.2-56.8]). Soil samples 

were tested positive in 4/9 (44.4%) enclosed rural gardens, while no E. multilocularis-positive 

soil was detected among the 71 selected urban vegetable gardens clustered in the 6 cultivated 

areas – all fenced. In most of the rural vegetable gardens positive for E. multilocularis eggs 

DNA (17/21), only one soil sample was tested positive out of the five collected. In three 

vegetable gardens, 2/5 soil samples were tested positive. In one vegetable garden, 3/5 soil 

samples were tested positive. Contamination index did not differ significantly between the 

small (n= 18), medium (n=17) and large (n=15) rural vegetable gardens (Figure 27, Kruskal-

Wallis rank sum test: χ²= 0.42, P=0.810). 
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Figure 27 : Index of soil contamination by Echinococcus multilocularis in relation to the size 

of rural vegetable gardens sampled from north-eastern France. Bars represent the mean 

contamination index (± Standard Error); white crenelated dots, the contamination index per 

vegetable garden. 

 

Concordance between faeces and soil analysis 

The turnover of cat and fox faecal deposits in rural gardens did not differ significantly between 

garden with E. multilocularis-negative soil and gardens with E. multilocularis-positive soil 

(Figure 28, Mann-Whitney test, W=274, P = 0.546 and W=395, P = 0.056, respectively). 

Vegetable gardens with at least one contaminated soil sample were homogeneously distributed 

among those with null, moderate and high faecal deposits (Table 12, χ²=4.05, P=0.132). 

Specifically, the percentage of gardens with at least one fox scat did not differ between the 21 

rural gardens with at least one E. multilocularis-positive soil sample and the 29 rural gardens 

with no positive soils (38.1%, 95% CI [18.1-61.6] versus 58.6%, 95% CI [38.9-76.5] 

respectively, χ²=1.31, P=0.251). Only faeces of cats were found in 6/21 rural gardens where at 
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least one E. multilocularis-positive soil sample was collected. Overall, soil and faecal samples 

were both tested positive for E. multilocularis in 3/50 rural gardens (6.0%, 95% CI [1.3-16.5]). 

The percentage of vegetable gardens with at least one E. multilocularis-positive soil sample did 

not significantly differ between the rural gardens where E. multilocularis-positive faeces were 

collected before soil sampling (20.0%, 95% CI [2.5-55.6]) and those where no positive faeces 

was collected or where positive faeces were only collected after soil sampling (47.5%, 95% CI 

[31.5-63.8], Fisher’s exact test, P=0.223). The information provided by the analysis of soil 

samples collected from rural gardens in January 2015 and that of faeces collected from the same 

gardens in the previous months is consistent for 21/29 (72.4 %) rural gardens in which no E. 

multilocularis-positive samples (either soil or faeces) was found and for 2/21 (9.5 %) gardens 

in which both E. multilocularis-positive faeces and soil sample were found (Supplementary 

Table 1, Annex E). In all 2 last cases, the collection of positive faeces (fox faeces in March 

2014 and in October 2014) preceded by several months that of a positive soil sample. In 8 rural 

gardens where at least one positive scat was found at each copro-sampling session (13 positive 

fox faeces were collected between February and December 2014), no soil was tested positive 

(Supplementary Table 1, see Annex E). In 19 rural gardens where at least one soil sample tested 

positive, no scat was tested positive before soil collection (Supplementary Table 1, see Annex 

E).  

 

Figure 28 : Average turnover of fox and cat faecal deposits in rural vegetable gardens (N=50) 

sampled from north-eastern France, with soil tested negative and positive for E. multilocularis 

eggs DNA. Line segments represent Standard Error. 
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Discussion 

In the urban setting, only a few cat and dog faeces were collected in vegetable gardens and all 

these faeces were tested negative for E. multilocularis DNA. It is therefore not surprising that 

none of the soil samples collected were tested positive. However, our urban sampling provides 

two important pieces of information: the collection of fox faeces on the outer edges but not 

inside the fenced urban vegetable gardens confirms the effectiveness of fences to prevent fox 

intrusion [5], and the detection of E. multilocularis DNA in one of these faeces attests to the 

risk of soil contamination by this parasite in the city of Besançon. In the rural setting, E. 

multilocularis DNA was detected in 10.4% of the soil samples collected in vegetable gardens 

which is consistent with the 11.3 % and 11.7 % E. multilocularis-positive soil samples collected 

in E. multilocularis endemic areas from northeast Poland [59] and north-eastern France [67], 

respectively. This similar relatively high rate of E. multilocularis in soil samples in the latter 

studies supports the high sensitivity of flotation/filtration techniques combined with molecular 

biology in the investigation of soil-transmitted parasite. The 35% prevalence of E. 

multilocularis in the local fox population [13] and the use of half of the sampled rural gardens 

as a defecation site by foxes is sufficient to explain the presence of E. multilocularis in the soil 

of 42% of the 50 rural gardens sampled. 

Another interesting finding was the absence of significant association between the detection of 

E. multilocularis-positive soil samples in the vegetable gardens and the importance and 

turnover of fox and cat faecal deposit in the 12 previous months. The proportion of vegetable 

gardens which had at least one fox dropping and one E. multilocularis positive soil sample was 

not higher than the proportion of gardens with no fox dropping but at least one E. multilocularis 

positive soil sample. In vegetable gardens, frequent watering and turning of the soil can 

accelerate the degradation of faeces and thus reduce the number of faeces detected [5]. This 

sampling bias can be reduced by increasing the frequency of sampling as recommended by 

Sanchez et al. [54]. The fact that only cat faeces were found in six out of the 21 rural vegetable 

gardens where E. multilocularis-positive soil samples were found can be due to insufficient 

sampling to detect the more rarely deposited fox faeces. However, it is also possible that only 

cats used these six gardens as defecation sites during the entire study period, in which case the 

soil would have been contaminated with E. multilocularis from cat faeces. The latter finding 

and the importance of the deposition of cat faeces in vegetable gardens [4] even at very low E. 

multilocularis occurrence (less than 1% in this study) support the need for further investigation 

on the reproductive potential of E. multilocularis in cats in the field. 
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In 19/50 rural vegetable gardens sampled for faeces and soil, E. multilocularis positive soil 

samples were found while no scat tested positive was previously collected. The persistence of 

E. multilocularis eggs accumulated over time in soil may explained this result. Such long-term 

persistence has already been demonstrated for Echinococcus granulosus eggs that were found 

in topsoil samples of plots occupied by experimental infected dogs 41 months after the dogs 

were removed from the study enclosures, and were found to remain infective after 41 months 

of aging in soil under environmental conditions of the Patagonian region of Argentina [61,62].  

Insufficient soil sampling may also be responsible for an apparent lack of concordance between 

faecal deposits and soil contamination. This is probably the reason for the lack of detection of 

E. multilocularis in the five soil samples collected in eight of the rural vegetable gardens where 

at least one positive fox scat was found at each previous copro-sampling session. Although no 

significant relationship was found between the detection rate in the five soil samples collected 

per vegetable garden and the size class of the vegetable gardens (ranging from 15.6 to 8,384 

m²), collecting more soil samples than we did or a given number of soil samples per m² using a 

systematic method (e.g., systematic aligned or unaligned methods; see [12] for details) may 

provide a better overview of soil contamination by better taking into account the heterogeneous 

dispersion of the soil-transmitted helminths in the environmental matrices [12]. 

In conclusion: i) the collection and analysis of carnivore faeces allow an estimation of the 

respective contribution of definitive host species responsible for the contamination of vegetable 

gardens by E. multilocularis and an instant indication of soil contamination. Regularly 

screening of the parasite in faeces may also allow a comprehensive understanding on variation 

in E. multilocularis shedding frequency by definitive host species. But sampling and molecular 

analysis of faeces do not always reflect the spatial and temporal distribution of soil 

contamination even when conducted through repeated sampling; ii) One-shot soil sampling 

appears easier to conduct and may provide a better overview of the long-term contamination in 

vegetable gardens where micro-climatic conditions (e.g., regular soil watering) could ensure 

optimal egg survival. However, its reliability depends on the sampling design; iii) Therefore, 

the analysis of faeces and soil samples should be used in a complementary way. This two-fold 

analytical approach may provide information on guiding the assessment of the dynamics of 

environmental contamination by E. multilocularis and thus identifying sites at-risk of human 

contamination. Collection and analysis of more frequent soil samples over a longer time span 

may provide insight to seasonal and spatial variations in persistence of E. multilocularis eggs 

in soil for a relevant estimation of the environmental exposition for intermediate hosts and 

humans. Finally, the presence of E. multilocularis positive faeces in vegetable gardens [42, this 
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study] and the detection of E. multilocularis on fruit and vegetables [24,32] argue for the 

development of standardized methods allowing the diagnosis of E. multilocularis and other 

helminths or protozoan on fresh produce. Thus far, no such method is available to estimate the 

risk for consumer exposure to foodborne parasites in raw fruit and vegetables along the agri-

food chain [11,53].  
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5. Conclusion 

Les résultats concernant l’environnement urbain démontrent l’utilité des clôtures dans la 

protection contre l’intrusion des renards et donc, confirment la grande efficacité de cette mesure 

préventive contre la contamination initiale des sols par les parasites zoonotiques hébergés par 

les hôtes sauvages (Błaszkowska et al., 2015; Bastien et al., 2019). Le fait qu’E. multilocularis 

a été détecté dans le sol de 19/50 potagers ruraux alors qu’aucun excrément positif au parasite 

n’avait été trouvé dans les 12 mois précédents pourrait s’expliquer par la persistance à long 

terme des œufs du parasite. Toutefois, seulement cinq échantillons de sols ont été collectés par 

potagers ruraux alors que leurs surfaces étaient très variables, allant de 15,6 à 8384 m2 pour les 

50 potagers ardennais inclus dans l’échantillonnage des sols et fèces. De plus, les fèces 

pouvaient être complètement dégradées et donc disparaitre durant les périodes comprises entre 

les sessions de prospection. Ainsi, la collecte et l’analyse non exhaustives des fèces réellement 

déposées et de la contamination des sols peuvent vraisemblablement interférer dans l’étude du 

lien entre les dépôts fécaux et la contamination environnementale. Il importe donc de prendre 

en compte les biais d’échantillonnage des sols et de collecte des fèces dans des études futures 

pour étayer ces résultats sur la persistance des œufs dans le sol.
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Intérêt méthodologique de l’étude : échantillonnage concomitant des fèces des différents HD 

d’E. multilocularis.  

Les facteurs de risque de transmission d’E. multilocularis varient en fonction des différents 

niveaux de perception spatiale (Danson et al., 2003). À une échelle régionale, le paysage est un 

facteur déterminant dans la transmission du parasite alors qu’à une échelle locale, la 

transmission est liée à la distribution des fèces des HD et plus particulièrement des fèces 

porteuses des œufs du parasite ainsi qu’à la survie et la dispersion de ces œufs contrôlées par 

les conditions microclimatiques locales (Giraudoux et al., 2002, 2013a; Danson et al., 2003; 

Pleydell et al., 2004). De plus, le risque zoonotique est largement modulé par la proximité entre 

l’endroit de dépôt des fèces porteuses du parasite et les populations humaines ainsi que par leurs 

activités ou facteurs comportementaux (Euzet and Combes, 1980; Holmes, 1987; Danson et al., 

2003; Macpherson, 2005; Guislain et al., 2007). Le niveau et la persistance de la contamination 

environnementale par les œufs du parasite au plus près de l’homme apparaissent donc comme 

des paramètres clés qui affectent la transmission du parasite. La compréhension fine de ces 

paramètres apparait indispensable pour initier des mesures de contrôle de l’abondance du 

parasite sur le terrain.  

Pour estimer l’exposition à E. multilocularis pour l’homme et les rongeurs sensibles, il fallait 

ainsi s’intéresser à la distribution des fèces des trois principales espèces de carnivores – renards, 

chiens et chats – impliquées dans le cycle du parasite dans le contexte européen. Comme nous 

l’avons rappelé précédemment, des simulations basées sur le potentiel biotique d’E. 

multilocularis au sein des trois HD, la densité des HD et la quantité de fèces déposées par 

chaque hôte, ont identifié les renards roux et les chiens comme les plus responsables de la 

contamination environnementale par les œufs dans les zones rurales et urbaines d’endémicité 

faible ou élevée alors que le rôle du chat apparait marginal (Hegglin and Deplazes, 2013; Knapp 

et al., 2018). Cependant, comme l’ont défini Knapp et al. (2018), le risque d’exposition lié à 

chaque HD peut être l’association de, non seulement, la quantité de fèces, la prévalence du 

parasite dans les fèces, mais aussi, la charge d’œufs produite et la distribution spatiale des fèces. 

Par exemple, une faible prévalence des œufs associée à des dépôts fécaux fréquents et 

abondants des carnivores domestiques dans l’environnement immédiat de l’homme pourraient 

au final contribuer plus substantiellement au risque zoonotique. Par ailleurs, l’établissement 

d’un cycle synanthropique qui serait entretenu par les trois carnivores peut s’avérer 

particulièrement préoccupant en termes de santé publique (Otranto et al., 2015a). Peu d’études 

ont cependant investigué la distribution concomitante des fèces des trois carnivores pour 
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identifier la contribution relative des HD au niveau de l’espèce et au niveau individuel dans la 

contamination environnementale par le parasite et pour comprendre la circulation du parasite 

entre ces différents HD.  

Principaux résultats : La superposition des fèces des renards, chiens et chats suggère que les 

trois HD pourraient être impliqués dans le cycle synanthropique d’E. multilocularis. Seulement 

quelques renards infectés sont responsables de la dissémination des œufs d’E. multilocularis, 

qui apparaissent groupés et persistants dans l’environnement. La comparaison des profils 

génétiques d’E. multilocularis supporte l’hypothèse selon laquelle les renards constituent le 

compartiment réservoir du parasite, qui alimente et maintient le cycle domestique entretenu 

par les chiens et chats.  

Notre étude a été conduite entièrement à une échelle locale. Il semble que ce niveau de 

perception soit préférable pour disposer d’informations fines sur la circulation du parasite parmi 

les hôtes et caractériser avec précision le cycle du parasite et le risque d’exposition pour les 

hôtes (Guislain et al., 2007; Guislain, 2008). Les résultats de notre travail exploratoire (Partie 

1.4) sont en concordance avec ceux rapportés par Knapp et al. (2018) par rapport à la 

particularité du degré de superposition de la distribution des fèces des carnivores domestiques, 

notamment des chiens avec celles des renards au centre de notre site d’étude. Cette observation 

suggère que les trois HD pourraient être impliqués dans un cycle synanthropique où le rôle de 

chaque protagoniste était à déterminer. La présence des œufs d’E. multilocularis a été confirmée 

en majorité dans les fèces de renards (Partie 1.4) et nous avons montré également que ces fèces 

portaient les plus fortes charges en œufs de Taeniidae (et probablement en œufs d’E. 

multilocularis) (Table 8; Partie 2.4). D’une part, ces résultats confirment le rôle prépondérant 

des populations vulpines dans la contamination environnementale par E. multilocularis. D’autre 

part, ces données supportent l’hypothèse selon laquelle les renards seraient le compartiment 

réservoir du parasite, qui alimenterait et maintiendrait le cycle (péri) domestique. En nous 

intéressant par la suite aux profils génétiques EmsB issus des œufs d’E. multilocularis isolés 

des fèces de chacune des trois espèces d'HD, nous avons identifié trois souches parasitaires 

locales, toutes présentes chez les renards alors que les chiens et les chats hébergeaient deux des 

trois souches (Partie 2.4). Ces résultats suggèrent l’implication des trois carnivores dans le 

cycle local du parasite, plus particulièrement des chats – hôte peu fertile pour la reproduction 

du parasite (Kapel et al., 2006) – , dans la mesure où des œufs d’E. multilocularis avec des 

profils EmsB fiables ont été observés dans leurs fèces. De plus, ces profils étaient identiques 

avec ceux de patients atteints de l’EA dans la même région ou de régions proches (Partie 2.4). 
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Dès lors, le risque zoonotique lié au contact étroit avec les chiens et chats devrait être considéré. 

