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Introduction 

Borréliose de Lyme, paludisme, fièvre jaune, encéphalites à tiques, 
dengue… Autant de maladies dont les noms sont associés, à raison, aux piqûres 
de tiques et de moustiques. Ce rôle que jouent les arthropodes hématophages 
dans la diffusion de maladies vectorielles constitue l’un des enjeux majeurs de la 
médecine humaine et vétérinaire d’aujourd’hui (1,2). Chez l’Homme, les 
maladies issues de la transmission d’agents pathogènes par des arthropodes 
représentent 17% des cas de maladies infectieuses (3). Rien qu’en Europe, 
85 000 cas de borréliose de Lyme se déclarent chaque année (4). 

Pourtant, les arthropodes hématophages ne sont pas uniquement 
porteurs d’agents pathogènes. Comme la plupart des organismes complexes, ils 
possèdent également un microbiote développé et diversifié qui assure de 
multiples fonctions et qui fait de chaque individu un holobionte à part entière. 
L’importance de ce microbiote pour la compétence vectorielle des arthropodes 
a été extensivement étudiée au cours des dix dernières années (5,6). Dans 
certaines situations, ce microbiote peut entrer en compétition avec l’agent 
pathogène pour l’accès aux ressources, empêchant alors la contamination de 
l’arthropode ; dans d’autres, il peut entrer en synergie avec l’agent pathogène, 
favorisant ainsi le rôle de vecteur de l’arthropode. La situation peut varier 
fortement, notamment suivant la communauté microbienne impliquée, sa 
diversité ou sa taille. L’étude de ce microbiote est donc essentielle pour mieux 
comprendre l’écologie des arthropodes et leur rôle de vecteur d’agents 
pathogènes. 

Dans cette étude, je me focaliserai sur mon travail de stage de fin d’étude, 
réalisé dans le cadre du Master 2 Biosciences de l’Ecole Normale Supérieure de 
Lyon (ENSL) et que j’ai réalisé en tant que cinquième et dernière année de mon 
cursus vétérinaire à VetAgro-Sup Lyon. Ce stage s’est déroulé au CIRAD (Centre 
de coopération internationale en recherche agronomique pour le 
développement) au sein de l’UMR117 ASTRE (Animal, santé, territoires, risques 
et écosystèmes) du 11/01/2021 au 25/06/2021 sous l’encadrement d’Hélène 
JOURDAN et Thomas POLLET. Cette étude a été financée par le projet NifNaf 
(“Unraveling the effect of contact networks & socio-economic factors in the 
emergence of infectious diseases at the wild-domestic interface” 
https://www.asf-nifnaf.org/) et s’est déroulé sur la plateforme « Insectarium 
Baillarguet » (https://doi.org/10.18167/infrastructure/00001), appartenant à 
l’infrastructure nationale EMERG’IN et au réseau VECTOPOLE SUD. Ce travail de 
stage a été réalisé sur l’espèce de tique Ornithodoros moubata sur laquelle nous 
allons nous concentrer dans ce manuscrit.  

https://www.asf-nifnaf.org/
https://doi.org/10.18167/infrastructure/00001
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Ornithodoros moubata est une tique molle appartenant à la famille des 
Argasidae qui se retrouve principalement au sud-est de l’Afrique (7). Parmi les 
principaux hôtes de cette espèce, se retrouvent les membres domestiques et 
sauvages de la famille des suidés, en particulier les phacochères, potamochères 
et cochons domestiques. Les Ornithodoros sont aussi connues pour être des 
réservoirs du Virus de la peste porcine africaine, maladie gravissime, à 
déclaration obligatoire chez le cochon domestique (8). La peste porcine africaine 
(PPA) est une fièvre hémorragique répertoriée en tant que maladie vétérinaire à 
déclaration obligatoire de catégorie une en France. Chez le cochon domestique, 
la forme aiguë de la peste porcine africaine est caractérisée par une mortalité et 
une morbidité atteignant toutes les deux pratiquement 100% (9). Dans le cycle 
domestique de la PPA, la transmission a principalement lieu par contact direct 
entre animaux contaminés ou par la consommation de produits contaminés 
d’origine animale. Au contraire, dans le cycle sylvatique, l’implication de la tique 
Ornithodoros moubata est bien établi, avec un rôle de vecteur et de réservoir 
pour le virus de la PPA (10–12). La transmission du virus entre les deux cycles par 
le biais de la tique Ornithodoros moubata reste en revanche à élucider. 

Comme mentionné précédemment, la compétence vectorielle d’une tique 
pour un agent pathogène dépend, entre autres, de son microbiote (13). 
Néanmoins, la compétence vectorielle n’est pas le seul paramètre influencé par 
le microbiote. Chez les arthropodes hématophages, ce dernier joue aussi un rôle 
primordial sur la reproduction, le développement larvaire, le métabolisme et la 
fitness globale (6). Chez les tiques, deux rôles cruciaux ont été soulignés 
jusqu’ici : la production de la vitamine B et d’autres nutriments essentiels (14,15) 
et l’amélioration de la fitness reproductive chez la femelle (16–19). 

Dans ce document, le rôle du microbiote pour le développement de la 
tique Ornithodoros moubata sera étudié. Pour cela je commencerai par rappeler 
les données de la littérature disponibles sur les tiques du genre Ornithodoros. 
Dans un second temps, je présenterai une méthode disponible pour étudier le 
rôle de certains membres du microbiote des arthropodes hématophages, à 
savoir la perturbation de ce microbiote par traitement antibiotique. Enfin, je me 
concentrerai sur l’analyse des résultats obtenus lors de l’étude réalisée en 2021 
au CIRAD sur le rôle du microbiote de la tique Ornithodoros moubata. 
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Partie I : Biologie et écologie des tiques du genre 

Ornithodoros 
 
 Dans cette première partie, je ferai un bilan rapide des connaissances 
scientifiques disponibles sur les tiques du genre Ornithodoros. 
 

A/ Taxonomie et phylogénie 
 
 Les Ornithodoros, comme l’ensemble des tiques peuvent être présentées 
selon la classification suivante : 

- Embranchement des Arthropodes (exosquelette chitineux et appendices 
articulés) 

- Sous-embranchement des Chélicérates (pas d’antennes ni de mandibules, 
pédipalpes, quatre paires de pattes) 

- Classe des Arachnides (respiration trachéale) 
- Ordre des Acariens (corps non segmenté) 
- Sous-ordre des Ixodoïdea (les tiques) 
 
Les tiques sont alors séparées en deux principales familles, les Ixodidae et les 

Argasidae auxquelles viennent s’ajouter les Nuttaliellidae (20). Les tiques du 
genre Ornithodoros appartiennent à la famille des Argasidae, c’est-à-dire les 
tiques « molles » par opposition aux tiques « dures » (Ixodidae). L’ensemble des 
spécificités anatomiques des Argasidae seront reprises dans la partie dédiée. 
 Chez les Argasidae, nous pouvons distinguer deux sous-familles, les 
Argasinae qui contiennent notamment les tiques du genre Argas, et les 
Ornithodorinae qui contiennent les tiques des genres Antricola, Nothoaspis, 
Otobius et Ornithodoros (21,22). C’est ce dernier genre qui nous intéresse ici. Au 
total, 112 espèces ont été identifiées au sein du genre Ornithodoros dont 
l’ensemble des noms sont présentés en ANNEXE 1 (20). Il est important de noter 
que la classification des tiques au sein de la sous famille Ornithodorinae est sujet 
à débats et est susceptible d’être modifiée à l’avenir. 
 La distinction des espèces sur critères morphologiques est extrêmement 
complexe. Certains critères se basent sur la présence ou l’absence d’yeux, la 
morphologie des tarses et des pièces buccales, etc… (21). Les données 
moléculaires issues de l’ADN 16S ribosomal permettent néanmoins une 
identification précise des espèces. L’analyse de telles données confirme que le 
genre Ornithodoros n’est pas monophylétique, bien qu’un grand nombre 
d’espèce afrotropicales demeurent phylogénétiquement proches (FIGURE 1) 
(23,24).  
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FIGURE 1 : Histoire évolutive des membres de la famille des Argasidae. Estrada-Pena et al. 
2010 (24). Arbre optimal par la méthode de neighbour joining. Les valeurs de bootstrap (1000 
réplicats) sont indiquées sur les branches concernées. An. Antricola. O. Ornithodoros. 
O. p. Ornithodoros porcinus. Ot. Otobius. A. Argas.
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B/ Ecologie 

i) Caractéristiques du cycle parasitaire

Le cycle parasitaire des Ornithodoros ressemble globalement à celui de 
l’ensemble des tiques molles et, plus généralement, à celui des tiques dures 
(FIGURE 2). Il se caractérise par trois stases, larve, nymphe et adulte, séparées 
par des métamorphoses. La stase nymphale est divisée en plusieurs stades 
nymphaux, 2 à 5 en général, voire jusqu’à 8 dans certains cas, séparés par des 
mues. Chaque passage d’un stade à un autre nécessite la prise d’un repas 
sanguin sur un hôte. Une exception à cette règle est importante à mentionner 
concernant les Ornithodoros. En effet, chez de nombreuses espèces de ce genre, 
le passage de l’état de larve à celui de nymphe de stade 1 ne nécessite pas de 
repas sanguin (21,25,26). Ce phénomène peut même se retrouver pour les 
premiers stades nymphaux, chez O. amblus et O. capensis par exemple. 

FIGURE 2 : Cycle parasitaire d’Ornithodoros moubata. Les flèches bleues indiquent les étapes 
du cycle qui ne nécessitent pas de repas sanguin. Les flèches rouges indiquent les étapes du 
cycle qui nécessitent un repas sanguin. Chaque repas sanguin est court (moins de 3 heures) et 
la tique se détache systématiquement de l’hôte à l’issue du repas sanguin. Figure réalisée en 
utilisant BioRender.com. 
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La durée des repas sanguins est extrêmement courte en comparaison avec 
les tiques dures. Le gorgement dure en général 15 minutes à 1 heure suivant les 
espèces et les conditions. Il est important de noter que la durée et la qualité de 
ce repas peuvent influer sur de nombreux paramètres, notamment le nombre 
de stades nymphaux, la durée de la mue ou encore les paramètres de la ponte 
(25,27). Chez les quelques espèces qui nécessitent un repas sanguin au stade 
larvaire, celui-ci est en général long de plusieurs jours (28). 

Les Ornithodoros sont en très grande majorité polyxènes à quelques 
exceptions près (O. lahorensis), signifiant qu’elles vont changer d’hôte entre 
chaque repas de sang (28). La spécificité d’hôte est très dépendante de l’espèce. 
Certaines tiques peuvent sembler assez spécifiques (Ornithodoros moubata qui 
se gorge principalement sur les suidés), alors que d’autres espèces peuvent se 
nourrir sur n’importe quel hôte de passage. Néanmoins, chez les tiques molles, 
ces différences de tropisme sont fortement influencées par l’habitat de la tique 
(O. moubata qui ne se retrouve que dans les terriers de phacochères mais qui 
peut techniquement se nourrir sur du sang de vache ou de volaille) et il est de ce 
fait souvent difficile de connaître les préférences trophiques d’une espèce. Parmi 
les espèces connues, on retrouve des tiques pouvant se nourrir de manière 
indifférenciée sur des mammifères (suidés, chauves-souris, rongeurs…), des 
oiseaux (volaille, pigeon…) et des reptiles (tortues, gecko, serpents…), 
notamment O. tartakovskyi, O. verrucosus et O. sonrai (25). 

Concernant la reproduction, l’accouplement a lieu préférentiellement 
dans le milieu, avant ou après le repas sanguin (29,30). Contrairement aux tiques 
dures, les femelles Ornithodoros pourront se gorger plusieurs fois et réaliser 
jusqu’à six pontes sur plusieurs années (31). Une femelle peut s’accoupler 
plusieurs fois mais un seul accouplement peut également suffire à assurer 
plusieurs pontes grâce au vagin qui assure aussi un rôle de spermathèque (de 
manière similaire à la spermathèque des tiques dures) (32). La ponte a lieu après 
décrochement de l’hôte suite au repas sanguin, une femelle pond en général 
moins de 200 œufs à chaque ponte (entre 5 et 500 maximum). 

Le cycle dure au total entre 3 mois et 1 an environ suivant les espèces et 
les conditions environnementales. Les tiques Ornithodoros sont très résistantes 
au jeun et peuvent donc entrer en un état de latence, appelé diapause, pendant 
plusieurs années en attendant que les conditions deviennent plus favorables. La 
longévité de ces espèces peut atteindre jusqu’à 23 ans (25). 

iii) Mode de vie

Les Ornithodoros, contrairement aux tiques dures, sont des tiques 
endophiles (ou nidicoles), ce qui signifie qu’elles ont tendance à vivre dans des 
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endroits abrités, isolés du milieu extérieur, tels que des nids d’oiseaux, terriers 
de mammifères, grottes, anfractuosités rocheuses ou bâtiments humains, en 
particulier bâtiments d’élevage (29). Cette caractéristique est à mettre en lien 
avec le cycle de ces tiques. Comme détaillé ci-dessus, les Ornithodoros passent 
très peu de temps sur leur hôte vertébré (repas sanguin court). L’ensemble de 
leur cycle, y compris la reproduction, s’effectue dans le milieu. Les milieux avec 
une humidité et une température contrôlées sont donc très favorables pour ces 
espèces. De plus, avec leur mode de gorgement polyxène (sur de nombreux 
hôtes), le mode de vie endophile associé à un lieu régulièrement fréquenté par 
des hôtes potentiels constitue une stratégie de parasitisme efficace (25). Via le 
repas sanguin court, les tiques limitent le risque d’être emportées loin de cet 
environnement favorable. 

Il est à noter que, malgré la capacité des nymphes et des adultes à survivre 
à des conditions environnementales défavorables, la survie des larves nécessite 
un environnement plus stable et humide autorisé par le mode de vie nidicole 
(29). Dans ces environnements, le type de sol, la présence d’anfractuosités et la 
présence régulière de l’hôte (via sa respiration, sa transpiration et ses 
excréments) sont autant de paramètres venant favoriser l’installation des tiques. 

Enfin, il est intéressant de noter que la plupart des espèces du genre 
Ornithodoros évitent la lumière et sont plutôt nocturnes lors de leurs pics 
d’activité (repas sanguin, reproduction, mue, ponte…). 

ii) Répartition géographique

Les tiques du genre Ornithodoros se retrouvent un peu partout à travers 
le monde, principalement dans les climats tempérés et subtropicaux mais aussi 
jusque dans des zones tropicales ou arides. Ainsi elles sont présentes sur le 
pourtour méditerranéen et en Asie du sud et du sud-est (32 espèces), au sud des 
États-Unis (19 espèces), en Amérique centrale et en Amérique du Sud (54 
espèces), en Océanie (10 espèces) et bien sûr à travers toute l’Afrique (21 
espèces) (21,25,33). 

Si on se concentre sur l’échelle du continent africain, et en particulier, sur 
les Ornithodoros afrotropicales (qui incluent environ dix espèces), on observe 
une répartition dépendant du climat, du biome (avec une préférence pour les 
zones semi-arides, tempérées ou de savanes), de l’altitude, du type de sol, de la 
végétation et des aires de distribution des espèces hôtes (FIGURE 3) (21,29,34). 

A terme, ce type d’information sur la répartition des tiques permet 
d’établir des modèles afin d’anticiper les aires potentielles de distribution 
futures de ces espèces (35,36). 
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FIGURE 3 : Carte de distribution de points de collecte de tiques du genre Ornithodoros en 
fonction du type de sol (A) ou de l’altitude (B) en Afrique. Bakkes et al. 2018 (21). 
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C/ Biologie et physiologie 
 

i) Anatomie externe 
 
 Comme l’ensemble des tiques molles, les Ornithodoros répondent à un 
certain nombre de critères anatomiques (FIGURE 4). 
 Ces tiques ne possèdent pas de scutum, la partie chitineuse dorsale, d’où 
le nom du groupe « tiques molles ». Le tégument qui constitue leur cuticule est 
extrêmement résistant et leur permet de survivre à la dessication en évitant 
l’évaporation d’eau (25). Ce tégument est capable de se détendre extrêmement 
rapidement, permettant un repas sanguin court et rapide. 

Les pièces piqueuses et l’ensemble du capitulum (partie antérieure de la 
tique, incluant les pièces buccales) se situent en position ventrale à l’exception 
du stade larvaire. 

Les yeux sont en général absents (d’où l’un des noms utilisé en anglais : 
« eyeless tampans ») ou très réduits, en particulier chez le mâle. Leurs pattes 
sont griffues mais ne disposent pas de pulvilles. On trouve des stigmates entre 
les pattes III et IV qui servent pour la respiration trachéale. 