Par ailleurs, nous avons montré qu’il existait une hétérogénéité spatiale locale du risque 

d’exposition aux œufs d’E. multilocularis via les fèces de renards (Partie 1.4) (voir aussi les 

résultats de Giraudoux et al., 2002; Robardet et al., 2011; Knapp et al., 2018), ce qui représente 

sans doute un enjeu clé dans la transmission micro-locale du parasite. Nous avons alors tenté 

d’explorer en profondeur cette surdispersion du parasite par l’évaluation de la contribution 

individuelle parmi la population locale de renards roux. De plus, la persistance de œufs a été 

investiguée dans un environnement (potagers) où l’homme pourrait être exposé directement à 

travers ses activités et habitudes alimentaires. Ainsi, l’identification individuelle des fèces de 

renards par génotypage a permis de montrer, qu’au cours des trois années de l’étude, seulement 

quelques individus parmi les renards porteurs d’E. multilocularis, avaient déposé la majorité 

des fèces testées positives pour le parasite (Partie 1.5). Ces individus sont susceptibles d’être 

des « super-propagateurs » du parasite dans l’environnement. Cette information apparait 

pertinente pour la compréhension de la circulation locale du parasite et son contrôle. Par 

ailleurs, l’étude de la contamination des sols dans des jardins potagers où le parasite apparait 

sur-disperser (Bastien, 2017; Poulle et al., 2017) a confirmé la persistance à long terme des 

œufs dans le sol car des échantillons de sols testés positifs pour le parasite ont été retrouvés 

dans des potagers dans lesquels aucun excrément de renard n’a été trouvé (Partie 3.4). La 

disponibilité groupée des œufs dans l’environnement apparait alors rémanente et pourrait 

contribuer à maintenir localement un niveau de pression d’exposition continu sur les rongeurs 

sensibles et peut être un risque zoonotique difficile à contrôler. L’ensemble des résultats tirés 

de cette étude est résumé dans la Figure 29.  

 

 

 

 

 

 

 

 



Discussion générale  

177 

 

Surdispersion des œufs d’E. 

multilocularis via les fèces des renards  

Persistance à long terme des œufs d’E. 

multilocularis dans l’environnement  

Super-propagateurs d’Echinococcus multilocularis 

Fèces : 

En rouge, positives  

Renard

s Chats 

Chiens 

Partie 1.5 

Absence de fèces positives au 

cours des 12 mois précédents  

Détection des œufs d’E. 

multilocularis dans le sol 

Partie 3.4 

Partie 2.4 

Cycle sylvatique 

Profils EmsB: Gr1, Gr2, Gr3 

Profils EmsB: Gr1, Gr3 

Cycle domestique 

Contact direct 

Défécation  

Prédation  

Défécation  
Prédation  

Défécation  

Profils EmsB: Gr1, Gr2, Gr3 

Défécation  

C
y
cl

e 
sy

n
an

th
ro

p
iq

u
e
 

Chevauchement des fèces des 

trois hôtes définitifs  

Partie 1.4 

Figure 29 : Schéma sommaire des résultats obtenus au cours de cette étude.  
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Limites de l’étude : biais d’échantillonnage en raison de la faible quantité/qualité de l’ADN 

des hôtes et d’E. multilocularis contenu dans les fèces.   

Notre approche méthodologique nous a permis ainsi de réaliser une étude intégrée de la 

circulation du parasite chez les trois HD et dans l’environnement. L’échantillonnage des fèces 

était plus adapté pour répondre à nos objectifs car l’autopsie d’une part, ne peut fournir aucune 

donnée sur l’hétérogénéité spatiale du dépôt des œufs du parasite (Pleydell et al., 2004) et 

d’autre part, étant totalement exclue chez les hôtes domestiques, ne pouvait permettre l’étude 

des variants génétiques parasitaires circulant localement entre les trois carnivores. L’utilisation 

des copro-échantillons a cependant nécessité des étapes importantes de mise au point et 

d’optimisation de nos protocoles d’analyses. Malgré ces étapes d’optimisation, nos différents 

travaux ont pu être biaisés par le nombre restreint d’échantillons réellement inclus dans les 

analyses, en raison notamment de la faible quantité et/ou qualité de l’ADN (des hôtes et du 

parasite) inhérentes aux échantillons non-invasifs (Taberlet and Luikart, 1999; Valière, 2002a). 

Par exemple, les profils EmsB identifiés parmi les populations de carnivores domestiques ne 

provenaient que de 3 copro-échantillons de chiens et d’un seul de chat. L’inclusion d’un plus 

grand nombre de fèces provenant d’hôtes domestiques contenant des œufs du parasite 

permettrait d’identifier d’éventuels profils parasitaires majoritaires communs aux trois hôtes. 

Ces données supplémentaires pourront servir à consolider les résultats sur le déséquilibre de la 

diversité génétique du parasite entre les différents hôtes et à mieux cerner les interconnexions 

entre les cycles sylvatiques et domestiques. De même, comparativement à la totalité des fèces 

de renards collectées (N=386), les analyses de génotypage et d’identification individuelle ont 

été réalisées avec succès pour un faible nombre d’entre eux (n=124) du fait notamment d’un 

manque de temps. Par exemple, la seule étape de mise au point du génotypage à partir des fèces 

a nécessité près d’un an de manipulations au laboratoire pour divers tests d’optimisation des 

protocoles d’extractions de copro-ADN et de multiplexage des réactions d’amplifications. Le 

génotypage de toutes les fèces de renard collectées permettrait de disposer d’un effectif assez 

conséquent d’individus pour étudier la variation temporelle de la prévalence du parasite parmi 

la population locale des renards. Disposer d’un effectif plus important permettrait aussi 

d’analyser plus finement la part des individus dans l’hétérogénéité spatiale de la dispersion des 

œufs en reliant la distribution de leurs fèces au cluster des fèces positives détecté sur le site 

d’étude.   
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1. Surdispersion des fèces porteuses des œufs d’E. multilocularis  

La distribution agrégative des œufs d’E. multilocularis dans l’environnement représente un 

paramètre clé dans la transmission locale du parasite et un facteur de risque zoonotique 

majeur. 

L’hétérogénéité de la distribution d’E. multilocularis parmi les hôtes a été démontrée dans 

plusieurs travaux et ceci à différentes échelles (Giraudoux et al., 2002; Hansen et al., 2004; 

Guislain et al., 2007; Guislain, 2008; Burlet et al., 2011; Said-Ali et al., 2013; Liccioli et al., 

2014; Bastien, 2017; Poulle et al., 2017; Fischer et al., 2020). Dans tous les cas, la distribution 

agrégative des œufs représente un facteur de risque zoonotique majeur (Hansen et al., 2004). 

Plusieurs hypothèses peuvent expliquer cette distribution hétérogène micro-locale des œufs 

d’E. multilocularis observée via les fèces des renards sur le terrain (Hansen et al., 2004). Il est 

possible que le marquage fécal soit la cause de la surdispersion des fèces contenant les œufs 

puisque nous avons montré qu’il pourrait exister une structuration des territoires sur le site 

d’étude pour quelques individus identifiés qui avaient déposé des fèces suffisamment dispersées 

permettant d’évaluer la taille minimale de leur domaine vital par le tracé d’un polygone convexe 

(Partie 1.6). Cependant, la distribution spatiale hétérogène des rongeurs sensibles peut être un 

argument valable puisque les rongeurs infectés seraient plus enclins à la prédation par les 

renards, l’infection diminuant fortement leur capacité de mobilité (Hansen et al., 2004). Par 

voie de conséquences, les mêmes renards se réinfecteraient constamment par la prédation des 

rongeurs infectés présents dans leurs domaines vitaux et donc déposeraient plus fréquemment 

les fèces positives au même endroit. Cet argumentaire est corroboré d’une part, par l’existence 

démontrée de micro-foyers d’environ 10 m² dans lesquels les prévalences apparaissent très 

élevées parmi les rongeurs – plus de 12 à 15% contre une moyenne de 0,3% dans la zone d’étude 

et des prévalences à l’échelle régionale n’excédant généralement pas 1‰ même en zone de 

forte endémicité  – (Giraudoux et al., 2002); d’autre part, par les résultats de Liccioli et al. 

(2015b) qui ont rapporté que dans leur zone d’étude, plus de 50% des coyotes identifiés par 

leurs fèces se réinfectaient par E. multilocularis plusieurs fois par an. Il serait alors utile 

d’inclure les dynamiques des populations locales de rongeurs sensibles ainsi que les prévalences 

du parasite chez ces HI pour mieux comprendre la disponibilité groupée des œufs d’E. 

multilocularis. Enfin, il apparait vraisemblable que l’hétérogénéité spatiale locale du risque 

d’exposition au parasite varie suivant les saisons car les œufs d’E. multilocularis persistent 

durablement dans des conditions fraiches mais perdent rapidement leur infectiosité dans des 

conditions de températures élevées et de faibles humidités (Veit et al., 1995). De plus, nous 
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avons montré que le nombre de renards observés durant plusieurs années était significativement 

faible par rapport aux individus observés durant une seule année (Partie 1.5) (voir aussi les 

résultats d’Amaike et al., 2018), ce qui suggère un taux de renouvellement important de la 

population locale et donc possiblement un changement fréquent des domaines vitaux. La 

distribution des fèces contenant les œufs du parasite pourrait alors également varier 

spatialement.  

Comme nous l’avons vu dans la première partie de nos travaux concernant la commune des 

Alliés, l’analyse descriptive préliminaire permet de mettre en évidence sur les deux autres 

communes incluses dans le projet MONIZOO, le dépôt important de fèces de renards et chiens 

(Tableau 12), HD identifiés comme les plus responsables de la contamination 

environnementale par E. multilocularis (Hegglin and Deplazes, 2013). De même, l’ADN d’E. 

multilocularis a été révélé majoritairement dans les fèces de renards et plus surprenant, plus 

dans les fèces de chats que celles de chiens (Tableau 12). Par ailleurs, la présence d’ADN de 

Toxocara spp. a été largement détectée dans les fèces de chats et de renards (Tableau 12). Dès 

lors, des analyses plus approfondies des données issues des trois communes permettront de 

consolider nos constats et de disposer de résultats consistants pour la compréhension fine de la 

variation spatio-temporelle du risque d’exposition au parasite E. multilocularis. Il est prévu 

notamment l’étude des différences spatiales, intra et inter-saisonnières des prévalences 

parasitaires fécales et ceci en fonction de différents paramètres géographiques et 

météorologiques – altitude, type de paysage, températures, enneigement, hauteur des 

précipitations, humidités – et éventuellement, des dynamiques de populations des HI sur chacun 

des trois sites.  
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Tableau 12 : Répartition des fèces collectées en fonction des principales espèces émettrices et 

des parasites Echinococcus multilocularis et Toxocara spp. identifiés par qPCRs sur les trois 

sites d’étude du projet « Monitoring des Zoonoses ». 

 

Hôtes Parasites Les Alliés Rogéville Velaine-sous-Amance 

Chien 

E. multilocularis 18 (2,6%) 7 (1,9%)  5 (0,8%) 

Toxocara spp. 25 (3,7%) 1 (0,3%) 27 (4,2%) 

Em + Toxocara 0 0 0  

No. de fèces 679 368 639 

%  57,0 27,9 41,6 

Renard  

E. multilocularis 79 (20,5%) 161 (18,3%) 152 (20,7%) 

Toxocara spp. 85 (21,9%) 155 (17,7%) 123 (16,7%) 

Em + Toxocara     23 (5,9%) 31 (3,5%)  40 (5,4%) 

No. de fèces 386 878 735 

%  32,4 66,6 47,9 

Chat 

E. multilocularis 6 (7,2%) 4 (9,8%) 2 (2%) 

Toxocara spp. 53 (63,9%) 26 (63,4%)    61 (62,2%) 

Em + Toxocara 3 (3,6%) 3 (7,3%) 2 (2%) 

No. de fèces 83 41 98 

% 7,0 3,1 6,4 

ND 

E. multilocularis 3 (6,9%) 2 (6,2%) 5 (7,9%) 

Toxocara spp. 2 (4,6%) 3 (9,4%) 11 (17,5%) 

Em + Toxocara 0 2 (6,2%) 1 (1,6%) 

No. de fèces 43 32 63 

Total no. fèces 1191 1319 1535 
Em, E. multilocularis ; ND, indéterminées ; No., nombre ; %, pourcentage par rapport au total de fèces collectées 

sur le site.  

 

2. Contribution individuelle hétérogène des hôtes définitifs dans la contamination 

environnementale par E. multilocularis  

Une forte circulation d’E. multilocularis parmi la population locale de renards identifiée grâce 

au copro-génotypage associé à la détection d’ADN du parasite par qPCR.   

La prévalence élevée (57,78%) d’E. multilocularis que nous avons rapportée parmi la 

population locale des renards sur la zone d’étude indique une forte circulation locale du parasite 

(Partie 1.5). Cette prévalence obtenue par copro-génotypage est corroborée par des études 

antérieures qui ont estimé la prévalence du parasite avec la méthode de référence par l’examen 

post-mortem du contenu intestinal des renards (Raoul et al., 2001; Combes et al., 2012). 

L’estimation de la prévalence basée sur le génotypage à partir des fèces présume qu’au moins 

une déjection positive pour le parasite a été collectée pour les individus hébergeant le parasite. 

Il est donc tout à fait justifié d’avoir recours à une méthode de détection d’ADN du parasite – 
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qPCR dans notre cas – (Knapp et al., 2014, 2016a), plutôt que de rechercher uniquement les 

œufs du parasite car l’ADN libre du parasite peut être détecté dans les fèces durant toutes les 

périodes de l’infestation chez l’animal alors que les œufs ne sont excrétés que pendant la période 

patente (28 à 30 jours après le début de l’ingestion du métacestode ; Eckert et al., 2001a; Kapel 

et al., 2006; Al-Sabi’ et al., 2007). De plus, nous avons démontré que la qPCR spécifique 

détecte probablement plus d’ADN libre du parasite dans les fèces (Partie 1.4). Il est donc très 

probable que nous ayons identifié le statut parasitaire (pour E. multilocularis) des renards ayant 

déposé plusieurs fèces. En revanche, pour les individus dont seulement un copro-échantillon a 

été identifié, il apparait incertain que nous ayons pu détecter leur statut vis-à-vis du parasite. 

C’est une raison supplémentaire pour tenter le génotypage pour toutes les fèces de renards 

trouvées sur le terrain. Cependant, la fiabilité de la prévalence était basée sur un effort 

d’échantillonnage – nombre minimal d’échantillons et d’individus requis pour estimer la 

prévalence à un niveau de confiance de 95% et à une précision de 10% – qui s’est révélé 

largement suffisant (Partie 1.5). Pour rappel, la taille de la population était estimée à 67 

individus dont il faudrait échantillonner au minimum 35 individus pour évaluer fiablement la 

prévalence. Nous en avons échantillonné 45 au total.  

Cet effort d’échantillonnage était donc calculé principalement à partir de la taille estimée de la 

population et d’autres paramètres comme le taux de succès du protocole de génotypage et les 

fréquences d’identification des individus. La difficulté d’estimation de la taille d’une 

population avec les méthodes noninvasives basées souvent sur le génotypage à partir d’ADN 

des individus isolés des fèces ou des poils repose sur la possibilité de multiples captures 

(identifications d’ADN) d’un même individu au cours d’une même session d’échantillonnage 

(Miller et al., 2005). Plus précisément, dans notre cas, plusieurs fèces de certains individus ont 

été collectées et leurs ADN identifiés plusieurs fois alors qu’un seul échantillon a été collecté 

et génotypé avec succès pour d’autres individus au cours d’une même session. Dans les 

méthodes traditionnelles de capture-marquage-recapture, chaque individu est capturé une seule 

fois par session d’échantillonnage et les estimations d’abondance sont basées sur la probabilité 

de capture de chaque individu dans chaque session d’échantillonnage (Miller et al., 2005). De 

toute évidence, ces méthodes sont contraignantes à appliquer pour l’étude des espèces sauvages 

et pour les parasites vivant dans les cavités internes des hôtes (Banks et al., 2002; Zhang et al., 

2011; Liccioli et al., 2015b). Nous avons donc eu recours à une approche d’estimation qui tient 

compte de la possibilité de multiples détections d’un même individu au cours d’une session de 

collecte. Toutefois, ce modèle suppose que la population est fermée et qu’il n’y a eu ni 
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naissance, ni décès, ni immigration, etc. (Miller et al., 2005; Pennell et al., 2013). L’estimation 

de taille avec une hypothèse de population fermée est probablement plausible dans les cas où 

une seule session de collecte a été effectuée ou plusieurs sessions d’échantillonnage ont été 

conduites sur une période relativement courte (Banks et al., 2002; Frantz et al., 2003; Prugh et 

al., 2005). Bien que nous ayons effectué des sessions de collecte pendant trois années 

consécutives, ce modèle semble être adapté à nos données vu le nombre relativement petit des 

fèces identifiées avec succès (n=124), et à notre but qui était d’estimer le nombre total 

d’individus ayant été présents sur le site durant la période d’étude et non d’autres paramètres 

comme les taux de survie, les variations de populations, etc. (pour plus de détails, voir Prugh et 

al., 2005).  

Environ 35% des renards infectés avaient déposé 60% des fèces testées positives pour l’ADN 

d’E. multilocularis.  

Les 26 renards infectés sur les 45 identifiés ont déposé entre une et 10 déjections testées 

positives pour E. multilocularis (Partie 1.5), indiquant une forte variation de la part des 

individus dans la contamination de l’environnement par le parasite. Les œufs de Taeniidae 

(confirmés E. multilocularis par qPCR) ont été observés uniquement dans les fèces de 8 

individus sur les 26 infectés (Table 8, Partie 2.4). Leur comptage par 100 µl de culot de 

flottaison des fèces a montré un nombre maximal de 9 à 796 œufs par individu (Table 8), 

suggérant qu’il existe une forte disparité entre les individus infectés dans l’excrétion des formes 

infectieuses parasitaires dans l’environnement. Nous avons trouvé qu’environ 35% des 

individus infectés avaient déposé 60% des fèces testées positives pour l’ADN du parasite 

(Partie 1.5). Par le décompte des œufs, il semble probable que le pourcentage d’individus 

excrétant de fortes charges d’œufs dans leurs fèces soit encore plus faible. Cette forte 

hétérogénéité dans la contamination de l’environnement est probablement liée à la forte 

agrégation de la biomasse parasitaire au sein des renards (Hofer et al., 2000; Eckert et al., 

2001c; Raoul et al., 2001; Tackmann et al., 2001; Guislain, 2008; Robardet et al., 2008). Par 

exemple, Fischer et al. (2005) ont trouvé que seulement près de 10% des renards échantillonnés 

hébergeaient 97% de la biomasse du parasite dans une zone d’endémie en Suisse. Dès lors, ces 

quelques individus sont plus susceptibles de contaminer l’environnement avec de fortes charges 

d’œufs du parasite. Par ailleurs, l’excrétion séquentielle des œufs – chaque ver libère un 

proglottis terminal ovigère contenant en moyenne 300 œufs tous les 10 jours (Eckert et al., 

2001c) – traduit probablement une dynamique temporelle parmi les individus infectés dans la 

contamination environnementale avec les fèces. Bien que cette étude soit la première à 
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caractériser la contribution individuelle des renards dans la contamination de l’environnement 

par E. multilocularis, plusieurs études antérieures avaient suspecté une inégalité du rôle des 

individus dans le dépôt des fèces positives. Comme pour d’autres helminthes (Levecke et al., 

2015), les observations démontrant que peu d’individus excrètent la majorité des formes libres 

parasitaires sont probablement valables pour E. multilocularis. Par exemple, Bastien (2017) 

avait remarqué une autocorrélation spatiale significative entre les fèces testées positives pour 

E. multilocularis collectées dans les jardins potagers distants de moins de 500 m, ce qui laisse 

penser qu’un même individu pourrait déposer les fèces porteuses du parasite dans ces différents 

potagers situés dans un même village. En raison même de l’agrégation du parasite au sein des 

hôtes, la variabilité des dépôts fécaux positifs suivant les individus était attendue (Eckert et al., 

2001c; Vaniscotte, 2009; Vaniscotte et al., 2011; Liccioli et al., 2015b). De même, la 

distribution agrégative d’E. multilocularis parmi les chiens a été démontrée (Budke et al., 

2005b), laissant penser que leur contribution dans la contamination de l’environnement pourrait 

également être hétérogène. En ce qui concerne les chats, la prévalence d’E. multilocularis dans 

leurs fèces semble supérieure à celle des fèces de chiens sur les trois sites du projet MONIZOO 

(Tableau 12) alors que les chats sont décrits comme des hôtes chez qui le parasite a un très 

faible potentiel biotique (Kapel et al., 2006). Cette observation est probablement due au petit 

nombre d'échantillons collectés pour les chats car, en nombre absolu, le nombre de fèces 

positives est bien plus faible pour les chats que pour les chiens (Tableau 12). On ne peut 

toutefois pas exclure un éventuel copro-échantillonnage multiple d’un même individu ou de 

quelques chats infectés. Enfin, une identification individuelle des hôtes domestiques permettrait 

de cibler plus précisément les mesures de déparasitage et de prévention envers les propriétaires 

d’animaux. Par exemple, l’identification génétique individuelle des fèces de chiens par Knapp 

et al. (en préparation) dans le cadre du projet SICAR a permis de recenser dans un premier 

temps les chiens présents sur la commune des Alliés en établissant une « carte d’identité 

génétique » à l’aide de 22 microsatellites spécifiques à partir de prélèvements de salive et de 

fèces recueillis avec l’accord des propriétaires de ces chiens. Dans un second temps, 

l’identification des chiens connus ayant déposé des fèces porteuses des œufs d’E. multilocularis 

sur le terrain permettrait donc de proposer des conseils de déparasitage des animaux et de 

dépistage sérologique précoce de l’EA pour les propriétaires.  
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3. Maintien du risque de transmission d’E. multilocularis dans l’environnement humain  

La mise en évidence de génotypes d’E. multilocularis communs aux renards, chiens et chats 

démontre une connexion entre les cycles sylvatiques et domestiques.  

La comparaison des profils EmsB obtenus à partir des œufs d’E. multilocularis tend à montrer 

que localement parmi les HD, les renards hébergent une population plus diversifiée du parasite, 

et que ces profils se retrouvent chez les carnivores domestiques et chez les patients de la zone 

d’étude (Partie 2.4). Bien que notre échantillonnage apparaisse peu représentatif pour évaluer 

pleinement la richesse des profils et donc la diversité génétique du parasite parmi les 

populations des hôtes, la mise en évidence de génotypes communs aux trois HD démontre une 

connexion entre les cycles sylvatiques et domestiques. Les deux profils communs aux renards, 

chiens et chats – Gr1 et Gr3 apparentés respectivement aux profils P4/P5 et P9 dans la base de 

données EWET (Knapp et al., 2017) – avaient été décrits précédemment comme des profils 

locaux chez les renards et les patients alors que le profil Gr2 – P1/P3 dans la base EWET – 

absent localement chez les chiens et chats semble être répandu chez les renards en Europe 

(Knapp et al., 2020). Cette observation semble renforcer l’hypothèse de la transmission du 

parasite par les HD sauvages aux HD domestiques via la prédation des mêmes populations de 

rongeurs. Excepté le nombre limité de copro-échantillons provenant des HD domestiques 

analysés dans cette étude, il existe quelques zones d’ombre pour confirmer cette hypothèse :  

i) Chez les carnivores domestiques, on ne dispose pas de données de génotypage du 

parasite localement et très peu à larges échelles pour tenter une comparaison élargie 

de la diversité du parasite parmi les populations des carnivores domestiques (EWET, 

https://ewet-db.univ-fcomte.fr/index.php?controller=Index&action=Index);  

ii) De même, les informations sont manquantes sur les profils EmsB circulant 

localement chez les rongeurs, le chainon manquant du cycle pour évaluer le 

continuum de la transmission locale du parasite entre les HD et les hôtes aberrants 

comme l’homme. Il semble toutefois qu’un seul profil soit souvent décrit chez les 

rongeurs à l’échelle micro-locale, suggérant qu’un seul ou quelques renards 

couvrant leur territoire soient la source de la contamination de leur environnement 

par les œufs du parasite (Knapp, 2008);  

iii) Enfin, en raison du délai long entre le dépistage de l’EA et le moment supposé de 

l’infection, il est difficile d’associer les génotypes d’E. multilocularis identifiés dans 

des lésions humaines aux génotypes du parasite hébergés par les renards ou les 

https://ewet-db.univ-fcomte.fr/index.php?controller=Index&action=Index
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carnivores domestiques (Knapp et al., 2020), afin d’évaluer la contribution des 

cycles sylvatiques et domestiques dans le risque zoonotique.  

 

Le risque zoonotique le plus important associé au cycle domestique d’E. multilocularis pourrait 

être imputable au contact direct et permanent entre les humains et les carnivores domestiques. 

Le cycle sylvatique entretenu par les hôtes sauvages présente toutefois un intérêt 

épidémiologique majeur car il est probablement une source importante d’exposition humaine 

mais aussi de contamination des carnivores domestiques qui pourraient s’infecter en 

consommant les rongeurs infectés par les œufs contenus dans les fèces de renards (Eckert et al., 

2001c; Deplazes et al., 2004, 2011; Vervaeke et al., 2006). Le cycle synanthropique, une fois 

établi, peut à son tour être source de contamination pour les rongeurs sensibles, dans 

l’environnement des humains et donc participer à une circulation active du parasite au plus près 

de l’homme (Vaniscotte et al., 2011). Ainsi, dans de nombreux contextes, la circulation du 

parasite parmi les HD domestiques a été décrite comme presque-exclusivement dépendante et 

entretenue par le cycle sylvatique (Eckert et al., 2000; Eckert and Deplazes, 2004; Romig et al., 

2006). Ceci est justifié par le fait que les fèces de carnivores domestiques (chien notamment) 

se retrouvent très peu dans les habitats optimaux des rongeurs contrairement aux fèces de 

renards, qui apparaissent donc comme les principales sources de contamination des HI 

(Deplazes et al., 2004; Romig et al., 2006; Vaniscotte, 2009; Vaniscotte et al., 2011). Par 

exemple, en Chine sur le plateau tibétain, les fèces de renards et de chiens ont été trouvées dans 

les mêmes zones à l’intérieur et autour des villages (Vaniscotte et al., 2011). Des études de 

régime alimentaire ont montré que quelques mêmes espèces de rongeurs figuraient parmi les 

restes de proies retrouvées dans leurs fèces (Wang et al., 2010), supposant que les deux HD 

participent probablement au maintien d’un cycle synanthropique proche des humains. Par 

ailleurs, des études épidémiologiques ont identifié la possession de chiens et de chats de 

compagnie comme un facteur de risque de l’EA (Kern et al., 2004; Davidson et al., 2012; 

Piarroux et al., 2013; Kachani and Heath, 2014; Torgerson et al., 2020), alors qu’il n’existe 

finalement aucune preuve évidente que le contact direct avec les renards soit associé à un risque 

plus significatif de la maladie chez l’homme (Torgerson et al., 2020). Il semble alors probable 

que le risque le plus important associé au cycle domestique soit imputable au contact direct et 

permanent entre les humains et les carnivores domestiques. 
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4. Persistance de la contamination environnementale par les œufs d’E. multilocularis  

Les œufs d’E. multilocularis sont susceptibles de persister dans le sol pendant au moins un an 

après le dépôt des fèces porteuses.  

Un de nos résultats intéressants concerne l’absence d’association significative entre la détection 

d’échantillons de sol positifs aux œufs d’E. multilocularis dans les jardins potagers ruraux et 

l’intensité ainsi que la fréquence des dépôts fécaux de renards au cours des 12 mois précédents. 

De plus, les œufs du parasite ont été détectés dans 19/50 jardins dans lesquels aucun excrément 

de carnivores n’a été testé positif pour le parasite lors de huit sessions de prospection effectuées 

au cours des 12 mois précédents (Partie 3.4). Plus particulièrement, les fèces de renards dans 

lesquelles il est plus probable de trouver les œufs d’E. multilocularis comme nous l’avons 

démontré n’ont pas été détectées positives pour le parasite dans ces potagers. Ces résultats 

suggèrent que les œufs d’E. multilocularis sont susceptibles de persister dans le sol pendant au 

moins un an après le dépôt des fèces porteuses des œufs. Si nous tenons compte des conditions 

climatiques, il est possible que la distribution groupée des œufs d’E. multilocularis via les fèces 

de renards observée sur le site des Alliés implique une disponibilité persistante encore plus 

longtemps. En effet, le climat dans les Ardennes où sont échantillonnés les potagers ruraux est 

caractérisé par des précipitations moyennes annuelles de 942,6 mm et des températures 

moyennes annuelles comprises entre 4,8 et 14,6°C alors que les précipitations moyennes (1317 

mm/an) sont plus abondantes et les températures moyennes (– 2,2 à 15,1°C) sont plus fraiches 

aux Alliés (www.meteofrance.com), soit des conditions encore plus favorables à la survie et à 

la persistance des œufs d’E. multilocularis (Veit et al., 1995; Federer et al., 2015). Toutefois, 

l’arrosage régulier des sols dans les potagers pendant les périodes les plus chaudes de l’année 

peut être un facteur favorable à la survie des œufs, prolongeant leur durée de vie et leur caractère 

infectieux en maintenant les œufs dans des conditions optimums d’hygrométrie (Veit et al., 

1995). Les données issues des analyses des échantillons de sol collectés dans le cadre du projet 

MONIZOO devraient permettre d’évaluer plus spécifiquement la présence et la persistance à 

long terme des œufs d’E. multilocularis dans le sol des trois sites en lien avec les éventuels 

clusters des dépôts fécaux porteurs du parasite. Néanmoins, le risque infectieux associé à la 

contamination environnementale par E. multilocularis reste entièrement à explorer. Il est 

nécessaire d’identifier les endroits où les œufs infectieux peuvent être trouvés afin d’évaluer 

les charges du parasite dans le sol (Mandarino-Pereira et al., 2010). Par exemple, dans les 

conditions environnementales de la Patagonie en Argentine, les œufs d’E. granulosus sont 

restés infectieux 41 mois dans le sol après leur dépôt avec les fèces de chiens infectés 

http://www.meteofrance.com/
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expérimentalement (Thevenet et al., 2005). De plus, leur dispersion et la persistance de leur 

infectiosité sont liées à la direction du vent dominant, à la présence de buissons et d’étendues 

d’eau (Thevenet et al., 2020). Il apparait alors probable que sur nos sites d’étude, les conditions 

météorologiques influencent également la dispersion et la persistance de l’infectiosité des œufs 

d’E. multilocularis déposés dans l’environnement avec les fèces des HD. Il a été démontré que 

la plupart des œufs de Taeniidae restent en général dans un rayon de 180 m autour des endroits 

de dépôt des fèces porteuses mais certains peuvent se disperser rapidement sur une zone 

pouvant atteindre plusieurs milliers d’hectares (Gemmell et al., 2001). Plusieurs facteurs 

peuvent concourir à la dispersion des œufs, entre autres la dissémination par l’action mécanique 

de l’homme ou par les eaux de ruissellement ou de pluies, le transport par les oiseaux ou par 

les invertébrés – mouches, cafards, etc. – ou encore par la microfaune du sol comme les amibes 

ou les vers de terre (Gemmell et al., 2001; Quintaine, 2010; Deplazes et al., 2011; Yan et al., 

2016; Umhang et al., 2017b). Par ailleurs, bien que la consommation de végétaux crus soit 

identifiée comme un facteur de risque de l’EA, aucune étude n’a encore fourni de preuves 

directes du transfert et de la survie des œufs d’E. multilocularis sur les produits frais ou encore 

dans les eaux de consommation (EFSA Panel on Biological Hazards (BIOHAZ) et al., 2018). 

Des preuves expérimentales récentes de la viabilité persistante d’autres formes infectieuses 

parasitaires comme les oocystes de Cryptosporidium spp. sur des feuilles de laitues pendant 

plus de 14 jours prouvent que les végétaux frais peuvent être un mode direct de transmission 

pour les parasites transmis par le sol (Utaaker et al., 2017). La mise en évidence de fèces testées 

positives pour E. multilocularis à l’intérieur ou aux alentours des jardins potagers 

échantillonnés dans cette étude ainsi que la détection de l’ADN du parasite sur les végétaux 

frais dans d’autres études (Lass et al., 2015; Guggisberg et al., 2020; Barlaam et al., 2021) 

plaident pour le développement de méthodes standardisées permettant le diagnostic d’E. 

multilocularis et sa persistance dans d’autres matrices environnementales (végétaux, eau, etc.). 

La finalité sera d’évaluer une plus large contamination de l’environnement par les œufs d’E. 

multilocularis en mettant en relation la présence du parasite dans ces diverses matrices avec la 

contamination des sols ou encore avec la distribution spatiale groupée des œufs via les fèces de 

carnivores notamment de renards.  