Une des principales particularités de ces tiques, comparées aux tiques 
dures, est la présence de glandes coxales (ou coxa de type I) qui se trouvent entre 
les pattes I et II. Ces glandes permettent l’osmorégulation en sécrétant l’excès 

FIGURE 4 : Caractéristiques morphologiques des tiques du genre Ornithodoros. Bakkes et al. 
2018 (21). Ici un spécimen d’Ornithodoros phacochoerus femelle d’Afrique du Sud. 
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d’eau et de sels minéraux lors du repas sanguin (26). Cette fonction est assurée 
par les glandes salivaires chez les tiques dures. Les glandes coxales sont plus 
efficaces que les glandes salivaires pour cette fonction permettant aux tiques 
molles de réaliser un repas sanguin très rapide. Il est intéressant de noter que 
ces glandes peuvent aussi jouer un rôle dans la transmission d’agents 
pathogènes entre les tiques (37). 

Chez les Ornithodoros, le dimorphisme sexuel est faible hors période de 
gorgement. On peut déterminer le sexe d’une tique par l’observation à la loupe 
binoculaire comme présenté en FIGURE 5. Cette différentiation de l’appareil 
génital des tiques ne s’opère qu’au cours de la dernière mue, lors de la 
métamorphose du dernier stade nymphal vers le stade adulte. 

Les stades nymphaux sont très similaires au stade adulte si ce n’est par 
leur taille plus réduite (FIGURE 6). En moyenne les tiques Ornithodoros mesurent 
2 à 30 mm suivant le stade et l’espèce (28). 

Les larves en revanche sont très différentes des stades suivants. Elles 
possèdent trois paires de pattes (contre quatre pour les stades suivants), le 
capitulum est antérieur et elles possèdent des pulvilles constituées de 
nombreuses soies adhésives à l’extrémité des tarses. 

Quelques spécificités d’espèce sont amusantes à relever. Ainsi, chez 
Ornithodoros savignyi, le tarse I est de taille excessivement longue, ce qui 
constitue une adaptation au sol sec alors que chez la tique Ornithodoros 
moubata, le tarse est bien plus court en lien avec le sable facilement malléable 
des terriers de phacochères, milieu de vie de cette tique (21). 

2mm 2mm 

FIGURE 5 : Critères d’identification du sexe chez les tiques du genre Ornithodoros. Ici chez 
deux spécimens d’Ornithodoros moubata de la lignée d’élevage du CIRAD. A gauche, une 
femelle adulte. A droite, un mâle adulte. Deux critères sont à prendre en compte, la taille de 
l’individu et la forme de l’orifice génital (indiqué par les flèches). 
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ii) Anatomie interne 
 
 L’anatomie interne diffère assez peu entre les tiques molles et les tiques 
dures. La respiration est trachéale chez les adultes et les nymphes et cuticulaire 
(transcutanée) chez les larves. Le système circulatoire est basé sur l’hémocoele 
qui contient de l’hémolymphe dans lequel baigne les organes, des cellules du 
système immunitaire et des protéines et nutriments. 
 Le système digestif est complexe et très flexible lui permettant de se 
dilater lors du repas sanguin. Il est constitué de pièces digestives hautes 
(œsophage, pharynx, orifice buccal) qui permettent l’ingestion de sang et 
l’excrétion de salive, de deux intestins successifs qui permettent la digestion du 
sang et, enfin, des tubes de Malpighi et de l’anus qui permettent la 
transformation des déchets en provenance de l’hémolymphe puis l’excrétion 
sous forme de cristaux de guanine. 
 Cet ensemble est complété par les glandes salivaires de la tique, organe 
clé du repas sanguin. Les glandes salivaires produisent une salive anti-
coagulante, vasodilatatrice et immunosuppressive, qui permet d’initier la 
digestion via son action de lyse des cellules (FIGURE 7). Contrairement à ce qu’on 
observe chez les tiques dures, la salive ne participe ni à l’excrétion de l’excès 
d’eau, ni à la fixation à l’hôte par production de cément. Ces éléments sont à 
mettre en lien avec le repas sanguin court chez les Ornithodoros. Il est important 
de mentionner à ce stade que, comme pour les tiques dures, les glandes 

FIGURE 6 : Comparaison des stades nymphaux pour quatre espèces du genre Ornithodoros. 
Bakkes et al. 2018 (21). A. Ornithodoros compactus. B. Ornithodoros moubata C. Ornithodoros 
phacochoerus n. sp. D. Ornithodoros porcinus. 
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salivaires constituent le principal organe impliqué dans la transmission d’agents 
pathogènes vers l’hôte vertébré (38). 
 L’appareil reproducteur est similaire aux tiques dures : ovaire, oviducte, 
utérus et vagin chez la femelle ; testicules, canaux déférents et glande séminale 
chez le mâle. Chez la femelle, c’est le vagin qui assure le rôle de spermathèque 
au contraire des tiques dures qui possèdent un organe spécifique dédié (25). 

 

iii) Microbiote connu 
 

Le microbiote des tiques a été fortement étudié par séquençage, 
généralement en ciblant le gène de l’ARN ribosomal 16S (13). La localisation des 
différentes espèces bactériennes peut être parfois spécifiquement associée à un 
organe comme présenté en FIGURE 8.  

Les espèces microbiennes seront séparées en plusieurs catégories selon 
leur effet sur l’arthropode, catégories qui représentent en réalité un continuum 
d’interactions entre le microbiote et l’arthropode. Les symbiotes primaires sont 
considérés comme étant essentiels pour la survie et/ou le développement de la 
tique. Ils sont de plus systématiquement transmis verticalement à la 
descendance et la plupart d’entre eux sont intracellulaires. Le reste du 
microbiote est séparé entre des espèces mutualistes et des espèces 
commensales (auxquelles on se réfère souvent en temps symbiotes secondaires 
et dont la plupart des membres sont extracellulaires), ainsi que des espèces dîtes 
environnementales et des espèces pathogènes (6). 

Canal salivaire 

Sac rectal 

Glande salivaire 
Ganglion 

cérébroïde 

Oviducte 

Diverticules 

Œsophage 

Pharynx 

Utérus 

Anus 

Ovaire 

Estomac 

FIGURE 7 : Anatomie interne des tiques du genre Ornithodoros. Kim et al. 2020 (38) et Pérez-
Eid et al. 2007. A gauche, dissection de la tique Ornithodoros turicata et mise en évidence des 
glandes salivaires. A droite schéma de l’anatomie interne de la tique en coupe frontale. 
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Chez les tiques du genre Ornithodoros, les symbiotes primaires qui se 
retrouvent le plus fréquemment sont les endosymbiotes intracellulaires associés 
à la fonction de nutrition. Ce groupe inclut principalement les Coxiella-like 
endosymbionts, les Midichloria-like endosymbionts, les Francisella-like 
endosymbionts et les Rickettsia (14,39–41). Ces bactéries, majoritairement 
trouvées dans les ovaires et transmises maternellement, assurent la production 
de nutriments essentiels tels que les vitamines B, qui ne sont pas apportés par le 
repas sanguin (42). 

Néanmoins, le microbiote ne se limite pas aux endosymbiotes primaires 
et de très nombreuses autres espèces sont présentes (13). Jusqu’à ce jour, les 
principales études menées à ce sujet concernent le microbiote des tiques dures 
mais les tendances observées dans les quelques études menées sur des 
Ornithodoros, montrent des compositions similaires (13,41). Quelques genres 
bactériens fréquemment retrouvés sont présentés en FIGURE 8. 

A cela viennent s’ajouter les espèces que nous qualifions de pathogènes 
et les espèces environnementales (43). La tique et l’ensemble des espèces 
microbiennes qu’elle héberge peuvent être qualifiés d’holobionte. 

Le rôle du microbiote chez les Ornithodoros sera abordé plus en détail 
dans la suite de ce manuscrit. 

FIGURE 8 : Principaux genres bactériens faisant parti du microbiote des tiques dures et leur 
localisation préférentielle. Narasimhan 2015 (13). Ov : Ovaire. MG : Intestin. SG : Glande 
salivaire. Mp : Tube de Malphigi. 
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D/ Importance médicale et vétérinaire 
 
 En médecine vétérinaire, les tiques constituent le premier arthropode 
vecteur de maladies, devant les moustiques. L’Homme constitue, dans la 
majeure partie des cas, un hôte accidentel et il n’y pas d’espèce de tiques 
possédant un tropisme spécifique pour l’Homme (32). 
 Comparé à certaines espèces de tiques dures, les Ornithodoros ne 
constituent néanmoins pas un vecteur majeur d’agents pathogènes et les 
quelques agents pathogènes portés par des Ornithodoros peuvent souvent aussi 
être transmis par des biais autres que vectoriels. En revanche, de par leur 
longévité et leur mode de vie, ces tiques constituent bien souvent une espèce 
réservoir pour les agents pathogènes qu’elles hébergent (29). 
 La transmission d’agents pathogènes des tiques Ornithodoros vers les 
hôtes vertébrés s’effectue lors du repas sanguin, souvent par le biais des glandes 
salivaires de la tique (32). La transmission trans-stadiale de l’agent pathogène 
est une condition obligatoire pour que la tique en soit le vecteur. Une 
transmission trans-ovarienne de la mère à l’œuf est également possible dans un 
certain nombre de cas. Enfin, les tiques peuvent se contaminer entre elles lors 
d’un repas sanguin sur le même hôte, souvent par le biais des glandes coxales. 
On parle alors de phénomène de co-feeding ou co-repas (44). 

Néanmoins, la compétence vectorielle des tiques pour un agent 
pathogène (c’est-à-dire, la possibilité pour cet agent pathogène d’infecter la 
tique, de s’y développer puis d’être transmis à un hôte vertébré) n’est pas le seul 
élément à prendre en compte. La répartition géographique du vecteur, son 
mode de vie, la fréquence à laquelle il se retrouve dans l’environnement, les 
phénomènes de migration etc… sont autant de paramètres à considérer pour 
évaluer les enjeux sanitaires associés aux Ornithodoros.  
 

i) Effets directs et indirects liés à la tique  
 

Comme pour de nombreuses espèces de tiques, la piqûre par les 
Ornithodoros va d’abord avoir des conséquences directes sur l’hôte vertébré. 
Ces effets s’observent surtout chez les animaux d’élevage et la faune sauvage, 
principalement lorsque le taux d’infestation est important (32). 

Si des effets de spoliation sanguine et des réactions allergisantes peuvent 
être mentionnés, les principaux risques liés à l’infestation demeurent les 
toxicoses et les paralysies à tiques. Les paralysies à tiques (qui constituent une 
forme de toxicose) sont provoquées par des toxines présentes dans la salive des 
tiques et sont responsables d’une altération des transmissions neuronales chez 
l’hôte vertébré. Ces paralysies débutent au niveau de l’extrémité des membres 
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et peuvent d’aller jusqu’à la défaillance respiratoire dans les cas les plus graves. 
Chez les Ornithodoros, les toxicoses sont surtout causées par les espèces pour 
lesquelles les larves ont besoin de réaliser un repas sanguin long. Une seule tique 
peut suffire à initier la toxicose et la durée de fixation est un paramètre clé 
associé à la gravité de la maladie. Le retrait de la tique est suffisant pour le 
rétablissement de l’animal (28). 

Un exemple fréquemment étudié est le cas de la tique Ornithodoros 
savignyi dans les élevages bovins et ovins au sud de l’Afrique dont les nymphes 
et les adultes peuvent à la fois provoquer des paralysies à tiques mais aussi une 
autre forme de toxicose (« tampan toxicosis »), fulgurante chez les bovins 
d’élevage (45). Des cas de toxicoses chez les animaux domestiques et chez 
l’Homme sont également rapportés suite aux piqûres de certaines espèces 
(Ornithodoros brasiliensis au Brésil), mais ces cas, restent rares et se résolvent le 
plus souvent sans complications (46). 
 

ii) Peste porcine africaine 
 
 Le virus de la peste porcine africaine constitue l’agent pathogène le plus 
étudié chez les Ornithodoros de par son importance en santé animale. La peste 
porcine africaine (PPA) est une fièvre hémorragique des suidés transmise par un 
virus à ADN à double brin de la famille des Asfarviridae. Actuellement, 23 
génotypes différents sont identifiés pour le virus de la PPA avec une virulence 
variable suivant les souches considérées (47). Le virus de la PPA est transmissible 
aux suidés domestiques et sauvages. Les suidés sauvages d’Afrique (phacochères 
et potamochères) ne présentent aucun signe clinique, malgré une virémie 
marquée suite à l’infection (10,48). Chez les suidés domestiques (cochons) et 
chez les suidés sauvages européens (sangliers), l’infection par le virus se traduit 
par des formes cliniques aiguës ou chroniques. La forme aiguë de la maladie est 
caractérisée par une morbidité et une mortalité pouvant atteindre 100% en une 
dizaine de jours (49). Le tableau clinique inclut une atteinte de l’état général avec 
des symptômes hémorragiques et respiratoires. A cela s’ajoute des symptômes 
fébriles, nerveux, digestifs et/ou cutanés, le tout se terminant souvent par la 
mort de l’animal. Dans la forme chronique, les symptômes sont peu spécifiques, 
caractérisés par des troubles respiratoires et un amaigrissement chronique 
menant, là aussi, à la mort de l’animal (49). En France, la maladie est considérée 
comme un danger sanitaire de première catégorie et sa propagation à travers 
l’Europe et l’Asie est un sujet d’inquiétude pour les filières porcines. En Afrique 
subsaharienne, la maladie est enzootique avec de nouveaux foyers référencés 
chaque année et un portage chronique par les espèces réservoirs dans la faune 
sauvage. Etant donné l’absence de traitement ou de vaccin existant, la seule 
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approche permettant la gestion de la maladie est l’abattage systématique de 
l’ensemble des porcins dans les élevages positifs, la mise en quarantaine des 
lieux contaminés et l’application de mesures sanitaires d’urgence dans le 
périmètre concerné (50). 
 Le virus de la PPA se transmet principalement par contact direct entre 
suidés ou par consommation de tissus contaminés. La principale source 
d’introduction de la PPA dans un nouveau lieu est le rejet dans l’environnement 
de restes alimentaires contaminés, qui sont alors consommés par des suidés 
sauvages. Par la suite, une transmission directe est possible par contact entre 
des suidés infectés et des suidés sains (49). Pour ce qui concerne le rôle des 
arthropodes vecteurs, une transmission mécanique du virus entre vertébrés est 
possible via les mouches piqueuses et les tabanidés (51). Enfin, le virus de la PPA 
peut-être transmis par les Ornithodoros afrotropicales, seul vecteur biologique 
connu pour ce virus. Ce mode de propagation de la maladie reste très secondaire 
comparé aux autres méthodes de contamination (49). Néanmoins, de par 
l’importance de la PPA, le rôle des Ornithodoros a été largement étudié au cours 
des dernières années afin de mieux comprendre la place qu’elles occupent dans 
l’épidémiologie de la maladie. 
 Chez les tiques, la contamination s’effectue lors d’un repas sanguin sur un 
hôte porteur du virus. L’infection de la tique passe alors par une réplication du 
virus au niveau des cellules épithéliales de l’intestin (52). Après infection de la 
tique, le virus se retrouve dans les sécrétions salivaires, le fluide coxal (52,53) et 
les faeces (53). La mortalité chez les tiques suite à l’infection par le virus est 
rapportée comme étant assez faible (37,53) excepté lors de repas sanguins 
menant à la reproduction chez la femelle (54). Ces résultats peuvent varier 
suivant la souche virale utilisée (53) pouvant suggérer des mécanismes de co-
évolution entre espèces de tiques et souches virales.  
 Selon certains résultats récents, l’infection expérimentale via le repas 
sanguin de tiques Ornithodoros porcinus, avec la souche Malawi Li 20/1 du virus 
de la PPA, ne mène qu’à une infection extrêmement limitée dans le temps 
(moins de 18 jours) et dans la tique (seulement au niveau des cellules épithéliales 
de l’intestin). Au contraire, une infection directement par inoculation dans 
l’hémocoele menait à une infection persistante (52), suggérant que la barrière 
intestinale constitue une étape clé de l’infection des tiques par le virus, 
possiblement en lien avec le microbiote de la tique. Chez O. moubata, les deux 
types d’infections expérimentales ne donnent pas de différences malgré une 
grande variabilité individuelle (53). 
 Chez les tiques infectées, des dissections ont permis d’étudier la 
localisation préférentielle du virus dans les organes (37,55). Il apparaît que le 
virus peut coloniser l’ensemble des organes de la tique, notamment les gonades, 
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les tubes de Malpighie, l’hémocoele, les glandes coxales, les glandes salivaires. 
Mais c’est dans les cellules épithéliales du tube digestif que la contamination 
s’effectue dans un premier temps (dès 24h post infection) et reste la plus forte 
(37,55). 
 La transmission entre les tiques est possible de manière trans-stadiale, lors 
de la reproduction (56,57) et de manière trans-ovarienne (58,59) avec un succès 
pouvant atteindre 100% chez Ornithodoros moubata (54). Ces derniers résultats 
demeurent très variables d’une souche à l’autre (58), certaines souches virales 
n’étant pas du tout transmises (57) et toutes les espèces de tiques n’autorisant 
pas la transmission, comme par exemple O. erraticus (56). Jusqu’à maintenant, 
aucune observation d’infection par co-feeding n’a été rapportée (60,61). 

Le virus est connu pour s’être implanté chez les tiques Ornithodoros 
erraticus lors des premières périodes de contamination de l’Espagne et du 
Portugal dans les années 70 (54). Plusieurs études ont démontré que de 
nombreuses espèces d’Ornithodoros sont capables d’être infectées par le virus. 
En parallèle, il semble qu’en l’absence de réinfections fréquentes et malgré les 
différents modes de transmission entre tiques, le virus n’est pas maintenu dans 
les lignées de tiques pendant plus d’un an (53,54). 

Malgré cela, les Ornithodoros afrotropicales constituent un réservoir du 
virus dans les zones enzootiques pour la PPA. Le contact régulier avec les suidés 
sauvages d’Afrique fait que les Ornithodoros constituent un maillon récurrent du 
cycle sylvatique de la PPA (49). Le rôle des Ornithodoros dans la transmission du 
virus de la PPA entre le cycle sylvatique et le cycle domestique reste cependant 
à évaluer. 
 

iii) Fièvres récurrentes tropicales 
 

Les bactéries du genre Borrelia sont principalement connues pour leur 
implication dans la borréliose de Lyme, maladie transmise par les tiques dures 
du genre Ixodes (32). Néanmoins, d’autres Borrelia peuvent être transmises par 
des poux et des tiques du genre Ornithodoros. Les Borrelia associées aux 
Ornithodoros sont responsables des fièvres récurrentes tropicales et il existe de 
nombreuses combinaisons tiques/bactéries dont certaines sont présentées dans 
la carte de la FIGURE 9 (62). Les fièvres récurrentes tropicales sont des zoonoses 
sous-diagnostiquées sur le continent africain en raison des symptômes peu 
spécifiques de la maladie et de la priorité donnée à la détection des autres 
maladies vectorielles, en particulier le paludisme (63). 

Bien que les patients n’en soient pas toujours conscients, une lésion peut 
se développer sur le site de morsure de la tique. Les premiers symptômes (fièvre, 
douleurs, tremblements, fatigue, éruption cutanée…) se déclarent dans les deux 
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semaines suivant la morsure (29,64). Le taux de rechute peut être assez 
important sans traitement approprié et la transmission de la mère à l’enfant 
donne des formes graves chez l’enfant. En présence d’une prise en charge 
adaptée, le taux de mortalité est inférieur à 5%. 
 
 Plus d’une vingtaine d’espèces de Borrelia ont été identifiées comme 
pouvant être associées aux fièvres récurrentes tropicales chacune avec son 
propre vecteur Ornithodoros (65). Cette maladie représente principalement un 
problème en Afrique subsaharienne où les populations peuvent facilement être 
mises en contact avec des Ornithodoros (63). Les cas relevés en Amérique du 
nord et en Eurasie sont plus sporadiques et accidentels. 
 Comme pour les Borrelia burgdorferi associées à la maladie de Lyme, les 
Borrelia responsables de fièvres récurrentes ont besoin de passer par un 
arthropode hématophage pour leur cycle de transmission. De nombreuses 
espèces d’hôtes peuvent être porteuses des bactéries, notamment des rongeurs 
et des oiseaux. Etant donné la longévité des Ornithodoros, ces tiques ont souvent 
tendance à constituer un réservoir pour la maladie même en l’absence de 
réservoir vertébré (66). Il y a transmission trans-stadiale des Borrelia chez les 
tiques. La transmission trans-ovarienne est souvent espèce-dépendante et peut 
être quasi systématique (Borrelia turica chez Ornithodoros turica) faisant de la 
tique un excellent réservoir, ou, à l’opposé, quasiment impossible (comme c’est 
le cas pour B. hermsii chez O. hermsii). 
 

FIGURE 9 : Carte de distribution des agents de fièvres récurrentes tropicales et leurs vecteurs 
Ornithodoros respectifs. Rebaudet et al. 2006 (62). 
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 Lors de la contamination des tiques par les Borrelia, les bactéries se 
répandent à travers le tube digestif, puis dans les semaines qui suivent, à travers 
les tubes de Malpighi, les glandes salivaires, les ovaires et les glandes coxales 
(62,66). La contamination des tiques s’effectue lors du repas sanguin sur un hôte 
infecté ou par contact avec du liquide coxal infecté. 

Dans tous les cas, l’importance du couple Borrelia/Ornithodoros dans 
l’apparition de foyers de fièvre récurrente chez l’Homme dépend de nombreux 
paramètres écologiques, notamment, la taille des populations de tiques, leurs 
hôtes vertébrés privilégiés et la possibilité de contacts avec l’Homme. 
 

iv) Autres pathogènes 
 
 Concernant les pathogènes bactériens, les spirochetes associés aux fièvres 
récurentes tropicales ont déjà été mentionnés. Cependant, d’autres spirochètes 
peuvent être transmis par les Ornithodoros. Ainsi, aux Etats-Unis, la tique 
Ornithodoros coriaceus est responsable de la transmission d’une delta-
proteobacterium responsable de l’Epizootic bovine abortion (EBA) (67). 
 De manière plus accidentelle, les Ornithodoros peuvent être associées à la 
transmission de rickettsioses, de mycoplasmes, de staphylocoques ou de 
salmonelles (29,32). Lors de l’analyse des microorganismes présents dans une 
tique, il sera toujours essentiel de rester prudent quant au rôle des pathogènes 
supposés, certains d’entre eux pouvant en effet faire partie du microbiote 
symbiotique de la tique et avoir perdu leur pouvoir pathogène (68). 
 
 Pour les virus, en plus du virus de la peste porcine africaine, certaines 
espèces (notamment Ornithodoros moubata) peuvent porter le virus du Nil 
occidental dont les principaux vecteurs sont les moustiques du genre Culex. 
Contrairement aux tiques du genre Ixodes, les Ornithodoros sont capables d’être 
infectées par le virus du Nil occidental, de maintenir ce virus entre plusieurs 
stades de mues et de métamorphoses et même de s’infecter par « co-feeding » 
lors du repas sanguin. La transmission trans-ovarienne n’a en revanche pas pu 
être démontrée (69). S’il est peu probable que les Ornithodoros jouent un rôle 
important dans la transmission de ce virus, elles peuvent néanmoins constituer 
un réservoir (69,70). 
 De nombreux autres virus peuvent être portés et transmis par les 
Ornithodoros. Il s’agit surtout de cas spécifiques à la faune sauvage comme avec 
le virus de Meaban, le virus de Soldado et autres virus assimilés qui sont des virus 
des oiseaux marins. Ces virus se retrouvent chez les tiques Ornithodoros 
maritimus spécifiques des nids d’oiseaux marins (71,72). 
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 Concernant les protozoaires, aucun cas de vectorisation par des 
Ornithodoros n’a été mis en évidence. Des données d’infections expérimentales 
suggèrent que la tique Ornithodoros moubata élimine les Babesia avec lesquelles 
elle pourrait entrer en contact au cours du repas sanguin (73). La détection de 
Theileria est parfois avérée comme avec Theileria ovis chez la tique Ornithodoros 
lahorensis en Chine, ce qui suggère qu’une transmission du parasite serait 
possible (74). Néanmoins ces éléments demeurent extrêmement marginaux et 
les Ornithodoros ne sont pas considérées comme étant vectrices de protozoaires 
pathogènes. 
 

E/ Conséquences pour l’étude du modèle Ornithodoros moubata 
 
 Dans la partie expérimentale présentée en PARTIE III de ce manuscrit, je 
m’intéresserai à la tique molle Ornithodoros moubata qui fait partie des 
Ornithodoros afrotropicales. Afin de mieux comprendre les contraintes de ce 
modèle, cette partie présentera très sommairement deux étapes clés de 
l’utilisation d’Ornithodoros en recherche : la capture dans le milieu et l’élevage 
en conditions contrôlées. 
 

i) Collecte des tiques dans le milieu  
 
 Comme mentionné précédemment, les Ornithodoros sont des tiques 
endophiles qu’on retrouve souvent dans un environnement favorable, isolé du 
milieu extérieur. Dans le cas des Ornithodoros afrotropicales, ce milieu 
correspond aux terriers de phacochères qui constituent l’un des principaux hôtes 
vertébrés de ces tiques. La collecte des Ornithodoros passe par l’inspection de 
terriers de phacochères dans les zones géographiques propices pour les tiques. 
 Plusieurs méthodes peuvent alors être utilisées. La première est 
l’inspection manuelle du terrier, dont le sable et les parois sont excavés à la pelle 
et étalés sur des bâches pour repérer les tiques à l’œil nu. Le processus n’est pas 
destructeur pour le terrier mais provoque une perturbation pour l’hôte qui mène 
probablement à l’abandon temporaire du terrier. Le succès de la collecte est 
souvent zone-dépendant, voire terrier-dépendant, sans que des paramètres 
précis associés à la présence ou à l’absence de tiques n’aient pu être mis en 
évidence. Une autre méthode consiste à disposer des pièges à CO2 dans les 
terriers de phacochères pour attirer et collecter des tiques. Cependant, cette 
méthode peut être complexe à mettre en œuvre sur le terrain (disponibilité et 
stockage de la glace carbonique) et a une efficacité limitée pour le piégeage de 
tiques du genre Ornithodoros. Le piégeage peut également être réalisé dans des 
porcheries ou tout lieu susceptible de contenir les tiques recherchées. 
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ii) Elevage des tiques 
 
 L’élevage et la conservation des tiques du genre Ornithodoros se font en 
étuve en conditions contrôlées dans un insectarium. La température est fixée 
(environ 25°C), l’humidité élevée (au moins 75%, souvent 85%) et la luminosité 
maintenue à 0% dans l’étuve. Les tiques peuvent être conservées pendant 
plusieurs années à différents stades de développement, principalement des 
stades nymphaux. 
 Des repas sanguins, ou gorgements, sont effectués afin de maintenir les 
populations et lorsque des expériences le nécessitent. Le gorgement s’effectue 
sur des périodes de trois heures, à partir de sang de vache prélevé en tube 
hépariné, soit le jour même, soit congelé et conservé à -20°C. Le gorgement est 
artificiel sur membrane de parafilm. L’infection artificielle des tiques par des 
agents pathogènes d’intérêt est possible via le gorgement artificiel en 
manipulant les tiques dans un laboratoire adapté au niveau de risque de l’agent 
pathogène étudié (laboratoire P2, P3 ou P4). 
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Partie II : Utilisation des antibiotiques pour l’étude du 

microbiote chez les arthropodes hématophages d’intérêt 

vétérinaire 
 

Comme mentionné dans la partie précédente, de nombreux facteurs liés 
au repas sanguin et à l’environnement, biotique ou abiotique, viennent 
influencer la biologie des tiques molles et l’épidémiologie des maladies 
associées. Un facteur assez peu étudié est le microbiote des tiques, c’est-à-dire 
l’ensemble des organismes microbiens qui sont présents dans la tique. En effet, 
outre les agents pathogènes, les tiques abritent d’autres micro-organismes, 
impliqués dans le développement et la physiologie des tiques (14,40) et 
potentiellement dans l’acquisition et la transmission des agents pathogènes 
(13,43,75). 

Le microbiote des arthropodes a été fortement décrit ces dernières 
années par le biais des nouvelles méthodes de séquençage. Néanmoins, le rôle 
de ce microbiote pour l’arthropode reste souvent difficile à établir. Pour pallier 
ce biais, l’utilisation de traitements antibiotiques constitue un outil permettant 
de modifier le microbiote des arthropodes afin de collecter des indices sur ses 
rôles potentiels, soit en étudiant les conséquences de son élimination, soit en 
repeuplant des organismes exempts de germes (germ-free) avec des espèces 
microbiennes connues (76,77). 
 

A/ Contexte et objectifs de l’étude 
 

Dans cette partie, je présenterai un aperçu des données publiées dans la 
littérature concernant l’étude du rôle du microbiote chez les arthropodes 
hématophages d’intérêt médical ou vétérinaire. Cette partie se focalisera 
uniquement sur des études utilisant un traitement antibiotique comme outil 
pour évaluer le rôle du microbiote. 

Le but est d’évaluer le rôle du microbiote dans les étapes de 
développement de l’arthropode, pour son métabolisme, sa fonction de 
reproduction et plus globalement, sa capacité vectorielle. En plus de ces 
éléments, la pertinence des méthodes utilisées sera également évaluée. 

Le rôle de plusieurs espèces bactériennes sera étudié ici. Les TABLEAU 1 
et TABLEAU 2 référencent les principales espèces mentionnées. Les espèces 
microbiennes peuvent être séparées en plusieurs catégories comme expliqué en 
PARTIE I, selon le type d’interaction qu’elles entretiennent avec l’arthropode : 
les symbiotes primaires (intracellulaires, transmis verticalement, nécessaires), 
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TABLEAU 1 : Principaux genres bactériens symbiotes primaires d’arthropodes hématophages. 
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TABLEAU 2 : Principaux genres bactériens symbiotes secondaires d’arthropodes hématophages. 

Adapté de Jiménez-Cortés et al. (6). Dans les lignes, le nom commun des principaux groupes 
d’arthropodes hématophages étudiés ici. Ordre des 1 Diptera, 2 Siphonaptera, 3 Phthiraptera, 
4 Hemiptera et 5 Ixodida. Les moustiques et les phlébotomes sont les seuls arthropodes 
hématophages non stricts présentés ici. En colonne, les genres bactériens étudiés. Les couleurs 
indiquent la présence ou l’absence de chaque genre bactérien chez l’arthropode. Le vert indique 
une présence systématique chez la plupart des espèces du groupe. Le bleu indique une présence 
qui est souvent rapportée mais qui peut être facultative ou qui peut varier d’une espèce à l’autre 
ou d’un individu à l’autre. Le orange indique une présence rarement rapportée, soit chez une seule 
espèce ou uniquement sous des conditions particulières. Le vert clair indique un cas particulier de 
compétition entre Asaia sp. et Wolbachia sp., ces deux genres ne pouvant pas être retrouvés 
simultanément dans l’arthropode mais l’un des deux étant systématiquement présent. 
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les symbiotes secondaires (souvent extracellulaires, mutualistes ou 
commensaux), les espèces environnementales et les espèces pathogènes (6). 

Dans cette partie, les arthropodes hématophages non stricts 
(principalement les moustiques) et stricts (principalement les tiques) seront 
étudiés séparément et comparés. L’ensemble des données collectées ici 
permettront par la suite d’adapter les protocoles à utiliser pour l’étude du 
microbiote chez la tique Ornithodoros moubata. 

B/ Conséquences d’un traitement antibiotique chez les arthropodes 

hématophages non-stricts 

Les arthropodes hématophages non stricts que nous allons évoquer ici 
incluent les diptères de la famille des Culicidae (les moustiques) et de la sous 
famille des Phlebotominae (les phlébotomes). Ces insectes sont assez proches 
d’un point de vue phylogénétique et partagent des similarités concernant leur 
écologie, notamment dans l’organisation de leur cycle parasitaire et 
l’importance du repas sanguin pour la ponte (78). Les espèces de ces groupes 
sont anautogènes, signifiant que la femelle doit prendre un repas particulier (ici 
un repas de sang) pour permettre le développement des œufs et la ponte (78). 
Ces caractéristiques communes se perçoivent aussi au niveau du microbiote avec 
des populations microbiennes similaires. Tous ces éléments suggèrent que des 
résultats obtenus chez un de ces arthropodes pourraient donner un aperçu de la 
situation chez les autres (6). 