5. Applications à la prévention et au contrôle de la contamination environnementale par 

E. multilocularis   

Comme nous l’avons démontré, la contamination de l’environnement par les œufs d’E. 

multilocularis s’effectue essentiellement par les fèces porteuses du parasite de quelques renards 
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parmi la population locale. Il est possible que l’homme se contamine par l’ingestion accidentelle 

de ces œufs ou par le contact direct et fréquent avec les carnivores domestiques, eux-mêmes 

infestés via la prédation de rongeurs contaminés par les œufs du parasite répandus avec les fèces 

des renards. Il apparait alors évident que les mesures de prévention de l’EA doivent se focaliser 

essentiellement sur le contrôle de l’abondance d’E. multilocularis parmi la population locale 

des renards afin de prévenir une part importante de la contamination environnementale par les 

œufs du parasite (Figure 30). Plusieurs approches de lutte contre le parasite visant les renards 

ont été testées sur le terrain. Dans une stratégie de contrôle des populations vulpines par le 

prélèvement d’individus, il s’est avéré que l’abattage, de plus en plus considéré comme 

contraire à l'éthique dans la plupart des pays, ne permet pas une réduction significative de la 

population (Ito et al., 2003; Hegglin and Deplazes, 2013). Dans certains cas, l’abattage a même 

entrainé une augmentation de la prévalence d’E. multilocularis due probablement à un afflux 

de juvéniles, plus sensibles au parasite, vers les territoires vacants de la zone de régulation 

(Comte et al., 2017; Umhang, 2017). Une autre approche consiste à éliminer les ressources 

alimentaires anthropiques autour des habitations pour limiter la fréquentation et la défécation 

des renards dans l’environnement humain. Il a été également proposé de réduire la densité des 

proies par le piégeage autour des zones sensibles d’activités humaines comme les potagers 

familiaux afin d’y limiter l’abondance des hôtes sauvages (Bastien, 2017). Plus spécifiquement, 

la pose de clôture suffisamment hermétique et surélevée d’au moins 1 m autour des jardins 

potagers est démontrée efficace contre les intrusions de renards et restreint drastiquement leurs 

dépôts fécaux (Bastien et al., 2019, Partie 3.4). Les résultats les plus significatifs en termes de 

diminution de la prévalence d’E. multilocularis parmi les populations locales de renards et de 

réduction de la contamination environnementale par les œufs du parasite ont été obtenus avec 

les méthodes d’appâtage au praziquantel (Hegglin and Deplazes, 2013; König et al., 2019). En 

raison des variations importantes des domaines vitaux des renards et du fait que le praziquantel 

ne procure pas une protection à vie contre le parasite, les programmes de distribution d’appâts 

sont toutefois complexes à mettre en œuvre et doivent être ajustés en ce qui concerne la 

fréquence de distribution, la durée totale de l’opération et la superficie de la zone à traiter (Ito 

et al., 2003; Hegglin and Deplazes, 2013). Néanmoins, la plupart des opérations d’appâtage 

pour les renards effectuées sur des zones ayant des superficies comprises entre 3 et 3000 km² 

ont montré des réductions de prévalence d’E. multilocularis estimées jusqu’à 35 fois plus 

faibles que les prévalences initiales en Allemagne, en Suisse, au Japon ou encore en France 

(Tableau 13). Par ailleurs, au vu de nos résultats, le déparasitage régulier – à une fréquence 

recommandée de 4 semaines (Eckert and Deplazes, 2004) – des carnivores domestiques 
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notamment les chiens devrait être envisagé en zone de forte endémie d’EA (Deplazes et al., 

2011). La vermifugation pourrait éventuellement être combinée à des mesures empêchant les 

carnivores domestiques d’avoir accès aux micromammifères afin de réduire sensiblement la 

probabilité d’exposition et d’excrétion des œufs du parasite (Vaniscotte, 2009; Hegglin and 

Deplazes, 2013). Enfin, le risque d’infection étant largement modulé par des comportements 

favorables au contact avec le parasite, il importe de prévenir l’ingestion accidentelle des œufs 

par l’observation de mesures d’hygiène de base comme le lavage soigneux des végétaux 

consommés crus ou encore des mains après contact avec le sol ou le pelage des carnivores 

(Figure 30). 
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Figure 30 : Représentation schématique des différents moyens de prévention et de contrôle de l’EA (adaptée de Hegglin and 

Deplazes, 2013) en fonction des résultats obtenus de cette étude. Les cercles montrent les différents hôtes et l’environnement 

impliqués dans le cycle d’Echinococcus multilocularis ; les rectangles, les actions pour contrôler l’abondance du parasite parmi les 

hôtes et prévenir ainsi la contamination environnementale et l’infection humaine.  
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Tableau 13 : Exemple de quelques études de terrain sur le contrôle d’Echinococcus multilocularis par la distribution d’appâts contenant du 

praziquantel pour les renards. 

 

 

Pays d’étude Allemagne France Japon Suisse 

Protocoles d’appâtage 
  Superficie de la zone traitée ( en km²) 3000 213 33 90 3 

  Durée totale (en mois) 48 16 32 13 26 

  Fréquence de distribution des appâts (nombre/année) 2 – 9 12 5 12 4 

Evolution des prévalences d’E. multilocularis chez les renards 
  Prévalence initiale (%) 64 35 13,3 27 30 

  Prévalence après traitement (%) 15 1 2,2 6 18 

  Amplitude de diminution  4,3 35 6 4,5 1,7 

Sources 
(Romig et 

al., 2007) 

(König, 

2008) 

(Comte et 

al., 2013) 

(Tsukada et 

al., 2002b) 

(Hegglin and 

Deplazes, 2008) 
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Les différents travaux entrepris dans le cadre de cette thèse se sont focalisés, à une échelle 

locale, sur la contamination environnementale par Echinococcus multilocularis par l’étude 

entièrement noninvasive de la distribution concomitante des fèces des trois espèces de 

carnivores qui sont les hôtes définitifs principaux du parasite en Europe. L’intérêt majeur du 

copro-échantillonnage réside dans la possibilité d’effectuer des études à très large échelle. Par 

exemple, pour l’ensemble des trois sites inclus dans le projet MONIZOO, plus de 4000 fèces 

de carnivores ont été collectées permettant ainsi d’obtenir des résultats robustes sur le rôle des 

HD dans la dissémination d’E. multilocularis dans l’environnement.  

Les données collectées dans cette étude indiquent une circulation élevée du parasite parmi la 

population locale de renards sur le site d’étude puisqu’une forte prévalence estimée à environ 

58% a été mise en évidence. Ce résultat est similaire à ceux rapportés sur le même site d’étude 

ou proche par d’autres travaux ayant utilisé la méthode de référence d’identification du parasite 

chez les renards après autopsie (Raoul et al., 2001; Combes et al., 2012). Dès lors, ces hôtes 

sauvages apparaissent comme les acteurs principaux de la contamination de l’environnement 

par les œufs d’E. multilocularis et pour la réalisation du cycle local du parasite.  

En effet, les œufs d’E. multilocularis ont été détectés plus significativement dans les fèces de 

renards collectées sur le lieu de l’étude, ce qui confirme le rôle prépondérant des populations 

vulpines dans la contamination environnementale par le parasite (Hegglin and Deplazes, 2013; 

Knapp et al., 2018). Plus important encore, nos résultats ont démontré une surdispersion 

spatiale locale du risque d’exposition aux œufs d’E. multilocularis via les fèces de renards, 

également soulignée dans d’autres études antérieures (par exemple, Giraudoux et al., 2002; 

Robardet et al., 2011; Knapp et al., 2018). Cette distribution agrégative d’E. multilocularis dans 

l’environnement représente un paramètre clé dans la transmission locale du parasite et un 

facteur de risque zoonotique majeur (Hansen et al., 2004). Il semble que le marquage fécal ou 

encore la distribution hétérogène des micromammifères sensibles au parasite soient 

susceptibles d’être les causes de cette distribution hétérogène des fèces de renards porteuses 

d’E. multilocularis. En raison de la sensibilité des œufs dépendante des conditions climatiques 

et du taux de renouvellement important des populations de renards pouvant entrainer un 

changement fréquent des domaines vitaux, la surdispersion des fèces porteuses des œufs d’E. 

multilocularis pourrait varier spatialement et/ou en fonction des saisons. L’étude approfondie 

des variations spatiales et saisonnières des prévalences parasitaires fécales prévue dans le cadre 

du projet MONIZOO permettra de caractériser plus finement l’évolution spatio-temporelle du 

risque d’exposition pour les hôtes intermédiaires et aberrants comme l’homme.  
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Dans le cadre d’une évaluation de la rémanence d’E. multilocularis dans l’environnement, nos 

résultats ont suggéré que les œufs du parasite étaient susceptibles de persister pendant au moins 

une année dans le sol de jardins potagers ruraux en zone d’endémie où les fèces de carnivores 

porteuses du parasite étaient sur-dispersées. Il est alors probable que la distribution groupée des 

œufs maintienne localement un niveau de pression d’exposition à long terme sur les rongeurs 

sensibles. Par ailleurs, la survie accrue des œufs dans l’environnement pourrait induire un risque 

zoonotique persistant et difficile à contrôler. Cependant, de nombreux paramètres du risque 

infectieux associé à la contamination de l’environnement par E. multilocularis restent à 

élucider. Il importe d’identifier les zones avec les fortes charges d’œufs infectieux d’E. 

multilocularis afin de déterminer les sources probables de contamination humaine. Pour ce 

faire, les méthodes d’identification du parasite utilisées dans cette étude nécessitent d’être 

complétées par d’autres techniques permettant une évaluation de la viabilité et/ou de 

l’infectiosité des œufs d’E. multilocularis. Actuellement, seules les expériences in vivo avec un 

modèle murin sont utilisées pour évaluer l’infectiosité des œufs d’E. multilocularis (Kapel et 

al., 2006; Federer et al., 2015). D’autres approches noninvasives plus pratiques et moins lourdes 

comme la coloration à l’éosine testée sur des œufs d’E. granulosus (Moazeni and 

Rakhshandehroo, 2012) ou encore la détection d’ARNm par RT-qPCR développée pour les 

oocystes de protozoaires (Travaillé et al., 2016) pourraient être adaptées pour l’étude de la 

viabilité/infectiosité des œufs d’E. multilocularis. Ainsi, la présence des œufs infectieux d’E. 

multilocularis dans d’autres matrices comme les végétaux frais destinés à être consommés crus 

et l’eau de consommation pourrait être évaluée et mise en relation avec la distribution groupée 

des œufs via les fèces dans le but d’explorer une plus large contamination environnementale en 

zone d’endémie.  

La distribution fortement hétérogène d’E. multilocularis parmi les renards apparait comme une 

cause probable directe de cette distribution groupée des œufs du parasite dans l’environnement. 

Plus globalement, une variabilité importante dans la part des fèces positives pour le parasite 

déposées dans l’environnement par les individus était attendue en raison de l’agrégation du 

parasite au sein des hôtes (Eckert et al., 2001c; Vaniscotte, 2009; Vaniscotte et al., 2011; 

Liccioli et al., 2015b). Mais aucune étude n’avait apporté de preuves directes sur la contribution 

individuelle des renards dans la contamination de l’environnement par E. multilocularis. 

L’identification individuelle des fèces de renards par génotypage à l’aide de marqueurs 

microsatellites nous a permis de réaliser un suivi longitudinal des individus sur les trois années 

successives de l’étude. Nos résultats ont montré que 35% des individus infectés avaient déposé 
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la majorité des fèces testées positives pour l’ADN d’E. multilocularis, soit 60%. De plus, il 

semble que le pourcentage des individus excrétant de fortes charges d’œufs d’E. multilocularis 

avec leurs fèces soit encore plus faible. Dès lors, il apparait que la transmission d’E. 

multilocularis repose sur ces quelques super-propagateurs du parasite dans l’environnement. 

Nous avons abordé brièvement l’utilisation de l’espace entre les renards par l’évaluation de 

leurs domaines vitaux minimums avec le tracé de polygones convexes englobant les fèces des 

mêmes individus. Le chevauchement des domaines vitaux minimums n’a pu être exploré que 

pour un très faible nombre d’individus infectés par le parasite à cause du nombre restreint de 

copro-échantillons identifiés avec succès. Il semble toutefois que le centre du site d’étude soit 

inclus dans le territoire de la plupart des individus ayant été en contact avec E. multilocularis 

(Partie 1.6). Nous avons alors déduit que la distribution régulière d’appâts contenant des 

vermifuges dans la partie centrale du site pouvait être une stratégie efficace pour augmenter les 

chances d’absorption des vermifuges par les renards et diminuer ainsi la pression d’infection. 

Ceci prouve l’intérêt majeur de ce type d’analyse dans les tentatives de contrôle de l’abondance 

du parasite sur le terrain. L’une des perspectives de ce travail de thèse constitue ainsi une étude 

plus large du rôle individuel des renards dans la contamination de l’environnement par E. 

multilocularis sur les trois sites du projet MONIZOO grâce à la méthode de génotypage mise 

au point ici. Par ailleurs, un suivi à plus long terme des dépôts fécaux des individus pourrait 

permettre d’évaluer l’envergure de la dispersion d’E. multilocularis et donc les modes de 

propagation spatio-temporelle du parasite par les hôtes sauvages. L’étude de l’expansion du 

parasite devrait impliquer nécessairement l’exploration de sa diversité génétique parmi les 

hôtes.   

La comparaison des profils génétiques d’E. multilocularis parmi les hôtes laisse penser à une 

transmission du parasite à partir des renards, alors considérés comme un réservoir local du 

parasite, vers les carnivores domestiques. En effet, les renards hébergent une population plus 

diversifiée d’E. multilocularis dont des variants se retrouvent chez les chiens et chats ainsi que 

dans des lésions de patients opérés, résidant dans la zone d’étude. Ces données témoignent du 

rôle majeur du cycle sylvatique dans le maintien du cycle synanthropique du parasite. Mais ici 

encore, des pans entiers de l’interconnexion entre les cycles sauvage, domestique du parasite et 

le risque zoonotique doivent être éclaircis : i) quels profils du parasite hébergés par les renards 

se retrouvent majoritairement chez les carnivores domestiques ? ii) existe-t-il localement une 

diversité de populations du parasite chez les hôtes intermédiaires ? iii) dans quelle mesure les 
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souches parasitaires isolées des lésions humaines sont-elles liées aux souches hébergées par les 

renards ou par les chiens et chats ?  

Enfin, le but ultime du contrôle d’E. multilocularis consiste à réduire sensiblement ou à éliminer 

complètement la pression d’infection sur les populations humaines (Ito et al., 2003). Cet 

objectif passe d’une part, par la prévention de l’ingestion accidentelle des œufs du parasite en 

observant les mesures d’hygiène de base et d’autre part, par la mise en œuvre de moyens de 

suppression du cycle de vie du parasite. Au vu de nos résultats, il semble que les moyens de 

prévention de l’EA doivent se concentrer sur le contrôle d’E. multilocularis parmi la population 

locale de renards. Plus particulièrement, il semble que la distribution d’appâts contenant des 

vermifuges doive nécessairement couvrir le territoire des renards super-propagateurs d’E. 

multilocularis pour espérer interrompre le cycle local du parasite.   
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A B S T R A C T

Documenting the extent of soil contamination by Toxoplasma gondii oocysts is a key issue to prevent the
worldwide infection caused by this protozoan. Our aim was to improve the practicability and sensitivity of a low-
cost method to detect T. gondii DNA in soil samples developed a few years ago. Various parameters of the
reference protocol were modified to determine their effect on the detection of T. gondii DNA in soil samples
(“natural soil” and “sand”) spiked with oocysts. We tested i) filtration using stomacher bags, ii) Tween 80, Tween
20, SDS and Triton X100 as dispersion solutions, iii) sucrose solution, zinc chloride solution, Optiprep and
Percoll as density gradients, iv) freeze/thaw versus mechanical grinding as lysis methods, and v) Qiagen versus
Fastprep as extraction kits The optimized protocol is quicker and easier to use than the previous one, and
includes the following items: 0.1% Tween80/PBS for dispersion, sucrose solution for flotation, mechanical
grinding, and FastDNA spin kit for extraction. It accurately detects T. gondii DNA in both fresh and frozen soil
samples and displays a detection limit below 1 oocyst/g of fresh soil.

1. Introduction

Toxoplasma gondii is the protozoan parasite responsible for tox-
oplasmosis, a zoonosis that potentially affects all warm-blood species.
In humans, the most severe manifestations occur in im-
munocompromised people and women first infected during pregnancy
(Hill and Dubey, 2002). Humans and other warm-blood animals can be
infected by accidentally swallowing T. gondii oocysts released in the
environment along with felid faeces. The ingestion of a single oocyst
can be sufficient to infect an intermediate host (Dubey, 2006).

The soil is increasingly recognized as an important source of T.
gondii infection in humans (Muñoz-Zanzi et al., 2013; VanWormer
et al., 2013). The millions of T. gondii oocysts shed by an infected cat
over a period of 7–20 days (Dubey, 2010), their large distribution in
human environments (Afonso et al., 2008; Gotteland et al., 2014; Simon

et al., 2017), together with their high viability in the soil (Frenkel et al.,
1975; Lélu et al., 2012) provide some cause of public health concern.
Documenting the extent of soil contamination by T. gondii oocysts is
pivotal in preventing toxoplasmosis (Schlüter et al., 2014; Slifko et al.,
2000). This challenge raises the need for a fast, low-cost and sensitive
method to detect T. gondii oocysts in large soil samples, even at a low
density, and with the presence of soil borne inhibitors preventing DNA
detection (Yan et al., 2016).

Lélu et al. (2011) developed a sensitive and low-cost method to
detect T. gondii oocysts in the soil using flotation followed by DNA
extraction and qPCR. Their method detects 10–100 oocysts/g of soil
whereas the previous method detected 103 oocysts/40 g of soil (Lass
et al., 2009). However, the protocol developed by Lélu et al. (2011)
requires lengthy pre-extraction steps making it difficult to analyze a
large number of soil samples (Gotteland et al., 2014; Simon et al.,
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2017). In addition, distilled water used as a dispersion buffer to detach
oocysts from soil particles yielded poor results on Cryptosporidium oo-
cysts as compared to other dispersion solutions, such as Triton X100
and Tween 80 (Kuczynska and Shelton, 1999; Mawdsley et al., 1996).

The present study aimed at overcoming the limitations of the pro-
tocol of Lélu et al. (2011) (referred to as the “reference protocol”
hereafter) to save time and increase sensitivity. We modified or sup-
pressed some steps of the reference protocol, and tested the efficiency of
dispersion solutions other than distilled water. The experiment was
conducted on two types of soil samples spiked with T. gondii oocysts
because the soil mineral composition may affected of egg or oocyst
recovery (Lélu et al., 2011; Zilberman et al., 2009). Changes in the
protocol steps and results from the dispersion solution tests led to the
definition of an optimized protocol whose detection and quantification
limits were established. The efficiency of the optimized protocol to
detect T. gondii oocysts in frozen samples was then tested to comply
with the 7 days decontamination period at for 7 days at -80 °C required
to prevent any risk of infection from field-collected samples originating
from endemic areas of potentially lethal parasites, such as Echinococcus
multilocularis (Veit et al., 1995).

2. Material and methods

2.1. Reference protocol (Lélu et al., 2011)

In the reference protocol, overnight incubation of the mineral ma-
trix with sulfuric acid is used to kill bacterial and fungal contaminants
(Frenkel et al., 1975), then T. gondii oocysts (specific gravity (SG) of
1.10 to 1.14) are detached from soil particles with distilled water and
collected by floating in a sucrose solution with SG=1.20 (pretreatment
stage). Cold (+4 °C) sucrose solution is known to be effective in floating
and isolating T. gondii and Cryptosporidium spp. oocysts as well as
bacteria from soil samples (Kuczynska and Shelton, 1999; Liu et al.,
2010). It has to be gently placed at the bottom of the tube below the
sample, in order to create a gradient. This stage is very fastidious be-
cause soil sediments including oocysts should not be mixed with the
sucrose gradient. The oocyst wall is then degraded by three freeze/thaw
cycles (-80 °C/+20 °C) of 4 h each (lysis step). The DNA is extracted by
the QIAamp DNA mini kit from QIAGEN (DNA extraction step) and
detected by qPCR.

2.2. Spiking soil samples with Toxoplasma gondii oocysts

ME49 (type II strain) T. gondii oocysts were supplied by the Animal
Parasitic Diseases Laboratory from Beltsville Agricultural Research
Center, Maryland, USA. They were air-shipped to France in 2% H2SO4

and stored in H2SO4 aqueous solution (2%) at 4 °C. Before the experi-
ments, they were washed three times in sterile distilled water to remove
sulfuric acid. The concentrations of the parasite suspensions used for
the experiments were calibrated with disposable counting cells (Kova®
Slide 10) in sodium dodecyl sulfate (SDS) 0.5%.

The efficiency of T. gondii DNA detection in relation with the dis-
persion solutions was tested in the topsoil horizon (0–10 cm) of two
types of soil in which cats often defecate: a vegetable garden (referred
to as “Natural soil”) and a sandpit (referred to as “Sand”), both col-
lected near Reims city, north-eastern France. The natural soil had a
loamy texture, an alkaline pH, a high CaCO3 content and moderate
organic carbon content, while the sand sample has alkaline pH and

extremely low organic carbon content (Table 1). Each 10-g sample was
spiked with 104 oocysts by depositing the oocysts solution on the soil
sample. Oocysts solution was deposited on soil sample. Then, the spiked
soil samples were vortexed and left at room temperature for 30min.

2.3. Optimization stage

2.3.1. Pretreatment of soil samples
2.3.1.1. Tests on dispersion solutions. The effectiveness of H2O alone,
PBS alone, 0.1% Tween 20, 0.1% Tween 80, 0.1% Triton X100 or 0.1%
SDS (all of them diluted in PBS buffer) to separate oocysts from the soil
during the pretreatment stage was tested in duplicate on two spiked soil
samples. Results were then compared to those from a control sample for
each dispersion solution consisting of 10 g of non-spiked soil. These
tests were conducted with the modified protocol (see below). The
dispersion solutions identified as the best at the end of this experiment
were then used to test the recovery yield of oocysts combined with
flotation and density gradient solutions.

2.3.1.2. Changes in reference protocol. The soil samples were not
incubated overnight in 2% sulfuric acid, but directly spiked with 104

T. gondii oocysts before and then vortexed in 30mL of each dispersion
solution and placed in a stomacher bag (BagFilter® R, Intersciences).
These bags are made of two compartments separated by a full surface
filter. They were homogenized on a horizontal stirring table (15min, 90
movements per min) to get rid of the plant debris present in the soils.
During this step, the soil samples were filtered. through a mesh smaller
than 250 μm and then centrifuged at 2500× g for 10min. Distilled
water (10mL) was added to the pellets and mixed.

2.3.1.3. Test on flotation and density gradient solutions. To obtain oocysts
from the filtrate, 8 trials (4 with 0.1% SDS/PBS buffer and 4 with 0.1%
Tween 80/PBS) were performed to replace the sucrose solution by with
more user-friendly solutions that can be mixed with soil filtrate by
vortexing. The efficiency of solutions (20mL) based on zinc chloride
(SG=1.42) and OptiPrep™ (SG=1.32), which make the oocysts float,
and of Percoll (SG=1.03), which precipitates oocysts, were compared
to the efficiency of a sucrose solution (SG=1.20). The flotation
solutions or density gradient solutions were then centrifuged 20min
at 1500 x g without brake and at +10 °C. In the presence of Percoll, the
pellets containing oocysts were kept for lysis. In the presence of zinc
chloride, the sucrose solution and OptiPrep™, the supernatants
(between 20 and 25ml) were transferred into another 50-mL tube
and adjusted to 45mL with distilled water before being mixed. After
10min centrifugation at 2500× g, the supernatants were discarded and
the pellets containing the oocysts were lysed.

2.3.2. Changes in oocyst lysis and DNA extraction
Lysis by alternate freeze-thaw cycles in the reference protocol was

replaced by lysis by mechanical grinding for 2× 40 s on the FastPrep
system (MP Biomedicals) containing three different types of beads (1.4-
mm ceramic beads, 0.1-mm silica beads and a 4-mm glass beads) (Yang
et al., 2009). The QIAamp DNA mini kit (Qiagen) used in the reference
protocol was also replaced by a FastDNA ™ SPIN kit (MP Biomedicals)
following the manufacturer's instructions. This kit is especially designed
for soil samples, and allows extracting non-degraded and pure DNA
molecules (Cheun et al., 2003).

Table 1
Characteristics of the two types of samples used to test the efficiency of the detection of Toxoplasma gondii DNA in the soil.

Sand (%) Silt (%) Clay (%) Water holding capacity (%) pH (%) CaCO3 (%) Organic Carbon (%)

Sand 97.1 2.4 0.5 29 9.8 12.8 < 0.2
Natural soil 43.6 46.1 10.3 35 8.1 40 1.23
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2.4. Toxoplasma gondii qPCR

Toxoplasma gondii detection was performed by qPCR targeting the
529-bp repeat element in the T. gondii genome (Reischl et al., 2003).
For each sample, the reactions were carried out in duplicate and con-
sisted of 12.5 μL of reaction mixture (iQ™ Supermix, Bio-Rad), 1 μL of
10 μM of each T. gondii primer, 0.5 μL of 10 μM of T. gondii probe, 4 μL
of H2O, 1 μL of bovine serum albumin (BSA, 10mg/mL) and 5 μL of
DNA extract, for a total volume of 25 μL. BSA was included in each
mixture to avoid inhibitions. The reactions were performed on a
QuantStudio™3 apparatus (Thermofisher), with a program that includes
activation of Taq polymerase for 3min followed by 45 cycles of 15-s
amplification at 95 °C and 1min at 60 °C.

2.5. Assessment of the limits of detection and quantification

The limit of detection (LOD50), corresponding to the last point al-
lowing more than 50% positive sample, was assessed for the optimized
protocol using a known concentration of T. gondii oocysts spiked arti-
ficially on 10 g of the “natural soil” sample. Concentrations of 1, 10,
102,103, 5× 103, 104and 5×104 oocysts per 10 g of “natural soil”
sample were used to test the linearity of the dose-response curve. Each
concentration was tested in three replicates. To ensure the reliability of
the results, oocyst-free negative controls were used in duplicate. All
samples were processed using the optimized protocol with 0.1% Tween
80/PBS dispersion buffer, stomacher bags for filtration and sucrose
flotation. Then, mechanical lysis was performed with beads. DNA was
extracted with the FastDNA ™ SPIN kit, and real-time qPCR was per-
formed. The limit of quantification (LOQ), corresponding to the last
dose with 100% positives for which dose/Cq relationship was linear
(r²> 0.98), was also evaluated.

2.6. Test of the efficiency of the optimized protocol on frozen soil

The efficiency of the optimized protocol was tested on “natural soil”
samples spiked with 104 T. gondii oocysts and the frozen at−80 °C for 7
days.

2.7. Statistical analyses

Nonparametric Wilcoxon-Mann Whitney’s test was used to compare
the mean number of qPCR quantification cycles (Cq) obtained with
each modified protocol with the mean Cq obtained with the reference
protocol. Samples were considered positive if Cq<40. Statistical ana-
lyses were performed with R version 3.2.2 software (https://www.r-
project.org/).

3. Results

3.1. Modified protocols as compared to the reference protocol

The use of distilled water along with the modified protocol led to a
lower detection (mean Cq=31.66 ± 1.36) than the use of distilled
water along with the reference protocol (mean Cq= 26.73 ± 0.46,
Fig. 1). In contrast, PBS produced better results with the modified
protocol (mean Cq=24.55 ± 0.21) than with the reference protocol
(Fig. 1). Dispersion solutions with 0.1% Tween 20/PBS, 0.1% Tween
80/PBS, 0.1% Triton X100/PBS and 0.1% SDS/PBS, all combined with
sucrose flotation, yielded mean Cq values lower (< 25) than those
obtained with the reference protocol (Fig. 1). Among the dispersion
solutions that yielded a mean Cq significantly lower than the reference
protocol (Fig. 1), SDS/PBS 0.1% solution was the most effective in
detecting the presence of T. gondii DNA in the soil samples, and was
selected for the following experiments. We also selected Tween80/PBS
buffer because it is the most commonly used in publications.

3.2. Efficiency of flotation solutions and density gradients

The efficiency tests of the flotation solutions and density gradients
were tested with the 0.1% SDS/PBS and the 0.1% Tween 80/PBS dis-
persion solutions on natural soil and sand samples (Fig. 2). With Per-
coll, all sediment and particles precipitated with the oocysts, making it
impossible to proceed further. In the presence of zinc chloride, all oo-
cysts were degraded when observed under the microscope after flota-
tion and they went undetected by qPCR (Fig. 2). Therefore, Percoll and
zinc chloride were not retained to isolate oocysts from the soil samples.
Finally, the OptiPrep™ solution did not provide better results for oocyst
recovery than the sucrose did, whether using SDS/PBS or Tween 80/
PBS as dispersion solutions (Fig. 2). The sucrose solution, used in the
reference protocol, was thus retained as the flotation solution, as the
other flotation or gradient solutions were less efficient. The mean Cq
values obtained when using 0.1% Tween 80/PBS and sucrose were
significantly lower than those obtained with the reference protocol
(Mann-Whitney U-test, W=48, P < 0.001) both in natural soil and
sand samples (Fig. 2).

3.3. Optimized protocol

The optimized protocol resulting from the previous experiments
(Fig. 3) consisted in dispersing 10 g of soil sample in 30mL of 0.1%
Tween 80/PBS to separate the oocysts from the soil particles. The
mixture was filtered in a 250-μm stomacher bag with stirring for
15min. The filtrate was centrifuged, the supernatant removed, and the
pellet suspended in 10mL of distilled water. Then, 20mL of a cold
(+4 °C) sucrose solution with an SG of 1.20 was gently and ex-
temporaneously deposited at the bottom of the tube below the pellet
homogenized in distilled water. After centrifugation without braking,
the supernatant was collected and its volume was filled with distilled
water to wash oocysts. Then, the supernatant was removed and the
pellet was lysed on a FastPrep system. DNA was extracted with a Fas-
tDNA SPIN kit and detected by qPCR.

3.4. Limit of detection (LOD50) and limit of quantification (LOQ)

The standard curve of the whole range of tested quantities
(1–5×104 oocysts) was linear (Fig. 4). The detection level was the
lowest number of oocysts tested, i.e. 1 oocyst. The mean Cq values of
the oocyst DNA extracts were correlated to the logarithm of the number

Fig. 1. Mean number of PCR cycle quantification (Cq ± standard deviation) to
detect Toxoplasma gondii DNA in 10-g samples of natural soil spiked with 104

oocysts using different dispersion solutions. The results obtained with the
modified protocols are compared with those obtained with the reference pro-
tocol, * significant difference with p < 0.05.
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of spiked oocysts (r2= 0.9727). The qPCR detected oocyst DNA in 2 out
of the 3 natural soil samples spiked with only 1 oocyst, whereas the 3
negative controls yielded negative qPCR results (Table 2). These results
confirm the reliability and accuracy of detection in spiked natural soil
samples with the optimized protocol, with LOD50<10 oocysts/10 g of
soil, i.e., < 1 oocyst/g of soil. LOQ was estimated to be< 10 oocysts/
10 g of soil with r2= 0.9937, i.e., < 1 oocyst/g of soil.

3.5. Effect of freezing on T. Gondii detection

As expected, detection of T. gondii DNA was poorer on frozen soil
samples (−80 °C) than in fresh soil samples (Fig. 5). The average Cq
obtained from frozen soil samples was significantly higher than the
average Cq obtained from fresh soil samples with the same protocol.
With freezing at −80 °C for 7 days, there was an average loss of 4 Cq.
However, oocyst detection in frozen soil with the optimized protocol
was equivalent to oocyst detection in fresh soil with the reference
protocol (Fig. 5).

4. Discussion

Parasitic eggs or oocysts have long been recovered from environ-
mental matrices by sample homogenization and large filtration and

Fig. 2. Mean number of PCR cycle quantification (Cq ± standard deviation) to detect Toxoplasma gondii DNA in 10-g samples of natural soil or sand spiked with 104

oocysts, using H2O, SDS/PBS or Tween80/PBS with sucrose, OptiPrep™ or zinc chloride (ZnCl2) flotation. The results obtained with the modified protocols are
compared with those obtained with the reference protocol, *** significant difference with p < 0.001.

Fig. 3. Detailed diagram of the optimized protocol used to detect Toxoplasma gondii DNA in soil samples.

Fig. 4. Mean number of PCR cycle quantification (Cq ± standard deviation) to
detect Toxoplasma gondii DNA in 10-g samples of natural soil spiked with
1–5×104 T. gondii oocysts using 0.1% Tween 80/PBS and sucrose solution in
the optimized protocol.
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flotation steps followed by direct observations (Dumètre and Dardé,
2003). The complex composition of soils, made of various particles and
materials, makes it hard to identify small eggs and oocysts under the
microscope. In addition, the methods used to recover zoonotic parasites
from soils are not standardized, so that the numbers of positive samples
in different geographical localities are not always comparable
(Mizgajska et al., 2001; Mizgajska-Wiktor et al., 2017). The recent de-
velopment of flotation techniques associated with molecular biology to
detect the presence of parasitic DNA provides new insights into soil
contamination but requires methodological adjustments.