Etant donné le haut taux d’incidence des maladies vectorisées par les 
moustiques (2,3), le microbiote des Culicidae a été étudié de manière beaucoup 
plus détaillée que pour aucun autre arthropode hématophage. Dans cette partie, 
je me concentrerai sur les principaux traits d’histoire de vie qui se retrouvent 
modifiés après une dysbiose par traitement antibiotique chez des arthropodes 
hématophages non-stricts. 

i) Modification de la fitness reproductive

Les moustiques femelles ayant besoin d’un repas sanguin pour initier la 
ponte, il peut être attendu que le microbiote ait un rôle à jouer juste après le 
repas sanguin. Cependant, peu d’études se concentrent sur la fitness 
reproductive chez les moustiques adultes. Une étude (79) rapporte que 
l’utilisation d’un cocktail de pénicilline et de streptomycine dans le repas sanguin 
augmente significativement le pourcentage de femelles déposant des œufs et le 
nombre d’œufs pondus (augmentation de 32% et 53% respectivement) chez des 
moustiques Anopheles infectés ou non par Plasmodium (l’agent pathogène 
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responsable du paludisme). Dans cette étude, les auteurs ont aussi pu relier ce 
phénomène à une déplétion complète du microbiote à l’exception de quelques 
sous espèces du genre Acetobacteraceae, notamment Asaia sp. (79). En 
particulier, les populations de Serratia sp. ont été complètement éliminées alors 
qu’Asaia sp. a vu sa population augmenter après traitement. Ce résultat suggère 
que 1) Asaia sp. soutient la fonction de reproduction chez cette espèce de 
moustique et/ou Serratia sp. inhibe cette même fonction et 2) Plasmodium sp. 
améliore la fécondité et est positivement sélectionné après la réduction de la 
compétition avec le microbiote lors du traitement antibiotique. Etant donné que 
la fécondité est un paramètre de la capacité vectorielle, ces résultats suggèrent 
que la présence d’antibiotique dans le repas sanguin augmente la propagation 
de Plasmodium. 
 

ii) Effets sur le développement et la survie 
 

De nombreuses études incorporent des traitements antibiotiques dans le 
milieu aquatique des larves de moustiques pour en étudier les effets sur le 
développement (80–82). Dans cette situation, les auteurs rapportent que la 
transformation des larves en pupes est altérée (80–82). Wang et al. observent 
même que des larves élevées dans de l’eau contenant de l’ampicilline sont 
toutes incapables de se métamorphoser (contre 11% des larves qui y 
parviennent dans un environnement témoin) (80). Les concentrations en 
bactéries dans des eaux traitées de cette manière ont été suivies par 
pyroséquençage, montrant une perte d’un facteur 14 de la concentration en 
bactéries ainsi qu’une perte de diversité (81). L’environnement aquatique 
semble ainsi être une source cruciale en bactéries pour les stades précoces de 
développement chez les moustiques. Un traitement antibiotique large spectre 
empêche alors les larves d’acquérir le microbiote nécessaire pour leur 
développement. 
 La modification ou l’élimination du microbiote chez les arthropodes est 
aussi souvent rapportée comme étant source de mortalité (83). Cependant chez 
les moustiques, la situation est complexe. Guégan et al. (84) rapportent dans 
leur étude les effets d’un cocktail de gentamycine, de streptomycine et 
d’ampicilline sur des femelles Aedes albopictus. Aucune modification de la survie 
n’a été rapportée par rapport aux témoins sur 30 jours de surveillance. Pourtant, 
dans cette étude, il a été confirmé que le microbiote a été fortement perturbé 
par le traitement avec une chute de la diversité et une modification des espèces 
majoritaires. La plupart des symbiotes secondaires (en particulier les genres 
Elizabethkingia et Chryseobacterium) ont vu leurs populations s’effondrer, 
tandis que la plupart des populations de Wolbachia ont proliféré. De plus, 
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Gendrin et al. (79) ont également montré que les anophèles infectés par 
Plasmodium avaient un taux de survie augmenté après traitement antibiotique 
(75% contre 50% chez les moustiques témoins 10 jours après traitement). Là 
aussi les observations étaient liées à un changement de l’organisation du 
microbiote (en faveur de Asaia sp. dans ce cas) 
 Tous ces résultats suggèrent que les symbiotes primaires des moustiques 
comme Wolbachia et Asaia (TABLEAU 1) survivent au traitement antibiotique et 
voient même leurs populations augmenter en lien avec une forte diminution de 
la compétition. L’espérance de vie des moustiques reste donc la même, voire 
augmente en présence d’antibiotique. 
 Il est intéressant de noter que la relation entre les populations de 
Wolbachia et d’Asaia est influencée par le traitement antibiotique. La 
transmission horizontale de Wolbachia chez les anophèles est augmentée et la 
transmission verticale de ce symbiote est également facilitée après traitement 
antibiotique (85). Les anophèles hébergent habituellement des Asaia dont la 
présence est incompatible avec celle de Wolbachia (86). Un traitement 
antibiotique à base de gentamycine ou de kanamycine réduit les populations 
d’Asaia, permettant alors une colonisation du microbiote par Wolbachia. Il est 
donc possible que le traitement antibiotique modifie la fitness de l’arthropode 
en permettant une modification des endosymbiotes primaires présents (d’Asaia 
vers Wolbachia dans cet exemple). 
 Finalement, les endosymbiotes primaires façonnent la survie des 
moustiques et des études les ciblant spécifiquement pourraient permettre de 
déterminer jusqu’à quel point. 
 

iii) Conséquences sur la capacité vectorielle 
 
 Selon les résultats présentés précédemment, une dysbiose du microbiote 
chez les moustiques peut être associée à une augmentation de la survie et de la 
fertilité, deux paramètres de la capacité vectorielle. De plus, si nous reprenons 
l’étude de Gendrin et al. (79), il apparaît que les moustiques nourris sur des 
souris infectées par Plasmodium berghei (agent de la malaria chez les rongeurs) 
sont plus susceptibles d’être infectés lorsqu’ils ont été soumis à un traitement 
antibiotique. La prévalence de l’infection augmente alors de 138% et le nombre 
d’oocystes de Plasmodium retrouvés chez les moustiques infectés augmente de 
62%. Ces résultats sont à corréler avec une perte du microbiote intestinal suite 
au traitement. De plus, les observations précédemment réalisées sur des 
moustiques exempts de germes (germ-free) ont aussi démontré une 
augmentation de la sensibilité à l’infection par Plasmodium (87). Plus 
récemment, Kalappa et al. (88) ont confirmé ces résultats. Après perturbation 
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du microbiote intestinal par ajout d’antibiotique dans le repas sucré chez des 
anophèles, les auteurs ont observé une augmentation de la sensibilité à 
Plasmodium berghei ainsi qu’une augmentation de l’intensité de l’infection. Les 
espèces du microbiote intestinal des genres Enterobacter et Pseudomonas ont 
été notamment mises en avant comme permettant de limiter l’infection par 
Plasmodium (88,89). Le microbiote intestinal régule positivement l’expression 
de facteurs anti-Plasmodium, limitant ainsi l’infection (87). Des résultats 
similaires ont été obtenus en utilisant certaines souches de Wolbachia chez les 
moustiques Aedes aegypti, la présence de Wolbachia limitant l’infection des 
moustiques par le virus de la dengue, du chikungunya et le virus Zika (90,91). 
 Bien au contraire, Wu et al. (92) apportent un exemple dans lequel le 
microbiote intestinal favorise la compétence vectorielle de l’arthropode. Ces 
auteurs rapportent une diminution d’un facteur 10 de l’infection de moustiques 
Aedes par le virus de la dengue après traitement antibiotique comparé au groupe 
témoin. La supplémentation des moustiques traités aux antibiotiques avec la 
bactérie intestinale Serratia marcescens a également été testée et restaure alors 
la susceptibilité au virus de la dengue. 
 D’autres exemples peuvent se trouver chez les phlébotomes qui sont 
notamment vecteurs des parasites du genre Leishmania. Plusieurs études se 
sont intéressées à l’effet d’un traitement antibiotique sur des phlébotomes des 
genres Phlebotomus et Lutzomia afin de mieux comprendre le rôle du microbiote 
dans la compétence vectorielle de ces arthropodes. Ainsi, il a été montré que le 
traitement antibiotique est associé à une diminution de l’infestation des 
phlébotomes par Leishmania (93,94). Cet effet était compensé en repeuplant les 
phlébotomes avec des bactéries des genres Leifsonia, Rahnella, Enterobacter ou 
Serratia (93). Leishmania est un agent pathogène intracellulaire dépendant des 
neutrophiles pour la phagocytose et pour son cycle infectieux. Dey et al. (95) ont 
observé que le microbiote des phlébotomes était nécessaire pour initier le 
recrutement neutrophilique au niveau du site de piqûre. Ainsi, le traitement 
antibiotique, en appauvrissant le microbiote intestinal du phlébotome, altère les 
stades précoces de la transmission de Leishmania. Cette particularité du 
microbiote intestinal d’augmenter la réponse immunitaire au niveau du site de 
piqûre pourrait s’avérer être essentielle pour de nombreux agents pathogènes 
dépendants du système immunitaire de l’hôte. 
 Si nous résumons, la composition du microbiote des phlébotomes et des 
moustiques modifie leur capacité vectorielle. Le microbiote intestinal assure un 
rôle de barrière contre les agents opportunistes (Plasmodium). Cependant, le 
cycle infectieux de certains agents pathogènes peut aussi être boosté par des 
interactions mutualistes avec le microbiote (Leishmania, virus de la dengue). 
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C/ Conséquences d’un traitement antibiotique chez les arthropodes 

hématophages stricts 
 
 Les arthropodes hématophages stricts incluent des genres 
phylogénétiquement éloignés possédant des microbiotes parfois très différents 
(TABLEAU 1 et TABLEAU 2). Etant donné qu’ils dépendent entièrement du repas 
sanguin pour leur apport énergétique, une particularité commune de ces 
arthropodes est le déficit en nutriments essentiels. Le microbiote joue alors un 
rôle primordial en apportant ces nutriments à l’arthropode, en particulier la 
vitamine B (40,96). 
 Dans cette partie, nous allons étudier les effets d’un traitement 
antibiotique chez les arthropodes hématophages stricts tout en comparant les 
résultats avec ceux obtenus dans la partie précédente. Les données de la 
littérature se concentrent principalement sur les tiques dures Ixodida avec 
quelques études orientées vers d’autre groupes. 
 

i) Diminution de la fitness reproductive 
 

Contrairement aux moustiques, le rôle du microbiote pour la reproduction 
a été étudié à de nombreuses reprises chez les tiques. Une dysbiose de ce 
microbiote par traitement antibiotique provoque alors un délai et une 
augmentation de la durée de la ponte (17–19,97), une diminution du nombre 
d’œufs déposés (16,18), une augmentation du temps d’incubation des œufs (17), 
une diminution du taux d’éclosion (16,17,19) et une augmentation de la 
mortalité chez les larves (19). 
 Ces résultats ont notamment été mis en relation avec la perte des 
populations de Coxiella like-endosymbionts (CLE) et Rickettsia (19). Les études 
les plus récentes ont ciblé spécifiquement ces groupes bactériens et ont observé 
que l’élimination des CLE par l’utilisation de kanamycine résultait en une baisse 
de la capacité reproductive (17), tandis que l’élimination de Rickettsia via la 
ciprofloxacine n’avait aucune conséquence sur la reproduction (97). 
 Il est intéressant de noter que l’espèce Ixodes pacificus semble constituer 
une exception dans ce schéma, aucune modification des paramètres liés à la 
reproduction n’ayant été notée chez cette espèce après différents traitements 
antibiotiques (97). Après analyse, il apparait que le microbiote d’Ixodes pacificus 
ne contient pas de CLE (98), suggérant une faible influence du microbiote de 
cette tique sur la reproduction. 
 Au vu de ces études, il semble que les endosymbiotes primaires de 
plusieurs espèces de tiques, et notamment les Coxiella like-endosymbionts, 
influencent la fonction de reproduction. 
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 Les effets du microbiote sur la reproduction chez le mâle ne sont que peu 
étudiés chez les arthropodes hématophages, à l’exception de quelques études 
sur la mouche tsétsé Glossina morsitans. Des mouches exemptes de germes 
(germ-free) ont été obtenues par traitement antibiotique des mères puis ont été 
utilisées dans des études de transcriptomique (99). Ces expériences montrent 
qu’en l’absence du microbiote, l’expression des gènes liés à la reproduction est 
diminuée dans les glandes accessoires des mâles (notamment impliquées dans 
la production du liquide séminal) et augmentée dans les centres de la 
spermatogénèse. Ces résultats suggèrent que la capacité reproductive chez le 
mâle pourrait effectivement être influencée par le microbiote mais les résultats 
doivent être confirmés par une évaluation de la fonction de reproduction à 
l’échelle macroscopique. Toujours dans la même espèce, Engl et al. (100) ont 
noté que le traitement antibiotique affectait les hydrocarbones cuticulaires chez 
les mâles et les femelles. Les hydrocarbones cuticulaires ont un rôle de 
protection chez les arthropodes mais participent aussi à la communication entre 
individus. Lors d’études sur le choix d’un partenaire sexuel, les auteurs ont 
observé que 71% des mâles de mouches tsétsé choisissent préférentiellement 
des femelles qui n’ont pas reçu de traitement de tétracycline. Ces effets viennent 
confirmer l’importance du microbiote pour la reproduction mais plus d’études 
sont nécessaires chez les mâles et sur d’autres espèces d’arthropodes 
hématophages stricts. 
 

ii) Altération du métabolisme, des fonctions de nutrition, de la 

croissance et de la survie 
 
 Une baisse de la masse moyenne des tiques a été rapportée après 
traitements antibiotiques dans les études se concentrant sur la reproduction (19) 
suggérant un rôle métabolique du microbiote. Duron et al. (14) ont examiné plus 
en détail ce rôle métabolique chez la tique Ornithodoros moubata. Les auteurs 
se sont concentrés sur le processus de synthèse de la vitamine B qui est connu 
pour être indispensable chez les arthropodes hématophages stricts (15). En 
utilisant de la rifampicine, les auteurs ont éliminé les endosymbiotes du genre 
Francisella et ont suivi la croissance des tiques. Les résultats (FIGURE 10) 
indiquent une forte altération du développement et de la croissance chez les 
tiques ainsi traitées. Les anomalies observées sont réversibles en cas de 
complémentation avec de la vitamine B, confirmant ainsi le rôle des Francisella 
like-endosymbionts (FLE) pour la production de la vitamine B chez O. moubata. 
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FIGURE 10 : Effet d’un traitement antibiotique sur le développement et la survie de la tique 
Ornithodoros moubata. Adapté de Duron et al. (14). Cycle de vie de la tique O. moubata. Le 
stade traité aux antibiotiques est indiqué. Les résultats sont présentés via le texte de couleur ; 
en rouge pour le groupe traité aux antibiotiques et non complémenté en vitamines ; en bleu 
pour les trois autres groupes (résultats non significativement différents entre ces trois 
groupes). La position du texte indique quel stade est affecté. La mortalité sur l’ensemble de 
l’expérience est également indiquée. Figure réalisée en utilisant BioRender.com. 

 
 Ces résultats viennent compléter une étude précédemment menée par 
Guizzo et al. (16) dans laquelle l’utilisation de tétracycline sur des tiques 
Rhipicephalus microplus réduisait les populations de Coxiella like-endosymbionts 
(CLE) au niveau des œufs et des larves. Cette perte du symbiote CLE empêchait 
alors complètement les nymphes obtenues de se métamorphoser en adultes. 
L’hypothèse principale avancée étant alors que les CLE assument le rôle de 
synthèse de vitamine B chez cette tique. 
 Toutes ces expériences ont aussi permis de mettre en lumière la 
transmission maternelle d’une partie du microbiote. Néanmoins, l’origine 
environnementale d’une partie du microbiote comme observé chez les 
moustiques n’a pas encore été étudiée chez les premiers stades de 
développement des tiques, ne permettant pas de répondre complétement aux 
questions sur l’origine du microbiote. 
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iii) Modification de la sensibilité à des agents pathogènes 
 
 Concernant ce dernier point, une poignée d’études ont été réalisées chez 
les tiques, à commencer par des études sur la transmission de Borrelia 
burgdorferi, l’agent responsable de la maladie de Lyme. Concernant cette 
espèce, Narasimhan et al. (101) ont observé que le fait de perturber le 
microbiote avec un traitement antibiotique réduisait la colonisation des tiques 
par les Borrelia. Ce phénomène a été rattaché à une altération de l’intégrité de 
l’épithélium digestif, un paramètre clé de la contamination de la tique par 
Borrelia. 
 De manière similaire, l’acquisition de Francisella novicida (modèle pour 
l’étude de Francisella tularensis, l’agent de la tularémie) semble être influencé 
par le microbiote de la tique et en particulier par les populations de Francisella 
like-endosymbionts (FLE) (102). Ces deux espèces bactériennes proches 
semblent pouvoir mettre en place une relation mutualiste dont le mécanisme 
demeure inconnu mais qui facilite la contamination de l’arthropode. 
 Au contraire, l’infection des tiques par des bactéries Anaplasma 
marginale, responsables de l’anaplasmose, semble être réduite après traitement 
antibiotique et réensemencement par Rickettsia bellii. Rickettsia et Anaplasma 
semblent entrer en compétition l’une avec l’autre, venant limiter la 
contamination de la tique par Anaplasma (102). 
 Au final, et par comparaison avec ce qui a été fait chez les moustiques et 
les phlébotomes, peu d’études utilisent les antibiotiques pour étudier le rôle du 
microbiote dans la capacité vectorielle des tiques. De plus, toutes se concentrent 
sur des bactéries alors que les tiques peuvent aussi transmettre des virus 
responsables de maladies graves voire mortelles comme la fièvre hémorragique 
de Crimée-Congo (103) ou l’encéphalite à tiques (104). Ceci est lié à l’incidence 
moindre des maladies à tiques chez l’homme comparé aux moustiques, la 
plupart des agents pathogènes transmis étant la source de maladies animales, 
émergentes ou géographiquement localisées. 
 