The present study is aimed at contributing to these adjustments by
improving both the practicability and the sensitivity of the low-cost
method developed by Lélu et al. (2011) to detect T. gondii oocysts in the
soil. Time was notably saved by removing the reference protocol
overnight step in sulfuric acid to kill bacterial and fungal contaminants.
The high sensitivity of the optimized protocol demonstrates that qPCR
is specific enough to detect T. gondii in soil samples without deconta-
mination, unlike in cell cultures. By removing this unnecessary step, the
optimized protocol was reduced by 12 h. Stomacher bags, which are
largely used for microbial detection in vegetables matrices to remove
large particles (Caradonna et al., 2017; Highmore et al., 2017;
Hohweyer et al., 2016), also saved time. These bags let particles below
250 μm through, and are very useful with soil samples, which are
generally very heterogeneous and may contain straw, pebbles, roots or
other debris that can interfere at each stage of the protocol, and in
particular during the flotation and extraction steps. Sediment dispersion
with a dispersing solution using a detergent/surfactant, refinement of
flotation procedures or density gradients could remove debris but are
not sufficient (Kuczynska and Shelton, 1999). Non‐ionic surfactants of
the polyoxyethylene hydrophilic and hydrophobic groups, like Tween
20/PBS and Tween 80/PBS or Triton‐X‐100/PBS were tested, as well as
SDS which belongs to the anionic group with a hydrophilic sulfate
group and a mixture of hydrophobic lauryl and alkyl groups (Schick,

1966). The anionic surfactant is thought to have an effect on the hy-
drophobicity of particles by increasing their negative charge. Neither
cationic nor amphoteric surfactants were used in this study because
cationic surfactants have lower dispersive properties while amphoteric
surfactants are more expensive. Treatment with a non‐ionic surfactant
like Tween 80/PBS was sufficient to disperse particles. The action of the
anionic surfactant (SDS) on hydrophobicity and particle charge led to
better results. The efficiency in dispersing particles depends on the soil
composition and the nature of the particles. In our study, Tween 80,
Tween 20, Triton X100 and SDS were diluted in standard PBS in order
to increase the ionic strength of the solution. Surprisingly, the disper-
sing solutions that act by altering the ionic strength were the most ef-
ficient on all the soil types we examined. Regardless of the soil type,
Tween 80/PBS had a better isolation performance than the SDS buffer.
Unfortunately, our attempts to replace the sucrose solution by an easy-
to-use solution failed. Zinc chloride (SG=1.42) proved effective in
floating oocysts, but microscopy observation showed that they had lost
their structural integrity and their ovoid shape. Kuczynska and Shelton
(1999) also noted an extremely low recovery rate of Cryptosporidium
spp. oocysts from the ground after flotation with zinc-based solutions.
Percoll (SG= 1.04) is routinely used to recover bacteria from low-
density organic matter, such as vegetables; it was ineffective to recover
T. gondii oocysts from soil samples. The OptiPrep™ solution, currently
used in the laboratory as a density gradient solution for cell fractio-
nation or bacterium purification, yielded a slightly higher Cq than the
sucrose solution. Finally, the sucrose solution had to be kept to provide
density gradient in the flotation step of the optimized protocol. This
step is tricky because its effectiveness may depend on different para-
meters like sample volume, soil texture, the degree of soil contamina-
tion and pretreatment (Nunes et al., 1994).

In soils, protozoan DNA is generally enclosed in oocysts that possess
very robust cell walls (Dumètre et al., 2013). Soil constituents may
impair oocyst lysis, degrade nucleic acids, and/or inhibit polymerase
activity if co-extracted with the target pathogen DNA (Schrader et al.,
2012). For those reasons, pretreatment procedures are applied prior to
protozoan oocyst DNA extraction in many studies (Elwin et al., 2014).
In other studies, oocysts present in the matrix were exposed to variable
numbers of freeze/thaw cycles or bursts of Fast Prep® instrument to
facilitate oocyst wall disruption and nucleic acid isolation (Elwin et al.,
2012; Lass et al., 2012). By replacing the 4 h of thermal shock by 2
times 40 s of mechanical lysis, we reduced the experimentation time
and increased detection efficiency. Then, a DNA extraction kit adapted
to soil samples was used allowing a better extraction yield than the
extraction kit used by Lélu et al. (2011).

The optimized protocol resulting from the present study was more
efficient to detect T. gondii oocysts in soil. Furthermore, the time taken
for pretreatment, lysis, DNA extraction and qPCR allowed analyzing 25
soil samples/day, i.e., testing the several hundreds of soil samples re-
quired when assessing T. gondii distribution in a soil (Gotteland et al.,
2014; Simon et al., 2017) within relatively short-time. The oocyst re-
covery yield was lower in soil samples frozen at −80 °C for 7 days than
in fresh samples. However, even in this case, its effectiveness remained
equivalent to that of the reference protocol applied to fresh soil sam-
ples. The hypothesis of a change in oocyst specific gravity after freezing,
as observed for bacteria (Lindqvist, 1997) cannot be ruled out, and
might require adaptation of the sucrose flotation solution Freezing can
also make the oocyst wall more fragile, so that the oocyst lysis step
should also be adapted (speed and lysis time).

The results from this study also confirm that the soil structure
should be taken into account when assessing the occurrence of zoonotic
parasites in soil samples because interactions between the soil particles
and the flotation solutions can interfere with parasite recovery (Nunes
et al., 1994). Many studies have shown increased adsorption in soils
with high organic matter or clay contents due to their large surface area
and negative charge (Petersen et al., 2012). In agreement with
Zilberman et al. (2009) and Lélu et al. (2011), a high proportion of sand

Table 2
Proportion of natural soil samples that yielded positive qPCR results for the
detection of Toxoplasma gondii oocysts with the optimized protocol, as a func-
tion of the number of spiked oocysts.

Oocysts number

0 1 101 102 103 5× 103 104 5× 104

Positive Samples 0/3 2/3 3/3 3/3 3/3 3/3 3/3 3/3

Fig. 5. Mean number of PCR cycle quantification (Cq ± standard deviation) to
detect Toxoplasma gondii DNA in 10-g samples of fresh natural soil or 10 g of
natural soil frozen at – 80 °C for 7 days, both spiked with 104 T. gondii oocysts.
The results obtained with the optimized protocol are compared with those
obtained with the reference protocol, * and ** significant difference with
p < 0.05 and p < 0.01, respectively.
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decreased the detection rate of T. gondii oocysts in soil samples. Because
of its abrasive power, sand is thought to damage the oocyst wall, let the
emulsifying buffer and flotation solution into the oocysts, and thus re-
ducing or preventing DNA detection. We chose the best optimization
(Tween 80/PBS and sucrose) for all soil types in our study whether they
were sand samples or natural soil samples.

As many parameters interfere with the efficiency of T. gondii oocyst
extraction from soil samples, a compromise has to be found to obtain
the best possible results despite varying soil compositions. Future in-
vestigations will adapt the protocol to make it most sensitive on frozen
soil samples and on various soil compositions and, why not, on various
parasites taking their wall structure and specific gravity into account.
The detection of parasites oocysts in the soil should not be overlooked
because of the risk of human contamination.
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Annexe B 

 

 

 

 

Table of samples taken from caged red foxes of both sexes for the screening and optimisation 

step, showing in succession the sample ID, sample type (faeces or hair samples), genotype ID 

(Gen_ID), genotype sex (Gen_sex), sample sex, list of alleles for each microsatellite locus and 

sex marker (K9-AM). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sample_ID Sample_type Gen_ID Gen_sex Sample_sex AHT121 AHT137 CO1.424 INU055 CPH2 AHTh171 C08.618 FH2010 CPH11 FH2457 CXX0279 C04.140 REN169 FH2848 K9-AM

F4068C133 faeces 1 M M 097097 141145 177177 212216 093099 159159 187187 216224 120120 194206 092102 148150 186190 224242 201215

P4068C133 hair 1 M M 097097 141145 177177 212216 093099 159159 187187 216224 120120 194206 092102 148150 186190 224242 201215

F4073C151 faeces 2 F F 099099 141143 175175 212212 099099 159159 187187 220220 120120 194210 092102 150150 190190 224224 215215

P4073C151 hair 2 F F 099099 141143 175175 212212 099099 159159 187187 220220 120120 194210 092102 150150 186190 224224 215215

F4090C137 faeces 3 F F 097099 141145 175177 212212 113113 159159 187187 220220 118120 206206 102102 150150 186190 224224 215215

P4090C137 hair 3 F F 097099 141145 175177 212212 113113 159159 187187 220220 118120 206206 102102 150150 186190 224224 215215

F4102C155 faeces 4 M M 097099 141143 175175 212212 099099 159159 177187 220220 118120 194194 100102 150150 190190 224224 201215

P4102C155 hair 4 M M 097099 141143 175175 212212 099099 159159 177187 220220 118120 194194 100102 150150 190190 224224 201215

F4145C105 faeces 5 F F 097103 141145 177177 212216 093099 159159 187187 224224 120120 194206 092102 148150 186190 224242 215215

P4145C105 hair 5 F F 097103 141145 177177 212216 093099 159159 187187 224224 120120 194206 092102 148150 186190 224242 215215

F4201C139 faeces 6 F F 097097 141145 175177 212212 099099 159159 187187 220220 120120 206206 092102 148150 186186 224224 215215

P4201C139 hair 6 F F 097097 141145 175177 212212 099099 159159 187187 220220 120120 206206 092102 148150 186186 224224 215215

F4204C135 faeces 7 F F 099103 141145 175177 212214 093099 159159 177187 220220 120120 184200 102102 148150 190190 224224 215215

P4204C135 hair 7 F F 099103 141145 175177 212214 093099 159159 177187 220220 120120 184200 102102 148150 190190 224224 215215

F4218C109 faeces 8 M M 097097 141145 175177 212212 093099 159159 181187 220220 118118 206214 092092 148150 186190 224242 201215

P4218C109 hair 8 M M 097097 141145 175177 212212 093099 159159 181187 220220 118118 206214 092092 148150 186190 224242 201215

F4222C121 faeces 9 M M 099099 141143 175175 212212 099099 159159 187187 220220 120120 194194 092102 150150 186190 224224 201215

P4222C121 hair 9 M M 099099 141143 175175 212212 099099 159159 187187 220220 120120 194194 092102 150150 186190 224224 201215

F4223C127 faeces 10 F F 097097 141145 175181 212220 093099 159159 177187 216220 120120 194206 102102 150150 186190 232232 215215

P4223C127 hair 10 F F 097097 141145 175181 212220 093099 159159 177187 216220 120120 194206 102102 150150 186190 232232 215215

F4265C113 faeces 11 M M 097099 145145 175175 210212 093095 159159 187187 220224 120120 206214 102102 148158 186186 224224 201215

P4265C113 hair 11 M M 097099 145145 175175 210212 093095 159159 187187 220224 120120 206214 102102 148158 186186 224224 201215

F4270C117 faeces 12 M M 097103 141145 175177 212212 093093 159159 177187 220220 118120 210210 092100 148148 190190 224242 201215

P4270C117 hair 12 M M 097103 141145 175177 212212 093093 159159 177187 220220 118120 210210 092100 148148 190190 224242 201215

F4272C111 faeces 13 M M 097103 141143 175177 212220 099099 159159 187187 220220 118120 210210 092100 150150 186190 224224 201215

P4272C111 hair 13 M M 097103 141143 175177 212220 099099 159159 187187 220220 118120 210210 092100 150150 186190 224224 201215

F4276C119 faeces 14 F F 097099 141145 177181 214220 093093 159159 187187 220220 116118 198198 100102 148148 186190 224224 215215

P4276C119 hair 14 F F 097099 141145 177181 214220 093093 159159 187187 220220 116118 198198 100102 148148 186190 224224 215215

F4277C115 faeces 15 M M 097099 141145 177181 212214 093093 159159 187187 220220 116120 198198 102102 148148 186190 224242 201215

P4277C115 hair 15 M M 097099 141145 177181 212214 093093 159159 187187 220220 116120 198198 102102 148148 186190 224242 201215

F4306C129 faeces 16 M M 097099 143143 175175 212212 099099 159159 177187 220220 118120 194194 092092 150150 186190 224224 201215

P4306C129 hair 16 M M 097099 143143 175175 212212 099099 159159 177187 220220 118120 194194 092092 150150 186190 224224 201215

F4311C153 faeces 17 F F 097097 145145 175175 212212 099099 159159 187187 220220 118120 200214 102102 150150 186190 224242 215215

P4311C153 hair 17 F F 097097 145145 175175 212212 099099 159159 187187 220220 118120 214214 102102 150150 186190 224242 215215

F4318C131 faeces 18 F F 097103 141143 175181 212212 093099 151159 185187 220224 120120 206206 102102 148150 186190 242242 215215

P4318C131 hair 18 F F 097103 141143 175181 212212 093099 151159 185187 220224 120120 206206 102102 148150 186190 242242 215215

F4359C107 faeces 19 F F 097101 141145 177177 212212 099099 159159 187187 216224 120120 206206 092102 150150 186190 222224 215215

P4359C107 hair 19 F F 097101 141145 177177 212212 099099 159159 187187 216224 120120 206206 092102 150150 186190 222224 215215

F4374C157 faeces 20 M M 097099 145145 175175 212212 093093 159159 187187 220220 120120 194214 102102 148148 186186 224232 201215

P4374C157 hair 20 M M 097099 145145 175175 212212 093093 159159 187187 220220 120120 194214 102102 148148 186186 224232 201215
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Table of successfully genotyped field fox faecal samples, showing in succession the sample ID, 

date of collection, geographical location information (LongL93, LatL93), Echinococcus 

multilocularis DNA status (Em, 0 for negative and 1 for positive), genotype ID (Gen_ID), 

genotype sex (Gen_sex), sample sex, list of alleles for each microsatellite locus and sex marker 

(K9-AM, 00 for missing data). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 



Sample_ID Date LongL93 LatL93 Em Gen_ID Gen_sex Sample_sex AHT121 AHT137 C01.424 INU055 CPH2 AHTh171 C08.618 FH2010 CPH11 FH2457 CXX0279 C04.140 REN169 FH2848 K9-AM

17AL006 15/09/2017 962212.9218 6655806.266 0 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

17AL074 16/03/2017 962358.0279 6655435.287 1 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

17AL091 16/03/2017 962285.9929 6655529.637 1 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 224224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

17AL1068 23/11/2017 962537.767 6655776.559 1 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

17AL116 16/03/2017 962288.8775 6655782.349 0 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

18AL042 05/04/2018 962265.5292 6655882.83 1 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

18AL255 12/07/2018 963078.8927 6656129.004 1 1 F F 081099 139141 169175 212218 095095 151151 185185 216224 118118 184184 092100 148152 182188 236242 215215

17AL016 15/09/2017 962131.3 6655729.881 1 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185187 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

17AL081 16/03/2017 962965.5511 6656022.866 0 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118118 184200 092100 146152 170176 226242 215215

17AL084 16/03/2017 962686.9451 6655890.371 1 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

17AL1072 23/11/2017 962311.2736 6655560.87 0 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

17AL1122 23/11/2017 962064.1385 6655533.283 1 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

18AL046 25/01/2018 962618.1178 6655845.334 0 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

18AL262 24/05/2018 962278.4049 6655077.941 0 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

18AL527 22/11/2018 962220.492 6655464.072 0 2 F F 081101 141147 175175 218218 095097 151151 185185 216220 118126 184200 092100 144152 170176 226242 215215

17AL030 20/07/2017 961996.0958 6655239.927 1 3 M M 081101 139147 175175 214222 093097 151151 185187 216216 118126 200206 102106 144156 184184 234234 201215

17AL033 20/07/2017 961931.8172 6655772.309 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL042 20/07/2017 961988.6275 6656197.248 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL118 16/03/2017 961893.8958 6656133.523 1 4 F NA 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 00

17AL119 16/03/2017 961813.0091 6656082.188 0 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL120 16/03/2017 961817.3402 6656087.603 0 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL121 16/03/2017 961816.7987 6656087.801 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL126 16/03/2017 962071.9701 6656255.03 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL213 23/05/2017 962100.1412 6655707.731 1 4 F F 101103 141147 175177 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL224 23/05/2017 961524.2436 6655799.888 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL241 23/05/2017 962214.9623 6655881.509 0 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL244 23/05/2017 962238.5814 6655884.542 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 144152 184184 226242 215215