 En conclusion, la perturbation du microbiote par traitement antibiotique 
a des conséquences fortes sur la physiologie des arthropodes hématophages 
stricts. Le nombre d’études concernant des espèces autres que les tiques 
demeure très faible et, par conséquent, le rôle du microbiote chez les puces, les 
sangsues et les punaises demeure assez peu connu. Plus d’études seraient 
également nécessaires concernant l’influence du microbiote sur la capacité 
vectorielle des arthropodes hématophages stricts. 
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D/ Réflexion sur les protocoles utilisant des antibiotiques pour l’étude 

du microbiote 
 

i) Effet lié à la voie d’administration 
 

Si nous reprenons les différentes études mentionnées précédemment, il 
apparaît que le protocole utilisé pour administrer une molécule antibiotique est 
un paramètre clé de l’étude. 

Trois voies d’administration des antibiotiques peuvent être utilisées 
(FIGURE 11). Tout d’abord, il est possible de traiter directement l’environnement 
de l’arthropode (80), ce qui permet d’évaluer l’origine du microbiote et son rôle 
chez les stades précoces de développement. Cela fonctionne particulièrement 
bien pour les espèces chez lesquelles les larves ont besoin d’un environnement 
aqueux pour se développer (moustiques). Des antibiotiques à large spectre 
peuvent alors être utilisés pour obtenir un environnement stérile et suivre les 
effets sur le développement larvaire. Cette méthode constitue également un 
excellent modèle pour tester l’effet de contaminants environnementaux (81). 

L’injection directe de la molécule dans le corps de l’arthropode est 
également possible via des micro-aiguilles adaptées (105). Cette méthode n’est 
utilisable que pour les arthropodes pouvant être facilement manipulés sans 
risque de les blesser (principalement les tiques dures, parfois les moustiques). 
Néanmoins, les effets associés au côté traumatique de cette manipulation ne 
peuvent pas être exclus (105). 
 Enfin, une administration par voie orale, mélangé au repas sanguin ou au 
repas sucré reste le protocole le plus simple à mettre en place. Cela peut être 
obtenu sur des systèmes de gorgements artificiels ou directement sur animaux 
vivants (veaux, souris, lapins). Cette méthode est idéale pour cibler le microbiote 
intestinal et pour simuler une contamination par le sang d’un hôte sous 
traitement antibiotique (79).  
 

ii) Effet lié à la molécule utilisée 
 
 Un autre paramètre essentiel dans le protocole de traitement est le choix 
de la molécule antibiotique. De ce côté, les chercheurs disposent d’un large 
panel de molécules (TABLEAU 3). Le spectre de l’antibiotique choisi va influencer 
les espèces affectées. Ainsi, lorsque l’on souhaite évaluer le microbiote dans son 
ensemble, une combinaison de molécules à large spectre va être utilisée. A 
l’opposé, plusieurs études comparatives ont identifié des molécules qui vont 
spécifiquement affecter certaines espèces microbiennes, comme par exemple 
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FIGURE 11 : Effet de la modification du microbiote par traitement antibiotique sur les traits 
d’histoire de vie des arthropodes hématophages. Sur la gauche, les différentes routes 
d’administration utilisées. A. Environnement. B. Injection. C. Repas sucré ou sanguin. D. Hôte 
vertébré. Sur la droite, conséquences pour l’arthropode. Les couleurs indiquent une baisse 
(rouge), une amélioration (vert) ou la non modification (bleu) de la fitness de l’arthropode. 
1 moustiques, 2 tiques, 3 phlébotomes, 4 glossines. Figure réalisée en utilisant BioRender.com. 
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la kanamycine sur les bactéries du genre Coxiella (17). De plus l’action de 
l’antibiotique sur la cellule doit aussi être pris en compte et il faudra favoriser un 
antibiotique capable de passer la paroi cellulaire pour cibler un endosymbiote 
intracellulaire chez l’arthropode. 

iii) Limites et biais de l’utilisation des antibiotiques

L’une des problématiques clé à adresser avec les protocoles utilisant des 
antibiotiques est la possible toxicité de la molécule pour l’arthropode. Coon et 
al. (82) ont essayé de tester cet effet sur plusieurs molécules. Ils observent que 
la mortalité associée à l’utilisation de kanamycine, de tétracycline et de 
gentamycine serait plutôt due à la toxicité de la molécule plutôt qu’à la 
modification du microbiote lui-même. 

Plus d’études sont nécessaires pour évaluer cette toxicité potentielle, en 
particulier pour les molécules les plus utilisées. Une façon de procéder serait 
d’élever des lignées d’arthropodes exempts de germes (germ-free). L’utilisation 
d’organismes exempts de germes permettrait de tester l’effet de la molécule 
indépendamment de celui du microbiote et donc de tester directement sa 
toxicité (106). Néanmoins, de telles lignées sont très difficiles à obtenir et à 
stabiliser, d’autant plus pour des espèces qui dépendent entièrement de leur 
microbiote pour l’apport de nutriments essentiels. 

iv) Conclusion et perspectives sur l’utilisation des antibiotiques pour

l’étude du microbiote

Finalement, au vu de la littérature récente, il semble que l’utilisation d’un 
traitement antibiotique pour modifier le microbiote a permis de mettre en 
évidence le rôle des endosymbiotes primaires dans la reproduction, la croissance 
et le développement des arthropodes hématophages. De plus, il apparaît que les 
communautés microbiennes, et en particulier le microbiote intestinal, façonnent 
la capacité vectorielle des arthropodes en entrant en compétition ou en synergie 
avec les agents pathogènes potentiels. 

Historiquement, le traitement antibiotique constituait le principal outil 
disponible pour étudier l’organisation du microbiote (76,77). Aujourd’hui, les 
nouvelles méthodes de séquençage continuent d’apporter de nouvelles données 
sur la composition des communautés microbiennes. Pour faire sens de cet afflux 
de données brutes, des méthodes qui permettent d’étudier les interactions 
vecteur-microbiote-pathogène demeurent indispensable, par exemple via des 
traitements antibiotiques (107,108). 
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Antibiotiques  
(spectre) 

Cibles Avantages et 
spécificités 

Effets 
secondaires Groupe Espèce 

Lincomycine1 
(étroit) 

Moustique Culex (larve) (81) 
- Présence dans les 
eaux usées 

NE8 

Ciprofloxacine2 
(large) 

Tique 
Rhipicephalus (femelle) (17) 
Ixodes (femelle) (97) 

- Elimine Rickettsia 
mais pas Coxiella 

NE 

Moustique Culex (larve) (81) 
- Présence dans les 
eaux usées 

NE 

Oxytétracycline3 
(très large) 

Tique 
Dermacentor (adulte) 
(102,108) 

- Utilisé en agriculture NE 

Moustique Culex (larve) (81) 
- Présence dans les 
eaux usées 

NE 

Tétracycline3 
(très large) 

Tique 

Amblyomma (adulte) (19) 
Rhipicephalus (femelle) 
(16,17) 
Haemaphysalis (adulte) (18) 
Ixodes (femelle) (107) 

- Très efficace pour 
éliminer le microbiote 
- Elimine les Coxiella et 
les Rickettsia 

- Suspicion de 
toxicité pour 
la tique 

Moustique Aedes et Culex (larve) (82) 
- Fréquemment utilisé 

- Mortalité 
élevée 

Glossine Glossina (adulte) (99,100) NE 

Chloramphenicole4 
(très large) 

Moustique Aedes and Culex (larve) (82) 
- Très efficace pour 
éliminer le microbiote 
- Pas de mortalité 

NE 

Gentamycine5 
(large) 

Tique Ixodes (adulte) (101) - Elimination spécifique 
du microbiote 
intestinal 

NE 

Moustique 
Aedes and Culex (larve) (82) 
Aedes (adulte) (84) 

- Mortalité 
très élevée 

Kanamycine5 
(large) 

Tique Rhipicephalus (femelle) (17) 
- Élimine Coxiella mais 
pas Rickettsia 

- Suspicion de 
toxicité 
- Mortalité 
élevée pour 
les larves 

Moustique 
Aedes and Culex (larve) (82) 
Anopheles (adulte) (85) 

- Très efficace pour 
éliminer les 
endosymbiotes 

Streptomycine5 
(large) 

Moustique 
Aedes and Culex (larve) (82) 
Anopheles (adulte) (85) 

- Très efficace pour 
éliminer les 
endosymbiotes 

- Mortalité 
modérée 

Rifampicine6 
(large) 

Tique 
Amblyomma (adulte) (19) 
Ornithodoros (nymphe) (14) 

- Très efficace pour 
éliminer le microbiote 

- Protocole 
inhabituel 
(Témoin = 
méthanol) 

Ampicilline7 
(large) 

Tique 
Rhipicephalus (femelle) (17) 
Ixodes (femelle) (97) 

- Spécifique du 
microbiote intestinal - Peu efficace 

Moustique Aedes, Culex (larve) (80,82) 
- Utilisé historiquement 

Glossine Glossina (adulte) (100) NE 

Penicilline7 
(étroit) 

Moustique Aedes and Culex (larve) (82) - Pas de mortalité NE 
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TABLEAU 3 : Effets de plusieurs molécules antibiotiques ou association de molécules sur le 
microbiote et la physiologie des arthropodes hématophages. 1 Macrolide, bactériostatique, 
intracellulaire, inhibe la synthèse protéique. 2 Quinolone, bactéricide, intracellulaire, inhibe la 
réplication. 3 Tétracycline, bactériostatique, intracellulaire, inhibe la traduction. 
4 Amphénicole, bactériostatique, intracellulaire, inhibe la traduction. 5 Aminoglycoside, 
bactéricide, extracellulaire, inhibe la traduction. 6 Rifamycine, bactéricide, intracellulaire, 
inhibe la transcription. 7 β-lactamine, bactéricide, extracellulaire, inhibe la synthèse de 
peptidoglycane. 8 NE: Non évalué 

 
 
Dans plusieurs articles scientifiques, l’utilisation de molécules 

antibiotiques pour la gestion des parasites a été suggérée (19,108). En 
considérant les résultats rassemblés ici, nous ne recommanderions pas d’avoir 
recours à de telles procédures. En plus du développement de résistance aux 
molécules utilisées, le renouvèlement du microbiote après une dysbiose est loin 
d’être compris et les conséquences d’un tel traitement pourraient finir par être 
bien différentes de celles souhaitées. 
 
 
 

Penicilline7 + 
Streptomycine5 

Moustique 
Anopheles (adulte) 
(79,87,88,92) 

- Elimination totale du 
microbiote 
- Souvent utilisé 

NE 
Phlébotome Phlebotomus (adulte) (93) 

Penicilline7 + 
Gentamicine5 + 
Clindamycine1 

Phlébotome Lutzomia (adulte) (94,95) 
- Elimination totale du 
microbiote 

NE 

Ampicilline7 + 
Gentamicine5 + 
Streptomycine5 

Moustique Aedes (femelle) (84) 

- Elimination totale du 
microbiote 
- Souvent utilisé en 
médecine/agriculture 

NE 
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Partie III : Etude expérimentale du rôle du microbiote 

bactérien chez la tique Ornithodoros moubata 

 
 Dans cette partie, je présenterai les expériences et résultats obtenus dans 
le cadre de mon stage de fin d’étude du Master 2 Biosciences de l’ENS de Lyon, 
réalisé au CIRAD dans l’UMR 117 ASTRE du 11/01/2021 au 25/06/2021 et faisant 
office de 5ème année d’approfondissement dans le cursus vétérinaire de 
VetAgroSup Lyon. 
 Dans ce cadre, je me concentrerai sur la tique Ornithodoros moubata 
élevée dans l’insectarium Baillarguet sur le site du CIRAD. L’étude du microbiote 
de cette tique a été réalisée par utilisation de traitements antibiotiques 
administrés lors du repas sanguin. 
 Le protocole de cette étude se base sur une étude précédemment réalisée 
par Duron et al. (14) sur le rôle du microbiote de O. moubata pour la production 
de vitamine B. D’après les résultats de Duron et al., deux endosymbiotes 
primaires se retrouvent principalement sur la souche Ornithodoros moubata 
étudiée au CIRAD : Francisella-like endosymbionts (FLE) et Rickettsia (42). 
 La littérature récente nous permet de savoir que les FLE sont impliquées 
dans la production de vitamines B, notamment la biotine, l’acide folique et la 
riboflavine (14). A ce stade, nous pouvons rappeler que les endosymbiotes 
primaires sont la seule source de vitamine B pour la tique, cette vitamine étant 
absente du repas de sang. Toutes les espèces de tiques hébergent des bactéries 
capables de produire les vitamines B. Chez certaines espèces de tiques, ce rôle 
est assuré par d’autres bactéries que les FLE, en particulier, très fréquemment 
par les Coxiella-like endosymbionts (CLE) par exemple chez la tique Amblyomma 
americanum ou encore par des Rickettsia comme chez Ixodes Pacificus (15). 
 Il est important de noter que les CLE et les Rickettsia sont des 
endosymbiotes également associés à la fonction de reproduction chez les tiques 
des genres Ixodes (97), Rhipicephalus (17), Haemaphysalis (18) et Amblyomma 
(19). Le nombre d’œufs pondus, la masse des œufs, la durée de la ponte et le 
taux d’éclosion constituent autant de paramètres modifiés négativement lors de 
l’élimination du microbiote. 
 Chez les tiques molles, l’influence du microbiote sur la physiologie de la 
tique reste peu connue. Notre modèle, Ornithodoros moubata, héberge des 
Francisella-like endosymbionts (FLE) et des Rickettsia, bactéries sur lesquelles 
nous nous sommes focalisés. Etant donné que les FLE jouent un rôle nutritionnel 
chez la tique, toute étude de leurs autres rôles biologiques potentiels doit passer 
par une complémentation des tiques en vitamine B afin de compenser les effets 
liés à des carences.  
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A travers cette étude, nous espérons mieux comprendre le rôle du 
microbiote chez les tiques molles ainsi que les dynamiques qui peuvent prendre 
place entre plusieurs espèces d’endosymbiotes différentes. 

A/ Objectifs de l’étude 

Deux grands axes viennent orienter cette étude : 
o Le premier objectif est d’éliminer, ou diminuer drastiquement,

les principales espèces bactériennes constituant le microbiote
d’Ornithodoros moubata puis d’évaluer les conséquences de
cette déplétion sur les traits d’histoire de vie liés à la
reproduction chez la tique. Pour cela, plusieurs traitements
antibiotiques consécutifs ont été administrés per os à des
nymphes pour tester l’efficacité du traitement antibiotique et à
des adultes pour suivre la reproduction.

o Le deuxième objectif de cette étude est de faire la part entre le
rôle nutritionnel du microbiote et le rôle direct sur la
reproduction. Pour tester cela, 50% des tiques ont été
complémentées en vitamines B et les résultats pour les deux
groupes ont été comparés.

B/ Matériel et Méthodes 

i) Tiques utilisées

Toutes les tiques utilisées sont issues de la lignée d’Ornithodoros moubata 
maintenue au laboratoire du CIRAD depuis 2008 (Montpellier, France, membre 
du réseau vectopole sud). Cette colonie est issue de la souche Neuchâtel, 
initialement originaire de Tanzanie et entretenue à l’université de Neuchâtel 
(Suisse). 

Les femelles utilisées pour les expériences n’avaient jamais été mises à la 
reproduction avant et n’ont reçu aucun gorgement depuis leur dernier stade 
nymphal. Tous les individus, adultes, nymphes, larves et œufs ont été conservés 
dans des conditions stables au sein d’un même incubateur, à 25°C, avec 80% 
d’humidité et une luminosité de 0%. Se reporter à la FIGURE 12 pour la 
visualisation des différents stades étudiés et à la FIGURE 13 pour la visualisation 
du matériel utilisé. 
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A B 

C D 

F 

H 

E 

G 

FIGURE 12 : Photographies réalisées à la loupe binoculaire de plusieurs stades de développement de 
la tique Ornithodoros moubata. A. Face dorsale et B. face ventrale d’une femelle adulte marquée au 
feutre Posca bleu (à gauche) et d’un mâle adulte (à droite), barre d’échelle : 11,3mm. C. Femelle adulte 
lors de la ponte, barre d’échelle : 11,3mm. D. Œufs, barre d’échelle : 8,4mm. E. Larves après éclosion, 
barre d’échelle : 4,3mm. F. Larve (à gauche) et nymphe de stade un (à droite), barre d’échelle : 2,9mm. 
G. Nymphes de stade un avant gorgement, barre d’échelle : 8,4mm. H. Nymphe de stade un après 
gorgement, barre d’échelle : 4,3mm. 
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ii) Comité éthique 
 
 Dans le cadre de cette étude, l’utilisation d’animaux vertébrés était régie 
par la régulation européenne pour les standards éthiques (directive du Conseil 
Européen du 24 novembre 1986 (86/609 / EEC)) et par la législation française 
(comité éthique numéro CEEA-LR-36 accessible sur la plateforme APAFIS). 
 

iii) Gorgement et traitement antibiotique 
 
 Les tiques adultes ont été mises au gorgement une première fois au début 
de l’expérience, puis une seconde fois 52 jours plus tard. Soixante-douze heures 
avant le gorgement, les tiques femelles étaient rassemblées par lots et placées 
avec un groupe de trois mâles. 
 Les nymphes de stade un ont été mises au gorgement une seule fois et dix 
individus ont été échantillonnés pour analyse à différents temps après le repas 
sanguin : jour 0, jour 1, jour 3, jour 5, jour 10, jour 15 et jour 30. En raison de 
contraintes matérielles liées aux pénuries sur les consommables de laboratoire, 
seuls les échantillons des jours 0, 1, 3 et 10 ont pu être analysés (FIGURE 14). 
 Dans les deux cas, le repas sanguin a été fourni en utilisant un système de 
gorgement artificiel et du sang de vache prélevé dans les trois heures précédant 
l’expérience dans des tubes héparinés de 10mL. Le sang utilisé pour l’ensemble 
des expériences provient d’un seul et même animal. Un échantillon de 1mL de 
sang est systématiquement mis de côté et conservé à -80°C pour permettre de 
réaliser des analyses en cas de suspicion de contamination du sang. Le repas 
sanguin est réalisé dans des tubes en plastique recouverts d’une membrane de 
parafilm à travers laquelle les tiques pourront piquer. Un morceau de toile est 
ajouté pour parer à une déchirure du parafilm par les tiques. Les tubes contenant 
les tiques sont ensuite placés dans des plaques six puits contenant chacun 9mL 
de sang (FIGURE 13, PANNELS C ET D). Le repas sanguin se déroule pendant trois 
heures, à l’obscurité, le sang est maintenu en permanence à 41°C et est agité à 
250 rpm. Au total, quatre à sept tiques adultes femelles sont gorgées dans un 
même tube en présence de trois mâles. Dans le cas où le premier gorgement n’a 
pas suffi, un deuxième puis un troisième gorgement sont réalisés le jour même. 
Si après trois gorgements la tique n’a toujours pas pris de repas sanguin, elle est 
exclue de l’étude. 
 Les traitements antibiotiques et les vitamines ont été ajoutés au sang en 
se basant sur le protocole établi par Duron et al. (14). Trois conditions de 
traitement ont été réalisées : rifampicine (Francisella et Rickettsia sensibles), 
gentamycine (Francisella sensibles et Rickettsia résistantes) et absence 
d’antibiotique. Une quatrième condition a été ajoutée pour les nymphes avec 
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l’ampicilline (cible le microbiote intestinal mais pas Francisella ni Rickettsia). 
Pour chaque condition de traitement antibiotique, deux sous-groupes ont été 
séparés, un recevant une complémentation en vitamines B (un mélange de 
biotine, acide folique et riboflavine), l’autre sans complémentation. 

En pratique, l’ensemble du sang obtenu pour l’expérience était 
homogénéisé puis séparé en autant d’aliquots que de conditions à tester. Des 
solutions mères pour les vitamines et antibiotiques ont été préparées par 
dilution dans de l’eau Milli-Q (et non pas du méthanol contrairement aux 
protocoles précédemment établis pour éviter la toxicité de ce composé). Les 
concentrations des solutions mères ont été établies en fonction de la 
concentration finale souhaitée dans le sang et de façon à minimiser le volume 
de solution à ajouter au sang afin d’éviter de diluer celui-ci. De plus, la solubilité 
de chaque composé a également dû être prise en compte. Les concentrations 

A B 

C D 

FIGURE 13 : Matériel utilisé pour l’élevage et le gorgement des tiques Ornithodoros 
moubata. A. Incubateur. B. Tubes individuels pour les tiques femelles adultes. C. et D. système 
de gorgement artificiel sur sang de vache. 



53 
 

d’antibiotiques dans le sang ont été choisies en fonction des recommandations 
du RCP (Résumé des Caractéristiques du Produit) et de la littérature pour les 
espèces bactériennes ciblées : gentamycine 10 µg.mL-1, rifampicine 10 µg.mL-1, 
ampicilline 10 µg.mL-1 (14,19,101). Les concentrations en vitamines ont été 
choisies en accord avec le protocole de Duron et al. : biotine 1 µg.mL-1, acide 
folique 30 µg.mL-1, riboflavine 20 µg.mL-1 (14). Les antibiotiques et les vitamines 
ont été remplacées par de l’eau Milli-Q pour les témoins négatifs. 

 
Afin de permettre un suivi individuel des tiques lors des gorgements, 

celles-ci ont été marquées avec des points de couleur dorsalement en utilisant 
des feutres Posca (FIGURE 12, PANNEL A). Chaque tique a été pesée 
individuellement 24h avant et 10min après le gorgement. Si à la fin d’un repas 
sanguin une tique a gagné moins de 50mg, elle est considérée comme ne s’étant 
pas gorgée et est donc placée en tube à nouveau pour un deuxième voire un 
troisième repas. Si au bout de trois tentatives, la tique n’est toujours pas gorgée, 
elle est exclue de l’étude. 
 

FIGURE 14 : Protocol de traitement antibiotique et d’évaluation des traits d’histoire de vie 
selon le stade du cycle parasitaire d’Ornithodoros moubata. Les traits étudiés sont indiqués 
à côté du stade concerné. En bleu, l’expérience réalisée sur les tiques adultes pour suivre les 
paramètres liés à la reproduction. En vert, l’expérience réalisée sur les nymphes de stade 1 
pour suivre les populations bactériennes après traitement antibiotique. Figure réalisée en 
utilisant BioRender.com. 
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iv) Suivi de la reproduction 
 
 Après le repas sanguin, les femelles ont été laissées avec les mâles 
pendant sept jours puis ont été isolées dans des tubes en plastique individuels 
(FIGURE 13, PANNEL B). Le suivi des paramètres de reproduction a été réalisé en 
double aveugle vis-à-vis du traitement effectué. Au total, 132 tiques femelles 
adultes ont été incluses dans l’étude et suivies pendant deux périodes de 50 
jours post repas sanguin. Pour chaque tique, le nombre d’œufs pondus, la masse 
des œufs et la date de ponte ont été enregistrés. Pour chaque lot d’œufs pondus 
le même jour, le taux d’éclosion et le taux de larves survivant jusqu’au premier 
stade nymphal étaient suivis. Pour chaque œuf, la date d’éclosion et la date de 
mue ont été enregistrées (FIGURE 14). 
 

v) Extraction de l’ADN 
 
 Les nymphes sélectionnées ont été placées individuellement dans des 
tubes Eppendorf 1,5 mL contenant 300 μL de milieu de culture DMEM 
complémenté à 10% par du sérum de veau. Les nymphes ont ensuite été 
écrasées en passant les tubes au TissueLyser Qiagen en présence de billes d’acier 
et de plastique. L’extraction d’ADN a ensuite été réalisée à partir de 75 μL de 
l’homogénat obtenu après broyage, en utilisant le kit NucleoSpin® Tissue 
(Macherey-Nagel, Hoerdt, Allemagne) et en respectant le protocole pour une 
utilisation sur tissus humains ou animaux et cultures cellulaires. L’ADN extrait a 
été élué dans 50 μL de tampon d’élution et stocké à -20°C en attendant d’être 
utilisé. 
 

vi) PCR quantitative 
 
 Les PCRs quantitatives étaient lancées sur les ADNs extraits, le lendemain 
des extractions, dans deux machines Roche Lightcycler® 96 (Roche Applied 
Sciences, Beijing, Chine) au laboratoire P2 du CIRAD avec la méthode taqMan. 
 Pour chaque échantillon, l’extrait d’ADN (2 μL) était ajouté au mix 
d’amplification (18 μL : mix 10 μL, H2O 6,6 μL, amorce sens pour l’actine 0,4 μL, 
amorce antisens pour l’actine 0,4 μL, sonde pour l’actine 0,4 μL, amorce sens 
pour le gène cible 0,4 μL, amorce antisens pour le gène cible 0,4 μL, sonde pour 
le gène cible 0,4 μL). Les amorces utilisées pour amplifier l’ADN de Francisella-
like endosymbiont ciblaient le gène RpoB codant pour la sous unité β de l’ARN 
polymérase. Les séquences des amorces étaient sens : 5’-GTGGTGTACCTATTGCT 
ACG-3’, anti-sens : 5’-TGATGGTCGTACTGGTAAGC-3’ et sonde : 5’-ATAGGTGGCTT 
TGCAACTAA-3’. Les amorces utilisées pour amplifier l’ADN de Rickettsia ciblaient 
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le gène GltA codant pour l’enzyme de synthèse du citrate (citrate synthase). Les 
séquences des amorces étaient sens : 5’-AATGATCCGTTTAGGTTGATG-3’, anti-
sens : 5’-ACCCACTCCTGCAAATAG-3’ et sonde : 5’-GTGCCGCAGTACTTAAAGA-3’. 
Le gène de l’actine de la tique Ornithodoros moubata était également amplifié 
en tant que contrôle positif de l’extraction d’ADN et afin de pouvoir prendre en 
compte la taille de chaque individu analysé. 
 Des témoins positifs et négatifs ont été inclus en utilisant respectivement 
2 μL d’ADN des expériences réalisées par Duron et al. (14) et 2 μL d’eau Milli-Q. 
Le programme PCR utilisé comprenait 1 minute à 95°C, suivi par 45 cycles de 1 
minute à 95°C et 30 secondes à 56°C. Les analyses ont été réalisées en utilisant 
des indicateurs de fluorescence FAM et HEX. Les échantillons avec un cycle de 
seuil (Ct) supérieur à 38 ont été considérés comme négatifs. Les scores de Cts 
ont été convertis en concentrations en utilisant les courbes étalons réalisées lors 
de chaque PCR à partir d’un plasmide contenant les séquences ciblées. 
 

vii) Analyses statistiques 
 
 Toutes les analyses statistiques ont été réalisées en utilisant le logiciel R 
version 4.0.3 (2020-10-10) (109). Pour les analyses des résultats de qPCR, un 
modèle linéaire simple a été mis en place grâce à la fonction lm.  

Pour les analyses des données liées aux paramètres de reproduction chez 
les tiques, nous avons utilisé des modèles linéaires généralisés avec la fonction 
glm, ou des modèles mixtes généralisés avec la fonction glmer (R package Lme4 
(110)) en fonction de l’absence (glm) ou de la présence (glmer) d’un effet 
aléatoire. L’effet aléatoire permet de prendre en considération le manque 
d’indépendance entre certaines données étant donné que les œufs et larves 
suivis peuvent être les descendants de la même mère. Suivant la variable suivie, 
une distribution de Poisson ou une distribution binomiale a été utilisée. La sur-
dispersion et la sous-dispersion des données ont été évaluées en utilisant le 
même modèle que précédemment avec une distribution respectivement quasi-
Poisson ou quasi-binomiale. En cas de sur-dispersion ou sous-dispersion, ce 
nouveau modèle était conservé en faveur du précédent.  

Les comparaisons statistiques des données ont été réalisées en utilisant 
des tests F ou un test de Chi-square. La variance et les p-values ont été 
enregistrées. Lorsque la valeur moyenne obtenue pour un trait est présentée, 
l’écart-type (ET) pour cette valeur est ajoutée entre crochets. 
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C/ Résultats 

i) Analyses moléculaires

Au total, 110 nymphes de stade un ont été analysées, soit 30 nymphes par 
groupe de traitement (gentamycine, rifampicine et témoin négatif) avec 10 
nymphes pour chaque jour d’échantillonnage (jour 1, jour 3 et jour 10). De plus, 
20 nymphes ont également été collectées juste avant le repas sanguin (jour 0). 
Tous les individus ont été testés séparément pour Rickettsia (gène cible GltA) et 
Francisella-like endosymbiont (gène cible RpoB). 

Sur l’ensemble des individus, 100% ont été testés positifs pour Rickettsia 
(109/109) avec un individu de groupe témoin exclu en raison d’une courbe de 
qPCR anormale. Aucune différence significative n’a été notée sur les 
concentrations en ADN obtenues entre les différents groupes de traitement 
(FIGURE 15, PANNEL A). Néanmoins, on peut noter que la quantité d’ADN 

A 

B 

C 

D 

Jour après le repas de sang :   Jour 0  Jour 1      Jour 3   Jour 10 

 

Avant traitement         Contrôle     Gentamycine        Rifampicine 

Avant traitement         Contrôle     Gentamycine        Rifampicine 

Avant traitement         Contrôle     Gentamycine        Rifampicine 

Avant traitement         Contrôle     Gentamycine        Rifampicine 

FIGURE 15 : Représentation des concentrations en ADN obtenues par qPCR pour Rickettsia 
et Francisella-like endosymbionts (FLE) après traitement antibiotique de nymphes de stade 
un d’Ornithodoros moubata. A. Concentration en ADN pour GltA ([GltA]), indicateur de la 
présence de Rickettsia. B. Ratio de [GltA] et de la concentration en ADN pour l’actine d’O. 
moubata ([Actin]) afin de corriger pour la taille de la nymphe. C. Concentration en ADN pour 
RpoB ([RpoB]), indicateur de la présence de FLE. D. Ratio de [RpoB] et [Actin] afin de corriger 
pour la taille de la nymphe. Les concentrations sont indiquées en nombre de copies par mL. 
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bactérien détectée augmente avec le temps après le gorgement entre le jour 0 
et le jour 10 (FIGURE 15, PANNEL A). Une augmentation similaire est notée pour 
le gène de l’actine. Lorsque les quantités d’ADN pour le gène cible sont 
normalisées avec les quantités d’ADN de l’actine, aucune différence ne peut être 
notée entre aucun groupe (FIGURE 15, PANNEL B).  
 Concernant les Francisella-like endosymbionts, 98,2% des qPCR étaient 
positives (108/110) avec un individu négatif dans le groupe du jour 0 et un 
individu négatif dans le groupe Rifampicine du jour 1. Tout comme pour 
Rickettsia, la quantité d’ADN obtenue augmente avec le temps après gorgement 
chez le groupe contrôle (FIGURE 15, PANNEL C). Cependant, cette augmentation 
n’est pas observée dans le cas des groupes ayant été traités à la rifampicine ou 
à la gentamycine. L’utilisation du ratio avec la quantité d’ADN pour l’actine ne 
révèle encore une fois aucune différence entre les différents groupes (FIGURE 
15, PANNEL D). 
 
 

ii) Suivi de la reproduction 
 
 Les tiques adultes étaient réparties dans trois groupes de traitement 
différents (témoin n=46, gentamycine n=44, rifampicine n=42), chaque groupe 
étant divisé en deux sous-groupes (la moitié des individus recevant un 
traitement complémentaire en vitamines B, l’autre moitié sans cette 
complémentation). Les paramètres associés à la reproduction ont ensuite été 
suivis quotidiennement pendant deux périodes successives de 50 jours séparées 
par un deuxième traitement identique au premier. Les effets associés au 
traitement antibiotique, à la complémentation en vitamines et aux interactions 
entre les deux ont été testés pour des différences significatives (TABLEAU 4). 
 