18AL167 05/04/2018 961658.899 6655894.475 0 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

18AL174 05/04/2018 961887.4894 6656133.8 0 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

18AL314 22/11/2018 NA NA 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

19AL070 11/04/2019 962104.7853 6655439.339 1 4 F F 101103 141147 175175 210218 095095 151151 185185 220224 118118 184200 100106 148152 184184 226242 215215

17AL039 20/07/2017 961824.3241 6655688.573 1 5 M M 101109 147147 169175 218218 093095 151151 185185 216220 118126 184184 090100 148148 184188 226226 201215

17AL040 20/07/2017 961869.8393 6655723.689 1 5 M M 101109 147147 169175 218218 093095 151151 185185 216220 118126 184184 090100 148148 184188 226226 201215

17AL041 20/07/2017 961907.385 6655753.01 1 5 M M 101109 147147 169175 218218 093095 151151 185185 216220 118126 184184 090100 148148 184188 226226 201215

17AL043 20/07/2017 962092.0623 6656265.58 0 6 F F 081081 139141 175175 206218 093093 151151 181185 216220 118126 178214 102104 148150 170192 220238 215215

17AL049 16/03/2017 962065.9878 6655341.034 1 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

18AL047 25/01/2018 962190.9655 6655261.669 0 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

18AL059 25/01/2018 962420.4672 6654961.527 0 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

18AL194 05/04/2018 962403.0938 6654960.101 1 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

18AL431 12/07/2018 962343.9043 6654978.191 0 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

18AL432 12/07/2018 962568.5704 6655091.742 1 7 F F 081099 139143 175175 200206 093093 151151 181185 220220 118118 178184 092106 148158 186188 218234 215215

17AL059 16/03/2017 962911.141 6655492.516 0 8 M M 097097 139143 175175 206210 093095 151151 181181 216220 118118 184210 104104 148148 186190 234234 201215

17AL077 16/03/2017 963266.2166 6656134.664 0 9 M M 099101 143147 175181 212218 093095 151151 185185 220220 116118 190208 090092 148148 188192 234234 201215

17AL1067 23/11/2017 963123.2767 6656016.107 0 9 M M 099101 145147 175181 212218 093095 151151 185185 220220 116118 190208 090092 148148 188192 224234 201215



18AL166 05/04/2018 962971.9691 6656428.711 1 9 M M 099101 145147 175181 212218 093095 151151 181185 220220 116118 190208 090092 148148 188192 234234 201215

20AL174 23/01/2020 963037.3527 6656479.16 0 9 M M 099101 145147 175181 212218 093095 151151 181185 220220 116118 190208 090092 148148 188192 234234 201215

17AL079 16/03/2017 963006.7234 6656056.133 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184204 100106 146152 188192 220236 201215

17AL117 16/03/2017 962440.8199 6656021.013 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184204 100106 146152 188192 220236 201215

17AL265 23/05/2017 963009.2666 6656053.688 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184204 100106 146152 188192 220236 201215

17AL273 20/07/2017 962260.2137 6655879.04 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184184 100106 146152 188192 220236 201215

17AL347 15/09/2017 962100.3723 6655704.183 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184204 100106 146152 188192 220236 201215

18AL606 22/11/2018 962908.3463 6655975 0 10 M M 081099 139143 169177 212212 093095 151151 185185 220224 118118 184204 100106 146152 188192 220236 201215

17AL080 16/03/2017 963004.8621 6656060.387 1 11 M M 097103 139145 169175 212212 095095 151151 183185 220220 118128 188188 104104 142152 176184 238238 201215

17AL1006 23/11/2017 962002.482 6655703.91 0 11 M M 097103 139145 169175 212212 095095 151151 183185 220220 118128 188188 104104 142152 176184 238238 201215

17AL263 23/05/2017 963099.2647 6656152.243 0 11 M M 097103 139145 169175 212212 095095 151151 183185 220220 118128 188188 104104 142152 176184 238238 201215

18AL152 25/01/2018 961993.4224 6656204.239 1 11 M M 097103 139145 169175 212212 095095 151151 183185 220220 118128 188188 104104 142152 176184 238238 201215

18AL180 05/04/2018 961817.6103 6656088.393 1 11 M M 097103 139145 169175 212212 095095 151151 183185 220220 118128 188188 104104 142152 176184 238238 201215

17AL1027 23/11/2017 961615.2881 6654878.009 1 12 M M 081099 141143 175175 206222 095097 151151 185187 216220 118118 204216 104106 140146 178188 220226 201215

18AL396 12/07/2018 961944.8394 6655289.163 0 12 M M 081099 141143 169175 206222 095097 151151 185187 216220 118118 204216 104106 140146 178188 220226 201215

18AL632 22/11/2018 961922.2012 6655291.51 0 12 M M 081099 141143 169175 206222 095097 151151 185187 216220 118118 204216 104106 140146 178188 220226 201215

17AL1031 23/11/2017 961966.4918 6655117.567 0 13 M M 081099 139147 169181 200212 093095 151151 181185 216224 116118 174184 094102 148152 170188 220238 201215

17AL1046 23/11/2017 962569.5679 6656105.802 1 14 M M 099109 139143 169175 212218 093095 151151 177185 216224 116118 174184 100106 148156 182192 234242 201215

17AL1055 23/11/2017 963040.2614 6656091.623 0 15 M NA 099109 139139 177179 206208 093093 151151 181181 224224 118118 174206 102110 148148 182182 242242 00

17AL303 20/07/2017 963480.399 6656568.754 1 15 M M 099109 139139 177179 206208 093093 151151 181181 224224 118118 174206 102110 148148 182182 238242 201215

17AL1066 23/11/2017 962410.5978 6654960.874 0 16 M M 099103 139141 169175 200208 095095 151151 181183 216220 118118 184184 092104 144148 170178 238242 201215

17AL1138 23/11/2017 962311.5048 6655562.547 0 16 M M 099103 139141 169175 200208 095095 151151 181183 216220 118118 184184 092104 144148 170178 238242 201215

17AL125 16/03/2017 961997.2341 6656200.626 1 17 F F 097103 141143 175175 210214 093095 151151 185185 220220 118118 200214 104106 144152 170184 226242 215215

17AL245 23/05/2017 962480.0615 6656054.97 1 17 F F 097103 141143 175175 210214 093095 151151 185185 220220 118118 200214 104106 144152 170184 226242 215215

17AL128 16/03/2017 962206.9284 6656298.726 1 18 F F 081097 141143 175175 206206 095097 151151 185187 216220 118118 184184 104106 142148 184186 216226 215215

17AL132 16/03/2017 961002.5871 6655686.9 1 19 M M 081099 141145 175177 212218 095095 151151 181187 216220 118118 184184 090100 148148 184188 216234 201215

18AL103 25/01/2018 961032.921 6655799.837 0 19 M M 081099 141145 175177 212218 095095 151151 181187 216220 118118 184184 090100 148148 184188 216234 201215

18AL109 25/01/2018 961033.9545 6655802.328 1 19 M M 081099 141145 175177 212218 095095 151151 181187 216220 118118 184184 090100 148148 184188 234234 201215

17AL134 16/03/2017 961269.6441 6655742.882 1 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL135 16/03/2017 961302.0835 6655739.18 0 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL136 16/03/2017 961318.6713 6655734.122 0 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL225 23/05/2017 961020.857 6655781.414 1 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL229 23/05/2017 961045.0697 6655725.324 1 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL233 23/05/2017 961431.0792 6655752.359 0 20 F F 099101 139147 175177 206214 093093 151151 177183 216224 118126 170214 106106 148150 176192 220234 215215

17AL232 23/05/2017 961283.933 6655738.168 0 21 M M 099101 141147 175181 218218 093095 151151 177187 220226 118118 184200 094100 148152 176192 224242 201215

17AL237 23/05/2017 961916.0131 6656153.5 1 22 M M 081103 141147 175175 210210 095097 151151 185185 216224 118118 184206 100106 144152 184184 234234 201215

17AL267 23/05/2017 962630.2859 6655177.712 1 23 M M 101103 139143 175177 216216 093095 151151 181185 216224 118126 182194 100110 146152 170192 220236 201215

17AL306 15/09/2017 962125.2584 6655725.282 0 23 M M 101103 139143 175177 200216 093095 151151 181185 216224 118126 182194 100110 146152 170192 220236 201215

17AL284 20/07/2017 962680.1845 6655888.296 0 24 F F 081101 139147 169177 212218 093095 151151 185187 220220 118126 174204 100106 146152 170192 226234 215215

17AL290 20/07/2017 962216.9755 6655455.691 0 24 F NA 081101 139147 169177 212218 093095 151151 185187 220220 118126 174204 100106 146152 170192 226236 00

18AL010 05/04/2018 962344.4767 6654959.872 1 25 F F 099099 139141 169175 200220 093095 151151 181181 216216 118126 200210 092100 146148 188192 218222 215215

18AL160 25/01/2018 961989.3141 6655128.458 1 25 F F 099099 139141 169175 200220 093095 151151 181181 216216 118126 200210 092100 146148 188192 218222 215215

18AL200 05/04/2018 962397.5495 6654961.526 0 25 F F 099099 139141 169175 200220 093095 151151 181181 216216 118126 200210 092100 146148 188192 218222 215215

19AL036 11/04/2019 961487.9911 6655113.706 0 25 F NA 099099 139141 169175 200220 093095 151151 181181 216220 118126 200210 092100 146148 188192 218222 00

19AL046 11/04/2019 961441.8078 6654737.264 1 25 F F 099099 139141 169175 200220 093095 151151 181181 216216 118126 200210 092100 146148 188192 218222 215215

18AL115 25/01/2018 960982.1559 6655673.56 1 26 M M 081107 139145 175175 206218 093093 151151 181181 216216 118126 184214 104104 146150 188192 220226 201215

18AL147 25/01/2018 961042.3611 6655794.578 1 26 M M 081107 139145 175175 206218 093093 151151 181181 216216 118126 184214 104104 146150 188192 220226 201215

19AL064 11/04/2019 961587.2882 6655799.635 0 26 M M 081107 139145 175175 206218 093093 151151 181181 216216 118126 184214 104104 146150 188192 220226 201215



18AL146 25/01/2018 960718.0906 6655755.354 1 27 F F 081107 139139 175177 206214 095095 151151 177183 216216 118118 170218 092106 148152 184184 216220 215215

18AL151 25/01/2018 961825.2749 6655031.693 0 28 M M 099099 139147 169181 200212 093095 151151 181185 216220 118118 174184 094102 148152 170188 220238 201215

18AL155 25/01/2018 961580.4462 6654844.139 0 29 F F 099103 143147 169169 210220 093097 151151 181185 220224 116118 214214 102104 148152 184186 220232 215215

18AL257 12/07/2018 962586.7097 6655813.275 0 30 F F 081099 141143 175177 212212 093095 151151 185185 216224 118118 184184 100106 146152 188188 220242 215215

18AL259 12/07/2018 962425.3226 6655668.692 0 30 F F 081099 141143 175177 212212 093095 151151 185185 216224 118118 184184 100106 146152 188188 220242 215215

18AL547 20/09/2018 962529.0035 6655768.059 1 30 F F 081099 141143 175177 212212 093095 151151 185185 216224 118118 184184 100106 146152 188188 220242 215215

19AL119 11/04/2019 962488.9065 6655732.731 0 30 F F 081099 141143 175177 212212 093095 151151 185185 216224 118118 184184 100106 146152 188188 220242 215215

19AL127 11/04/2019 962314.0575 6655575.555 1 30 F F 081099 141143 175177 212212 093095 151151 185185 216224 118118 184184 100106 146152 188188 220242 215215

18AL320 22/11/2018 961613.4577 6655155.75 1 31 M M 081101 141141 169177 206210 093097 151151 187187 216220 118118 170218 100104 140148 184188 226234 201215

18AL344 22/11/2018 961390.65 6655084.895 1 31 M M 081101 141141 169177 206210 093097 151151 187187 216220 118118 170218 100104 140148 184188 226234 201215

18AL403 20/09/2018 961745.8125 6654978.754 1 31 M M 081101 141141 169177 206210 093097 151151 187187 216220 118118 170218 100104 140148 184188 226234 201215

18AL382 12/07/2018 961619.1965 6655865.729 1 32 M M 097103 139141 169175 210218 095095 151151 185185 220220 118118 184184 100104 142152 176184 242242 201215

18AL460 20/09/2018 962017.4694 6655721.574 1 32 M M 097103 139141 169175 210218 095095 151151 183185 220220 118118 184184 100104 142152 176184 242242 201215

18AL587 22/11/2018 NA NA 0 32 M M 097103 139141 169175 210218 095095 151151 183185 220220 118118 184184 100104 142152 176184 242242 201215

18AL417 20/09/2018 961834.0063 6655035.742 0 33 F F 081101 141147 175177 210214 093097 151151 183187 220224 118118 170184 092100 144148 184184 234242 215215

18AL575 22/11/2018 961894.7135 6655282.861 0 33 F F 081101 141147 175177 210214 093097 151151 183187 220224 118118 170184 092100 144148 184184 234242 215215

18AL594 22/11/2018 961880.1454 6655063.659 0 33 F F 081101 141147 175177 210214 093097 151151 183187 220224 118118 170184 092100 144148 184184 234242 215215

18AL595 22/11/2018 961872.7109 6655059.555 0 33 F F 081101 141147 175177 210214 093097 151151 183187 220224 118118 170184 092100 144148 184184 234242 215215

18AL454 20/09/2018 962015.0864 6655720.358 1 34 F F 101103 139141 169175 210212 095095 151151 185185 220224 118128 188200 104106 152152 184184 226236 215215

18AL481 20/09/2018 961891.8822 6655743.662 0 35 M M 101103 139147 169175 212212 095095 151151 185185 220224 118118 184184 100104 142148 184184 224238 201215

18AL534 20/09/2018 962489.8475 6655732.105 0 36 M M 099107 141143 175177 212216 095095 151151 185187 216224 118118 184184 092100 148152 170182 236236 201215

18AL546 20/09/2018 962640.2311 6655858.42 0 37 M M 099107 141143 175177 212216 095095 151151 185187 216224 116118 184184 092100 148148 170182 236236 201215

18AL577 22/11/2018 961888.5725 6655277.035 1 38 M M 081101 143147 175175 214222 097097 151151 187187 220224 118118 184216 100104 140144 184188 226234 201215

18AL598 22/11/2018 961606.9551 6654868.308 1 38 M M 081101 143147 175175 214222 097097 151151 187187 220224 118118 184216 100104 140144 184188 226234 201215

18AL589 22/11/2018 NA NA 1 39 M M 097101 139147 175175 210218 095095 151151 183185 220224 118118 188200 100104 142148 176184 226238 201215

18AL599 22/11/2018 NA NA 1 39 M M 097101 139147 175175 210218 095095 151151 183185 220224 118118 188200 100104 142148 176184 226238 201215

19AL005 11/04/2019 961613.6421 6655156.759 0 40 M M 099099 139147 175175 208212 095097 151151 177185 216220 118118 174184 102106 148152 170192 216238 201215

19AL136 21/05/2019 962213.0158 6655870.307 0 41 F F 081107 139143 175177 206212 095095 151151 183185 216224 118126 184200 092100 148152 184184 224242 215215

19AL240 24/09/2019 963206.9992 6656292.379 0 42 M M 099101 145147 175181 212218 093095 151151 185185 220220 118118 190208 090092 148148 188192 226238 201215

20AL050 23/01/2020 962189.2061 6655247.918 0 43 F F 081099 141143 175177 212212 093097 151151 181185 216220 118118 184192 092100 146146 188194 220242 215215

20AL144 23/01/2020 962097.8353 6655452.042 0 44 F F 097097 135135 187187 208216 097097 161161 173181 228228 116116 184184 094094 138140 168176 224224 215215

20AL187 23/01/2020 963127.3455 6656178.489 0 45 M M 099101 143143 175177 210212 093097 151151 181185 216220 118118 184192 092100 144148 188194 220230 201215
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Dendrograms constructed using (a) all available EmsB PCR duplicates (102 batches) and after 

Pearson correlation coefficient sorting (B to D). 
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Annexe  

Annexe D2 

 

 

 

 