  Sur 132 tiques gorgées, 74,2% (98/132) ont pondu durant la première 
période de 50 jours. Le pourcentage de femelles ayant pondu variait entre 60,9% 
et 78,2% selon les groupes mais aucune différence significative n’a pu être 
attribuée à ce paramètre (FIGURE 16, PANNEL A et TABLEAU 4). Au total, 78,8% 
(104/132) des tiques ont survécu. La mortalité observée est significativement 
différente entre les trois groupes de traitement, sans différence entre les sous-
groupes liés à la vitamine (FIGURE 16, PANNEL B et TABLEAU 4). Le groupe 
témoin présente une mortalité plus élevée (34,8%) que les groupes traités à la 
gentamycine (9,1%) ou à la rifampicine (19,0%). 
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TABLEAU 4 : Résultats des analyses statistiques menées sur les indicateurs de la 
reproduction mesurés chez les tiques femelles adultes sur 50 jours après le premier repas 
sanguin traité aux antibiotiques (gentamycine, rifampicine ou témoin négatif) et 
complémenté en vitamines B (présence ou absence de complémentation). Pr : P-value. Dev : 
Variance. Le degré de liberté est de 2 pour l’effet du traitement antibiotique et pour l’effet de 
l’interaction, et de 1 pour l’effet de la complémentation en vitamines. 1 Distribution corrigée 
pour des données sur-dispersées. 2 Distribution corrigée pour des données sous-dispersées. 
Les résultats significatifs sont indiqués par un fond grisé. P-value : 0 ‘***’ 0,001 ‘**’ 0,01 ‘*’ 
0,05 ‘ ’ 1 

Concernant la ponte en elle-même, le temps nécessaire pour l’ovogénèse, 
estimé par le temps entre le repas sanguin et le premier jour de dépôt des œufs, 
était en moyenne de 23,9 jours [ET : 6,81]. Il est important de noter que le jeu 
de données collecté était soumis à un léger effet de sur-dispersion qui a été 
corrigé en utilisant un modèle basé sur une distribution de quasi-Poisson pour 
les analyses statistiques. Aucune différence statistique claire n’a pu être établie 
entre les groupes. Néanmoins, dans les groupes témoins et gentamycine, il a été 
observé que la complémentation en vitamines avait tendance à diminuer le 
temps nécessaire pour l’ovogénèse (FIGURE 16, PANNEL C et TABLEAU 4).  

Trait surveillé Famille 
Effet de 

l’antibiotique 
Effet des 
vitamines 

Effet de 
l’interaction 

Succès de la ponte Binomiale 
Pr : 0,3499 
Dev : 2,100 

Pr : 0,1073 
Dev : 2,594 

Pr : 0,4483 
Dev : 1,605 

Survie sur 50 jours après 
le repas sanguin 

Binomiale 
Pr : 0,009687** 
Dev : 9,274 

Pr : 0,3768 
Dev : 0,7810 

Pr : 0,1867 
Dev : 3,356 

Nombre de jours avant la 
ponte 

Quasi-
Poisson1 

Pr : 0,3741 
Dev : 3,548 

Pr : 0,05820 
Dev : 6,472 

Pr : 0,1609 
Dev : 6,590 

Nombre d’œufs corrigé 
par le poids de la mère 

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,09462 
Dev : 0,1784 

Pr : 0,5601 
Dev : 0,01284 

Pr : 0,8410 
Dev : 0,01310 

Masse moyenne des 
œufs  

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,3506 
Dev : 0,008410 

Pr : 0,1405 
Dev : 0,008714 

Pr : 0,8974 
Dev : 0,0008689 

Temps d’incubation des 
œufs  

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,6958 
Dev : 0,06174 

Pr : 0,7652 
Dev : 0,007590 

Pr : 0,05697 
Dev : 0,4878 

Taux d’éclosion Binomiale 
Pr : 0,7510 
Dev : 0,5726 

Pr : 0,9560 
Dev : 0,003039 

Pr : 0,5526 
Dev : 1,186 

Temps nécessaire pour la 
métamorphose 

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,7098 
Dev : 0,04697 

Pr : 0,3924 
Dev : 0,05011 

Pr : 0,7444 
Dev : 0,04045 

Taux de métamorphose Binomiale 
Pr : 0,8477 
Dev : 0,3305 

Pr : 0,1925 
Dev : 1,699 

Pr : 0,7623 
Dev : 0,5428 
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Le nombre d’œufs déposés a été étudié en le rapportant au poids de la 
femelle après son repas sanguin. Sur la première période de 50 jours, les 
femelles ont pondu entre 2 et 220 œufs avec une moyenne de 109 œufs (ou 
après standardisation au poids, 0,361 œuf par mg de poids de la tique [ET : 
0,116]). Aucune différence entre aucun sous-groupe n’a été trouvée pour ce trait 
(FIGURE 16, PANNEL D et TABLEAU 4). De la même manière, aucune différence 
n’a été détectée concernant le poids des œufs (FIGURE 16, PANNEL E et 
TABLEAU 4). En moyenne les œufs pesaient 0,538 mg [ET : 0,0463].  

Vitamines B :          Absence d’une complémentation en vitamines      Presence d’une complémentation en vitamines 

 

A B 

E D F 

I H G 

C 

FIGURE 16 : Représentation graphique des indicateurs de la reproduction mesurés chez les 
tiques femelles adultes Ornithodoros moubata après traitement antibiotique et 
complémentation en vitamines du premier repas sanguin. A. Succès de la ponte : nombre de 
tiques ayant pondu dans un groupe / taille du groupe. B. Taux de survie des tiques après le 
gorgement. C. Temps nécessaire pour l’ovogénèse (entre le repas sanguin et le premier jour 
de la ponte, en jours). D. Nombre d’œufs pondus par tique corrigé par la masse de la tique 
après le repas de sang (en nombre d’œufs par mg de poids de la tique). E. Masse moyenne 
des œufs (en mg). F. Temps d’incubation des œufs (en jours). G. Taux d’éclosion des œufs. 
H. Temps entre l’éclosion et la métamorphose des larves en nymphes de stade un (en jours). 
I. Taux de succès de la métamorphose en nymphes de stade un. Dans les histogrammes, les 
intervalles de confiance à 95% sont indiqués.  
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 Les paramètres associés à l’éclosion ont été mesurés pour chaque groupe 
d’œufs déposés un même jour par une même femelle. Que ce soit pour le temps 
d’incubation des œufs ou pour le taux d’éclosion, aucune différence statistique 
n’a pu être mise en évidence entre les groupes (FIGURE 16, PANNEL F, PANNEL G 
et TABLEAU 4). En moyenne, le temps d’incubation des œufs était de 11,9 jours 
[ET : 1,01] avec un taux d’éclosion de 79,6% [ET : 15,1]. 
 Après éclosion, les larves ont été suivies jusqu’à leur métamorphose en 
nymphes de stade un. Aucune différence n’a été rapportée entre les groupes 
concernant le temps entre l’éclosion et la métamorphose (FIGURE 16, PANNEL H 
et TABLEAU 4). En moyenne, une larve se métamorphose au bout de 6,31 jours 
après éclosion [ET : 0,657]. Enfin, aucune différence significative n’a pu être mise 
en évidence concernant le taux de succès de la métamorphose qui atteignait en 
moyenne 98,4% [ET : 4,77] (FIGURE 16, PANNEL I et TABLEAU 4). Dans les 
groupes témoins et rifampicine, le taux d’éclosion était meilleur en présence de 
vitamines (95,8% contre 99,1% dans le groupe rifampicine et 97,5% contre 99,0% 
dans le groupe témoin). Néanmoins, la P-value associée à l’effet lié aux vitamines 
sur le taux de mue ne permet pas de conclure sans données supplémentaires 
(TABLEAU 4). 
 
 A l’issue de cette première période de 50 jours, les femelles survivantes 
ont été gorgées une seconde fois selon le même protocole de gorgement et de 
traitement. Les femelles ont ensuite été suivies de nouveau sur une période de 
50 jours pour les mêmes paramètres indicateurs de la reproduction. Au total 102 
tiques ont pu être mises au gorgement. Trois tiques ont été exclues car non 
gorgées après trois tentatives. Les 99 autres tiques étaient réparties de la 
manière suivante : témoin n=15 ; témoin + vitamines n=12 ; gentamycine n=19 ; 
gentamycine + vitamines n=20 ; rifampicine n=16 ; rifampicine + vitamines n=17. 
Après traitement, les tiques ont été isolées en tubes individuels et suivies pour 
les paramètres liés à la reproduction. Les effets associés au traitement 
antibiotique, à la complémentation en vitamines et aux interactions entre les 
deux ont été testés pour des différences significatives comme précédemment 
(TABLEAU 5). 
 Sur 99 tiques gorgées, 40,4% (40/99) ont pondu durant la deuxième 
période de 50 jours. Le pourcentage de femelles ayant pondu variait entre 18,8% 
et 57,9% selon les groupes. Aucune différence significative n’a pu être attribuée 
à ce paramètre (FIGURE 17, PANNEL A et TABLEAU 5) mais une tendance peut 
être observée en lien avec le traitement antibiotique, les tiques traitées à la 
rifampicine ayant un succès de ponte diminué comparé aux deux autres groupes 
(18,8% contre 33,3% pour le témoin et 57,9% pour la gentamycine). Cet effet est 
annulé en présence de vitamine (44,4%).  
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TABLEAU 5 : Résultats des analyses statistiques menées sur les indicateurs de la 
reproduction mesurés chez les tiques femelles adultes sur 50 jours après le deuxième repas 
sanguin traité aux antibiotiques (gentamycine, rifampicine ou témoin négatif) et 
complémenté en vitamines B (présence ou absence de complémentation). Pr : P-value. Dev : 
Variance. Le degré de liberté est de 2 pour l’effet du traitement antibiotique et pour l’effet de 
l’interaction, et de 1 pour l’effet de la complémentation en vitamines. 1 Distribution corrigée 
pour des données sur-dispersées. 2 Distribution corrigée pour des données sous-dispersées. 
Les résultats significatifs sont indiqués par un fond grisé. P-value : 0 ‘***’ 0,001 ‘**’ 0,01 ‘*’ 
0,05 ‘ ’ 1 

 
Après le deuxième gorgement, 60,6% (60/99) des tiques ont survécu. La 

mortalité observée est significativement dépendante de l’interaction entre le 
traitement antibiotique et la complémentation en vitamines avec un plus fort 
effet du premier (FIGURE 17 PANNEL B et TABLEAU 5). Si nous regardons les 
données concernant la survie sur l’ensemble de l’expérience, un fort effet du 
traitement antibiotique peut être noté ainsi qu’un faible effet de l’interaction 
entre le traitement et la complémentation en vitamines. Dans ce cadre, le 

Trait surveillé Famille 
Effet de 

l’antibiotique 
Effet des 
vitamines 

Effet de 
l’interaction 

Succès de la ponte Binomiale 
Pr : 0,08903 
Dev : 5,146 

Pr : 0,7287 
Dev : 0,1280 

Pr : 0,2472 
Dev : 2,974 

Survie sur l’ensemble de 
l’expérience (102 jours) 

Binomiale 
Pr : 0,006548** 
Dev : 10,06 

Pr : 0,9598 
Dev : 0,002503 

Pr : 0,06723 
Dev : 5,399 

Survie sur 50 jours après 
le 2ème repas sanguin 

Binomiale 
Pr : 0,1501 
Dev : 3,793 

Pr : 0,7106 
Dev : 0,1376 

Pr : 0,04820* 
Dev : 6,065 

Nombre de jours avant 
la ponte 

Quasi-
Poisson1 

Pr : 0,6820 
Dev : 4,207 

Pr : 0,1323 
Dev : 12,46 

Pr : 0,2084 
Dev : 17,24 

Nombre d’œufs corrigé 
par le poids de la mère 

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,1504 
Dev : 0,4265 

Pr : 0,1092 
Dev : 0,2888 

Pr : 0,05911 
Dev : 0,6367 

Masse moyenne des 
œufs  

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,9867 
Dev : 0,0002565 

Pr : 0,8612 
Dev : 0,0002930 

Pr : 0,3503 
Dev : 0,02012 

Temps d’incubation des 
œufs  

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,3250 
Dev : 0,2497 

Pr : 0,6804 
Dev : 0,01885 

Pr : 0,01565* 
Dev : 0,9236 

Taux d’éclosion Binomiale 
Pr : 0,5314 
Dev : 1,264 

Pr : 0,1925 
Dev : 1,698 

Pr : 0,4869 
Dev : 1,439 

Temps nécessaire pour 
la métamorphose 

Quasi-
Poisson2 

Pr : 0,0003831*** 
Dev : 1,264 

Pr : 0,6249 
Dev : 0,01920 

Pr : 0,9009 
Dev : 0,01676 

Taux de métamorphose Binomiale 
Pr : 0,2346 
Dev : 2,900 

Pr : 0,6025 
Dev : 0,2712 

Pr : 0,1365 
Dev : 3,984 
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groupe témoin présente des mortalités élevées (66,7% et 69,6% respectivement 
en absence et en présence de vitamines). Mortalité qui est similaire pour le 
groupe traité à la rifampicine sans vitamines (70,0%). Les trois autres groupes 
présentent une mortalité plus faible, 42,9% pour le groupe rifampicine plus 
vitamines, 45,5% et 23,8% pour les groupes gentamycine avec ou sans vitamines 
(FIGURE 18, TABLEAU 5). 
 
 

Vitamines B :    Absence d’une complémentation en vitamines      Presence d’une complémentation en vitamines 
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FIGURE 17 : Représentation graphique des indicateurs de la reproduction mesurés chez les 
tiques femelles adultes Ornithodoros moubata après traitement antibiotique et 
complémentation en vitamines du deuxième repas sanguin. A. Succès de la ponte : nombre 
de tiques ayant pondu dans un groupe / taille du groupe. B. Taux de survie des tiques après le 
gorgement. C. Temps nécessaire pour l’ovogénèse (entre le repas sanguin et le premier jour 
de la ponte, en jours). D. Nombre d’œufs pondus par tique corrigé par la masse de la tique 
après le repas de sang (en nombre d’œufs par mg de poids de la tique). E. Masse moyenne 
des œufs (en mg). F. Temps d’incubation des œufs (en jours). G. Taux d’éclosion des œufs. 
H. Temps entre l’éclosion et la métamorphose des larves en nymphes de stade un (en jours). 
I. Taux de succès de la métamorphose en nymphes de stade un. Dans les histogrammes, les 
intervalles de confiance à 95% sont indiqués.

FIGURE 18 : Représentation graphique des indicateurs de la reproduction mesurés chez les
tiques femelles adultes Ornithodoros moubata après traitement antibiotique et
complémentation en vitamines du deuxième repas sanguin. A. Succès de la ponte : nombre
de tiques ayant pondu dans un groupe / taille du groupe. B. Taux de survie des tiques après le
gorgement. C. Temps nécessaire pour l’ovogénèse (entre le repas sanguin et le premier jour
de la ponte, en jours). D. Nombre d’œufs pondus par tique corrigé par la masse de la tique
après le repas de sang (en nombre d’œufs par mg de poids de la tique). E. Masse moyenne
des œufs (en mg). F. Temps d’incubation des œufs (en jours). G. Taux d’éclosion des œufs.
H. Temps entre l’éclosion et la métamorphose des larves en nymphes de stade un (en jours).
I. Taux de succès de la métamorphose en nymphes de stade un. Dans les histogrammes, les
intervalles de confiance à 95% sont indiqués.
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 Concernant les paramètres de la ponte après le deuxième gorgement, le 
temps nécessaire pour l’ovogénèse, était en moyenne de 24,7 jours [ET : 12,0] 
avec un phénomène de sur-dispersion. Aucune différence statistique claire n’a 
pu être établie entre les différents groupes, et les tendances observées 
précédemment concernant la complémentation en vitamines ne sont pas 
confirmées (FIGURE 17, PANNEL C et TABLEAU 5). 
 Sur cette deuxième période de 50 jours, les femelles ont pondu entre 1 et 
206 œufs avec une moyenne de 65,2 œufs (ou, après standardisation par la 
masse de la tique, 0,228 œuf par mg de poids de la tique [ET : 0,176]). Aucune 
différence entre aucun sous-groupe n’a été trouvée pour ce trait (FIGURE 17, 
PANNEL D et TABLEAU 5). De la même manière, toujours aucune différence n’a 
été détectée concernant le poids des œufs (FIGURE 17, PANNEL E et TABLEAU 
5). En moyenne les œufs pesaient 0,516 mg [ET : 0,0671]. 
 