Table showing sample ID, egg batch collection, molecular identifications, and EmsB 

genotyping depending on the Pearson correlation coefficient (r) sorting. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 



r > 0.75 r > 0.8 r > 0.9

17AL039 17AL039-1 1 35.15 31.53 Em pos OT / / /

17AL039-n=1 1 34.99 31.66 pos OT / / /

17AL039-5A 5 30.73 32.64 pos Gr11
/ / /

17AL039-5B 5 29.10 32.22 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL039-10A 10 30.08 32.34 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 /

17AL039-10B 10 27.85 32.43 pos Gr1 Gr1 Gr1 /

17AL039-pellet pellet 27.67 32.49 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL040 17AL040-1 1 31.57 32.36 pos OT / / /

17AL040-ADN1 1 36.04 31.55 pos Gr31
/ / /

17AL040-5A 5 28.94 32.29 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL040-5B 5 27.94 32.01 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL040-10A 10 26.08 32.40 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL040-10B 10 27.35 32.01 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL041 17AL041-1 1 30.21 32.08 pos Gr11 Gr11 Gr11
/

17AL041-ADN1 1 32.35 31.79 pos Gr1 Gr1 / /

17AL041-5A 5 28.97 32.52 pos Gr1 Gr1 Gr1 /

17AL041-5B 5 28.04 32.02 pos Gr1 Gr1 Gr1 /

17AL041-10A 10 28.68 32.59 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL041-10B 10 27.32 32.34 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL095 17AL095-1 1 >45 32.84 neg neg - - - -

17AL095-n=1 1 33.06 31.56 pos OT / / /

17AL095-5(1) 5 29.11 32.03 pos Gr1 Gr1 Gr1 /

17AL095-5(2) 5 27.30 32.51 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL095-10(1) 10 26.92 32.73 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL095-10(2) 10 26.49 32.70 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL224 17AL224-1 1 26.59 32.28 pos Gr21
/ / /

17AL224-ADN1 1 35.24 31.85 pos Gr21 Gr21 Gr21
/

17AL224-5A 5 34.94 31.70 pos Gr21 Gr21 Gr21
/

Sanger typing 

(Ces5seq)

PCR EmsB HCA Pearson corr. coef. SortingCode_faeces Batch code No 

eggs/batch

qPCR_rrn qPCR_Alea PCR Trachsel



17AL224-5B 5 28.66 31.92 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL224-10A 10 26.52 32.45 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL224-10B 10 27.21 32.37 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL224-pellet pellet 22.41 32.29 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2
17AL225 17AL225-1 1 35.33 31.66 Taenia Taenia polyacantha pos OT OT OT /

17AL225-ADN1 1 >45 31.93 Taenia Taenia polyacantha neg - - - -

17AL225-5(1) 5 30.29 31.68 Em/Taenia Taenia polyacantha pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL225-5(2) 5 27.33 31.97 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL225-10(1) 10 26.50 32.60 pos Gr2 Gr2 Gr2 /

17AL225-10(2) 10 27.00 32.70 pos Gr1/Gr2 Gr1/Gr2 Gr1/Gr2 Gr1/Gr2

17AL226 17AL226-1 1 32.63 32.49 pos Gr21 Gr21 Gr21
/

17AL226-ADN1 1 33.86 31.79 pos OT / / /

17AL226-5A 5 27.46 32.40 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL226-5B 5 27.27 32.23 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL226-10A 10 25.86 32.35 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL226-10B 10 27.40 32.56 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL228 17AL228-1 1 30.03 32.23 pos Gr21
/ / /

17AL228-n=1 1 33.15 31.59 pos Gr21 Gr21
/ /

17AL228-5A 5 33.68 32.86 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL228-5B 5 27.35 32.22 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL228-10A 10 27.00 32.77 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL228-10B 10 27.10 32.80 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL244 17AL244-1 1 33.80 32.46 pos OT / / /

17AL244-ADN1 1 34.73 32.03 Em/Taenia Taenia crassiceps neg - - - -

17AL244-5A 5 28.38 32.32 pos Gr2 Gr2 Gr2 /

17AL244-5B 5 29.29 32.82 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 /

17AL244-10A 10 35.20 32.46 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL244-10B 10 26.97 31.86 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL245 17AL245-1 1 >45 32.18 Taenia Taenia polyacantha neg - - - -

17AL245-ADN1 1 33.62 31.92 pos Gr21 Gr21 Gr21
/



17AL245-5(1) 5 27.31 32.92 Em pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3

17AL245-5(2) 5 26.65 32.52 pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3

17AL245-10(1) 10 25.81 32.28 pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3

17AL245-10(2) 10 26.34 32.19 pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

17AL286 17AL286-n=1(1) 1 34.50 31.61 pos Gr11
/ / /

17AL286-n=1(2) 1 35.32 31.65 Em neg - - - -

17AL286-5A 5 33.47 33.09 pos OT / / /

17AL286-5B 5 30.21 31.74 pos Gr11
/ / /

17AL286-10A 10 28.63 32.25 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

17AL286-10B 10 32.78 32.92 pos Gr11
OT / /

17AL286-pellet pellet 24.93 32.54 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1 

18AL297 18AL297-1 1 30.38 32.36 pos Gr2 / / /

18AL297-n=1 1 36.05 31.78 pos OT / / /

18AL297-5(1) 5 27.99 32.17 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL297-5(2) 5 27.68 32.11 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL297-10 10 26.96 31.73 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL300 18AL300-n=1(1) 1 32.04 31.82 pos Gr11
/ / /

18AL300-n=1(2) 1 33.44 31.84 Em pos OT / / /

18AL300-5(1) 5 28.26 32.87 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL300-5(2) 5 27.14 32.56 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL300-10 10 28.65 33.23 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL320 18AL320-1 1 30.99 31.99 pos Gr11
OT / /

18AL320-n=1 1 39.12 31.96 Em neg - - - -

18AL320-5(1) 5 29.65 32.49 pos Gr11
Gr1/Gr3 / /

18AL320-5(2) 5 28.13 31.91 Em pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL320-10(1) 10 31.10 31.78 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL320-10(2) 10 26.28 32.01 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

18AL344 18AL344-1 1 34.18 31.52 pos OT / / /

18AL344-n=1 1 32.52 31.98 pos OT / / /

18AL344-5(1) 5 29.79 32.52 pos Gr21 Gr11 Gr11
/



18AL344-5(2) 5 31.41 32.29 pos OT / / /

18AL344-10(1) 10 29.35 32.60 Em pos OT / / /

18AL344-10(2) 10 28.49 32.12 pos Gr11
/ / /

18AL460 18AL460-1 1 >45 32.49 Taenia Taenia crassiceps neg - - - -

18AL460-5(1) 5 >45 32.12 Taenia Taenia crassiceps neg - - - -

18AL460-5(2) 5 34.56 32.26 Taenia Taenia crassiceps pos OT / / /

18AL460-10(1) 10 >45 >45 Taenia Taenia crassiceps neg - - - -

18AL460-10(2) 10 >45 31.79 Taenia Taenia crassiceps neg - - - -

18AL599 18AL599-1 1 36.24 32.92 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr1/Gr2

18AL599-n=1 1 36.37 31.69 neg pos OT / / /

18AL599-5(1) 5 29.14 32.70 pos Gr2 Gr2 Gr2 /

18AL599-5(2) 5 29.62 32.63 pos Gr1/Gr2 Gr1/Gr2 Gr1/Gr2 /

18AL599-10(1) 10 27.73 32.55 Em pos Gr2 Gr2 Gr2 Gr2

18AL599-10(2) 10 28.02 32.53 pos Gr2 Gr2 Gr2 /

19AL127 19AL127-1(1) 1 33.79 32.55 pos OT / / /

19AL127-1(2) 1 33.07 32.54 pos OT / / /

19AL127-5 5 32.68 32.85 pos OT / / /

19AL127-10 10 30.63 32.69 Em pos OT / / /

19AL419 19AL419-1(1) 1 31.08 32.68 pos Gr11
/ / /

19AL419-1(2) 1 30.81 32.10 pos Gr31 Gr31 Gr31
/

19AL419-5(1) 5 28.23 32.54 pos Gr1 Gr1 Gr1 Gr1

19AL419-5(2) 5 28.97 32.11 pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3

19AL419-10(1) 10 28.21 32.54 Em pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3

19AL419-10(2) 10 29.17 33.07 pos Gr3 Gr3 Gr3 Gr3
1 EmsB duplicate for which only one fragment size analysis was classified in a profile, the other beeing classified out
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Table showing in sequence the 50 soil-sampled rural vegetable gardens ID, surface area, 

number of E. multilocularis-positive soil samples, number of fox faeces collected, number of 

E. multilocularis-positive fox faeces, number of positive fox faces found prior to soil sampling, 

number of cat faeces collected, number of positive cat faeces, number of positive cat faces 

found prior to soil sampling, number of dog faeces collected and number of positive dog faeces. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 



ID rural 

vegetable 

gardens

Surface area 

(m²)

Number E. 

multilocularis -

positive soil 

samples

Number fox 

faeces

Number E. 

multilocularis-

positive fox 

faeces

Number E. 

multilocularis- positive 

fox faeces prior to soil 

sampling 

Number cat 

faeces

Number E. 

multilocularis -

positive cat faeces

Number E. multilocularis-

positive cat faeces prior 

to soil sampling 

Number 

dog 

faeces

Number E. 

multilocularis -

positive dog 

faeces

BAB01 15.6 0 4 1 1 5 0 0 0 0

BAB02 240 0 0 0 0 0 0 0 0 0

BAB03 1794 0 10 4 4 4 0 0 2 0

BAB04 441 0 0 0 0 7 0 0 0 0

BAB05 74 0 0 0 0 12 0 0 0 0

BAB06 220 0 3 2 1 5 0 0 0 0

BAB07 181.5 1 3 0 0 0 0 0 0 0

BAB08 86 0 0 0 0 0 0 0 0 0

BAB09 170 1 0 0 0 0 0 0 0 0

BAB10 97 0 0 0 0 4 0 0 0 0

BAB11 97 1 8 1 1 2 0 0 2 0

BAB12 84 1 0 0 0 0 0 0 2 0

BAB13 145 0 4 2 1 2 1 0 0 0

BLB01 240 1 0 0 0 4 0 0 0 0

BLB02 225 1 0 0 0 17 0 0 0 0

BLB03 194 2 0 0 0 7 0 0 0 0

BLB04 91 1 0 0 0 11 0 0 0 0

BLB05 130 0 4 0 0 2 0 0 0 0

BLB06 370.5 1 0 0 0 9 0 0 0 0

BLB08 319.5 0 4 1 1 4 0 0 3 0

BLB11 104 0 2 0 0 6 0 0 0 0

BRI01 251 0 3 0 0 5 0 0 2 0

BRI02 525 1 3 0 0 12 0 0 0 0

CR02 6160 0 4 1 1 3 0 0 2 0

GRA01 1276 0 11 1 1 17 0 0 0 0

GRA03 360 0 5 3 3 0 0 0 0 0

GRA05 179.6 0 0 0 0 0 0 0 0 0

GRA06 84.4 1 0 0 0 0 0 0 0 0

GRA08 74.8 1 0 0 0 2 1 0 2 0

GRA09 577.5 1 3 1 1 13 0 0 0 0

GRA10 110.6 2 0 0 0 0 0 0 3 0

ILL05 8384 0 32 0 0 15 0 0 3 0

ROU02 95 0 2 0 0 2 0 0 0 0

ROU03 344 1 0 0 0 8 0 0 0 0

ROU04 88 0 3 0 0 5 0 0 0 0

ROU06 88 0 0 0 0 2 0 0 0 0

ROU10 206 3 2 0 0 14 0 0 2 0

ROU11 76 1 2 0 0 0 0 0 0 0

SF01 355 2 6 0 0 3 0 0 0 0



SF04 184 1 0 0 0 0 0 0 0 0

SF06 180 0 3 1 0 3 0 0 0 0

SF07 300 0 3 0 0 8 0 0 0 0

SF09 264.6 0 8 0 0 4 0 0 2 0

SON01 165 0 0 0 0 0 0 0 0 0

SON08 350 0 0 0 0 0 0 0 0 0

SPA01 228 0 0 0 0 0 0 0 0 0

SPA03 240 1 0 0 0 0 0 0 0 0

SPA05 351.5 1 5 0 0 5 0 0 3 0

SPA08 343 0 0 0 0 2 0 0 0 0

SPA11 16 0 0 0 0 0 0 0 0 0



 

 

 

 

 

Titre : Etude du rôle des hôtes définitifs impliqués dans la contamination environnementale par Echinococcus 

multilocularis en zone d’endémie  

Mots clés : Echinococcus multilocularis, fèces de carnivores, identification individuelle, copro-génotypages, 

contamination environnementale, persistance 

L’échinococcose alvéolaire demeure une zoonose en expansion 

malgré l’amélioration des mesures sanitaires, le changement des 

habitudes alimentaires et la diminution des populations des 

catégories socio-économiques les plus à risque. La contamination 

de l’environnement par Echinococcus multilocularis, le parasite 

responsable de cette zoonose, et le risque d’infection pour 

l’homme dépendent de la distribution des fèces des carnivores 

hôtes définitifs du parasite. Cette étude visait à caractériser la 

contribution des renards, chiens et chats dans la contamination 

environnementale par E. multilocularis en zone d’endémie. La 

présence des œufs d’E. multilocularis a été confirmée plus 

significativement dans les fèces de renards. De plus, nos travaux 

ont démontré une hétérogénéité spatiale locale du risque 

d’exposition aux œufs d’E. multilocularis via les fèces de 

renards, ce qui représente un paramètre clé dans la transmission 

locale du parasite. Par ailleurs, l’étude de la contamination des 

sols de potagers par E. multilocularis laisse penser que  les œufs 

du parasite pouvaient persister pendant au moins une année après 

la disparition des fèces porteuses du parasite. 

La contribution individuelle des renards dans la 

contamination de l’environnement par E. multilocularis a 

été explorée par l’identification de leurs fèces par 

génotypage à l’aide de marqueurs microsatellites. Parmi 

les renards infestés, nous avons mis en évidence quelques 

individus (35%) ayant déposé la majorité des fèces testées 

positives pour E. multilocularis (60%). Enfin, 

l’identification des profils génétiques EmsB des œufs d’E. 

multilocularis isolés des fèces des hôtes suggère une 

transmission du parasite des renards, alors considérés 

comme un réservoir local du parasite, vers les chiens et 

chats via la prédation d’une même population locale de 

rongeurs. L’ensemble du travail démontre le rôle majeur 

du cycle sylvatique entretenu par les renards dans le 

maintien du cycle synanthropique du parasite. Il semble 

alors que les mesures de contrôle d’abondance d’E. 

multilocularis sur le terrain doivent nécessairement 

couvrir le territoire des renards super-propagateurs du 

parasite pour espérer interrompre le cycle local du 

parasite. 

 

Alveolar echinococcosis remains an expanding zoonosis 

despite improved sanitary measures, changing dietary habits 

and decreasing populations in the most at-risk socio-

economic categories. Environmental contamination with 

Echinococcus multilocularis, the parasite responsible for this 

zoonosis, and the risk of infection for humans depend on the 

distribution of carnivore faeces, as definitive hosts of the 

parasite. This study aimed to characterise the contribution of 

foxes, dogs and cats to environmental contamination with E. 

multilocularis in endemic area. The presence of E. 

multilocularis eggs was confirmed most significantly in fox 

faeces. Furthermore, our studies demonstrated local spatial 

heterogeneity in the exposure risk to E. multilocularis eggs 

via fox faeces, which represents a key parameter in the local 

transmission of the parasite. In addition, investigation of soil 

contamination with E. multilocularis in vegetable gardens 

suggests that E. multilocularis eggs could persist for at least 

one year after the disappearance of faeces carrying the 

parasite. 

Individual contribution of foxes to environmental 

contamination with E. multilocularis was explored by 

genotyping their faeces with microsatellite markers. 

Among infested foxes, we identified a few individuals 

(35%) that deposited the majority of faeces tested 

positive for E. multilocularis (60%). Finally, the 

identification of EmsB genetic profiles of E. 

multilocularis eggs isolated from definitive host 

faeces suggests transmission of the parasite from 

foxes, then considered as a local reservoir, to dogs and 

cats via predation of the local rodent population. The 

whole study demonstrates the major role of the 

sylvatic cycle perpetuated by foxes in maintaining the 

synanthropic cycle of the parasite. It seems then 

measures to control E. multilocularis abundance in the 

field must necessarily cover the territory of fox 

individuals that are super-spreaders for the parasite in 

order to succeed in interrupting the local cycle of the 

parasite. 
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