 Concernant les paramètres associés à l’éclosion, les résultats sont 
légèrement différents de ceux obtenus après le premier gorgement. Ainsi, pour 
le temps d’incubation des œufs, un effet de l’interaction entre le traitement et 
la complémentation semble significatif sans rôle clair des deux paramètres 
(FIGURE 17, PANNEL F et TABLEAU 5). Pour le taux d’éclosion, aucune différence 
statistique n’a pu être mise en évidence entre les groupes (FIGURE 17, PANNEL G 

        Vitamines B :           Absence d’une complémentation en vitamines       

      Presence d’une complémentation en vitamines 

 FIGURE 18 : Représentation graphique de la survie des tiques Ornithodoros moubata après 
traitement antibiotique et complémentation en vitamines sur l’ensemble de l’expérience 
(102 jours). Les intervalles de confiance à 95% sont indiqués. 
 

FIGURE 20 : Caractéristiques morphologiques des tiques du genre Ornithodoros. Bakkes et 
al. 2018 . Ici un spécimen d’Ornithodoros phacochoerus femelle d’Afrique du Sud.FIGURE 21 : 
Représentation graphique de la survie des tiques Ornithodoros moubata après traitement 
antibiotique et complémentation en vitamines sur l’ensemble de l’expérience (102 jours). 
Les intervalles de confiance à 95% sont indiqués. 
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et TABLEAU 5). En moyenne, le temps d’incubation des œufs était de 12,4 jours 
[ET : 1,18] avec un taux d’éclosion de 55,0% [ET : 28,9]. 
 
 Concernant la métamorphose des larves en nymphes de stade 1, une 
différence significative a été rapportée entre les différents groupes de 
traitement pour le temps nécessaire entre l’éclosion et la métamorphose 
(FIGURE 17, PANNEL H et TABLEAU 5) avec un temps légèrement plus long pour 
le groupe rifampicine que pour les deux autres groupes (6,59 jours contre 6,38 
jours pour le témoin et 6,34 jours pour le groupe gentamycine). Aucun effet des 
vitamines n’est rapporté. En moyenne, une larve se métamorphose 6,39 jours 
après éclosion [ET : 0,724].  

Enfin, aucune différence significative n’a pu être mise en évidence 
concernant le taux de succès de la métamorphose qui atteignait en moyenne 
98,5% [ET : 4,32] (FIGURE 17, PANNEL I et TABLEAU 5). Les tendances observées 
après le premier gorgement concernant une différence en présence ou en 
absence de complémentation en vitamines B ne sont pas observées ici. 
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D/ Discussion 

Comme pour de nombreux arthropodes, le microbiote des tiques a été 
séquencé de manière extensive (111). Si le rôle précis de chaque espèce 
microbienne reste difficile à déterminer, certains effets marquant sur la biologie 
de la tique ont été clairement établis. Cela mène à la définition de plusieurs types 
d’agents du microbiote selon leur relation avec l’arthropode (6). Comme définis 
plus tôt dans cette étude, les endosymbiotes primaires sont héritables d’une 
génération à l’autre et constituent des symbiotes obligatoires. Ils jouent un rôle 
crucial dans la survie et/ou le développement de l’arthropode (39). En se basant 
sur cette définition, quatre genres bactériens ont, jusqu’ici, été identifiés comme 
endosymbiotes primaires chez les tiques : Coxiella-like endosymbiotes (CLE), 
Candidatus Midichloria mitochondrii, Francisella-like endosymbiotes (FLE) et, 
moins fréquemment, Rickettsia. Chacun de ces groupes porte une copie du gène 
impliqué dans la synthèse de nutriments essentiels, dont les vitamines B, qui ne 
sont pas naturellement apportées par l’alimentation hématophage stricte. Selon 
l’espèce de tique étudiée, un ou deux de ces quatre genres bactériens sera 
trouvé de manière prédominante et assurera la fonction d’apport de vitamine B 
(40,75). Avec le temps, plusieurs évènements évolutifs ont mené à la perte ou 
l’acquisition d’endosymbiotes, menant à la diversité observée de nos jours 
(40,42). 

Cependant, le rôle des endosymbiotes n’est pas limité à l’apport en 
nutriments. Chez les tiques, ils sont aussi connus pour avoir des conséquences 
sur les fonctions de reproduction (16–19,97), le système immunitaire ou la 
compétence vectorielle des tiques (75,101,102). De plus, en utilisant les 
méthodes de séquençage haut-débit, il a pu être montré que le microbiote est 
constitué de bien plus d’espèces que les seuls endosymbiotes primaires, espèces 
dont le rôle est loin d’être élucidé. 

Dans notre étude, nous avons décidé de nous concentrer sur certains 
membres du microbiote de la tique Ornithodoros moubata. Comme mentionné 
en première partie de ce manuscrit, O. moubata possède principalement deux 
endosymbiotes primaires, à savoir Francisella-like endosymbiotes (FLE) et 
Rickettsia, FLE étant l’espèce en charge de la fonction nutritive (14). Ici, nous 
avons choisi d’éliminer ces deux espèces afin d’évaluer l’effet de cette dysbiose 
sur les traits d’histoire de vie de la tique. 

En se basant sur la littérature présentée en PARTIE II, nous avons 
sélectionné un protocole basé sur un traitement antibiotique dans le repas 
sanguin (14,16,18,107). Chez la plupart des tiques dures, le repas sanguin doit 
être réalisé directement sur un hôte vertébré pour obtenir un gorgement 
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satisfaisant. Au contraire, d’excellents résultats sont obtenus chez Ornithodoros 
moubata en utilisant un gorgement artificiel, nous permettant facilement de 
modifier la composition du repas sanguin. Le protocole utilisé par Duron et al. 
(14) a été choisi et adapté à notre étude. Une autre option aurait été de réaliser 
des micro-injections d’antibiotique directement dans les tiques adultes vivantes 
(16–19,97,107). Si cette méthode est extrêmement efficace en terme de 
précision du traitement antibiotique, elle reste néanmoins hautement 
traumatique pour les tiques et n’est pas adaptée aux espèces de tiques molles. 
 Le choix des molécules antibiotiques à utiliser a été réalisé en se basant 
sur les espèces cibles identifiées par Duron et al. par séquençage de tiques de la 
lignée O. moubata du CIRAD (14). En se basant sur ces résultats, nous avons 
choisi d’utiliser la rifampicine, qui cible à la fois Rickettsia et FLE, et la 
gentamycine, pour laquelle la plupart des souches de Rickettsia sont résistantes 
alors que les Francisella y sont sensibles. D’autres molécules telles que la 
kanamycine et la tétracycline ont été éliminées en raison de leur potentielle 
toxicité pour les arthropodes (17,82). Enfin, la complémentation en vitamines a 
été choisie pour apporter les vitamines B essentielles à la physiologie des tiques 
(riboflavine, acide folique et biotine) (14). 
 En utilisant ces conditions expérimentales, plusieurs résultats étaient 
attendus. Tout d’abord, l’élimination de Francisella seule après traitement 
gentamycine devait permettre d’évaluer le rôle de ce symbiote 
indépendamment de Rickettsia (pour laquelle des pistes de rôles pourront être 
apportées via le traitement rifampicine). Il est important de garder à l’esprit que 
le reste du microbiote n’a pas été suivi de manière détaillée et devra donc 
toujours être considéré comme pouvant participer aux effets observés. 
L’utilisation d’une complémentation en vitamines adresse un autre point 
essentiel. Lorsqu’un effet est observé sur les paramètres liés à la reproduction, 
il est important de vérifier si cet effet est annulé en complémentant avec la 
vitamine B. Cela signifierait alors que l’effet observé serait probablement lié au 
rôle nutritionnel des symbiotes. Au contraire, si l’effet n’est pas annulé lors de la 
complémentation en vitamines B, alors il est probablement lié à une action du 
symbiote sur la reproduction indépendante de la carence en vitamines B. 
 
 Dans un premier temps, l’efficacité des traitements antibiotiques sur les 
deux endosymbiotes ciblés a été évaluée par qPCR. Les résultats indiquaient une 
faible efficacité du traitement chez les nymphes de stade un dans les dix jours 
suivant le traitement. Tout d’abord, aucun effet du traitement antibiotique n’a 
été détecté sur les populations de Rickettsia. Ce résultat était attendu pour la 
gentamycine, les Rickettsia étant résistantes à cet antibiotique (112). 
Néanmoins, la rifampicine n’a pas permis non plus de diminuer la quantité de 
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Rickettsia. Une première hypothèse qui peut être avancée serait que les 
Rickettsia portées par la lignée d’Ornithodoros moubata du CIRAD auraient 
acquis un gène de résistance à la rifampicine (112). Une autre possibilité serait 
que la pression exercée par le traitement antibiotique n’était pas suffisante pour 
éliminer les Rickettsia, par exemple à cause d’une trop courte durée 
d’exposition, de la trop faible concentration du traitement ou d’un mode 
d’administration inapproprié.  

De manière assez similaire, aucun des traitements antibiotiques n’a mené 
à l’élimination des Francisella-like endosymbionts pourtant censés être 
sensibles. Néanmoins, pour ce symbiote, il semblerait qu’un effet 
bactériostatique soit obtenu. En effet, lorsque nous comparons les résultats 
obtenus avec le groupe témoin sans traitement, nous observons que la 
concentration en RpoB après traitement reste stable dans le temps alors qu’elle 
augmente chez le groupe témoin. Cette observation vient appuyer l’idée que le 
traitement a probablement été insuffisant pour éliminer complètement le 
microbiote mais qu’il a néanmoins permis d’empêcher la croissance des FLE. 

En parallèle de ces résultats, nous avons obtenu des données concernant 
l’effet du repas sanguin sur la taille des populations bactériennes. En effet, que 
ce soit pour Francisella ou pour Rickettsia, une augmentation significative de la 
quantité d’ADN bactérien a été noté sur les 10 jours suivant le repas sanguin. Ce 
processus a déjà été observé chez d’autres espèces, notamment chez 
Midichloria mitochondrii, principal endosymbiote de la tique dure Ixodes ricinus, 
dont les abondances augmentaient très significativement après le repas sanguin 
chez les larves, nymphes et femelles adultes (113). Il apparaît également dans 
notre étude que la quantité d’ADN de l’actine associé à la tique suit une 
évolution similaire sur la même période. Cela suggère que le repas sanguin 
constitue une période de très forte activité métabolique avec de nombreuses 
divisions cellulaires. Cette observation est à relier au processus de mue qui prend 
place 10,5 jours après le repas sanguin [ET : 1,06] (données non publiées). 
Francisella et Rickettsia étant des bactéries intracellulaires, il est possible 
qu’elles tirent avantage de cette augmentation du métabolisme pour leur propre 
croissance comme rapporté chez d’autres espèces (114). 

Pour résumer, les résultats de qPCR nous poussent à être extrêmement 
prudents quant à l’interprétation des résultats du suivi de reproduction. En effet, 
il apparaît ici que les traitements antibiotiques n’ont pas permis d’éliminer 
complétement le microbiote. Les effets observés ici pourraient néanmoins être 
améliorés en augmentant les dosages utilisés ou, plus probablement par la 
réalisation de plusieurs traitements successifs (14). L’efficacité du traitement 
sera donc à réévaluer après analyse des nymphes collectées à 15 et 30 jours post-
traitement. 



68 
 

 Comme pour les nymphes, les tiques adultes ont reçu trois traitements 
différents lors du repas sanguin (gentamycine, rifampicine ou eau Milli-Q pour le 
groupe témoin) en présence ou en absence de vitamines. 
 Si on analyse dans un premier temps les effets liés uniquement aux 
traitements antibiotiques, aucun effet n’a pu être détecté sur les paramètres liés 
à la reproduction suite au premier traitement. Il est difficile de déterminer si cela 
est dû au fait que le microbiote n’est effectivement pas impliqué dans la 
reproduction chez Ornithodoros moubata ou si cela est lié au fait que le 
traitement mis en place n’était pas suffisant pour modifier le microbiote. 
Néanmoins, il a été observé que le groupe témoin présentait une mortalité 
significativement supérieure à celle des groupes traités avec des antibiotiques. 
Ce résultat surprenant nous pousse à considérer le coût que peut avoir un 
endosymbiote sur la fitness de l’arthropode (115). Par exemple, il est possible 
d’envisager que les Francisella assurent une fonction essentielle sur le long 
terme (à savoir assurer l’apport en nutriments essentiels et éviter une carence) 
mais un coût à court terme (mortalité augmentée pendant la ponte). 
  Dans le cadre de notre schéma expérimental, l’effet des antibiotiques ne 
doit pas être considéré seul. En effet, plusieurs effets intéressants sont 
également à noter en lien avec la complémentation en vitamines B. Ces 
tendances ne sont pas suffisamment prononcées pour être validées 
statistiquement, néanmoins, elles demeurent essentielles à considérer. D’après 
nos observations, la complémentation en vitamines B a tendance à être associée 
à une diminution du temps pour l’ovogénèse, une augmentation du taux de 
succès de la ponte et une légère augmentation du taux de succès de 
métamorphose entre le stade larvaire et le premier stade nymphal. Ces 
observations sont en accord avec l’idée que les vitamines B sont essentielles 
pour le développement de la tique et permettent d’améliorer les paramètres liés 
à la reproduction et à la métamorphose (14,40). Ceci soutient l’importance des 
endosymbiotes nutritionnels comme les FLE. 
 Si l’on regarde plus précisément les résultats issus du deuxième repas 
sanguin, deux éléments principaux peuvent être soulignés. Le premier est la 
précision de l’effet observé sur la mortalité des tiques. Il apparaît ici que le 
groupe témoin est effectivement associé à une mortalité supérieure au groupe 
traité à la gentamycine, venant renforcer l’hypothèse du coût des 
endosymbiotes. Cependant, cette fois ci, le groupe traité à la rifampicine est lui 
aussi affecté par cette mortalité conséquente. Une hypothèse envisageable 
pourrait être la sélection de souches microbiennes résistantes à la rifampicine 
suite au premier traitement, souches qui ne sont donc que peu affectées lors du 
deuxième traitement, menant à une situation similaire à celle du groupe témoin. 
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Une autre explication pourrait être liée à une potentielle toxicité de la 
rifampicine pour la tique, toxicité dont les effets augmenteraient avec la dose 
administrée et apparaitraient donc plus fortement après le deuxième 
gorgement. Le rôle des vitamines dans ce processus est en revanche toujours 
difficile à établir. 

Le deuxième élément apporté par ce second traitement concerne les 
autres paramètres de la reproduction. Comme précédemment, aucun effet ne 
peut être clairement établi au vu des résultats. Les tendances observées 
précédemment concernant l’apport de vitamines ne sont pas confirmées ni 
infirmées et les rares effets significatifs (temps d’incubation des œufs et temps 
nécessaire pour la métamorphose) sont des variations de faible amplitude. S’il 
est difficile de conclure sur les données concernant le temps d’incubation des 
œufs, celle sur le temps nécessaire pour la métamorphose sont plus orientées 
avec un délai plus long pour le groupe traité à la rifampicine. Comme suggéré 
par la littérature, les endosymbiotes jouent un rôle essentiel lors des étapes de 
métamorphose et ce résultat semble être orienté dans ce sens (14). Au vu des 
réserves émises précédemment, il est néanmoins nécessaire de rester prudent 
sur l’interprétation de ce type de variations. 

Il faut à présent rappeler que notre étude se basait sur un article 
précédemment publié par Duron et al. (14). Deux différences majeures sont à 
noter entre les deux études. Tout d’abord Duron et al. ont utilisé six traitements 
successifs en débutant avec des nymphes de stade un. Dans notre étude, seuls 
deux traitements successifs ont été réalisés. Il est important de noter que chez 
Ornithodoros moubata, la vitellogénèse débute lors des derniers stades 
nymphaux (28), ce qui suggère que le rôle potentiel du microbiote pour la 
fonction de reproduction peut avoir déjà eu lieu avant le stade adulte. Afin de 
vérifier cette hypothèse, des traitements antibiotiques vont être réalisés sur des 
nymphes de stade un, obtenues à partir de cette expérience afin d’évaluer le rôle 
du microbiote lors des stades précoces de développement. 

Le repas sanguin et la reproduction demeurent néanmoins également des 
étapes essentielles de la vitellogénèse (116) et la plupart des études réalisées sur 
la reproduction des tiques ciblent directement des femelles adultes (16–19,97). 
Des paramètres tels que le nombre d’œufs déposés dépendent directement de 
la qualité du repas sanguin. De plus, comme démontré ici et dans de précédentes 
études (114), les populations d’endosymbiotes ont tendance à fortement croitre 
juste après le repas sanguin, renforçant l’hypothèse selon laquelle ils jouent 
probablement un rôle clé pendant ou après le repas sanguin. Idéalement, utiliser 
des lignées de tiques « germ-free » lors du repas sanguin permettrait d’apporter 
des éléments de réponse sur ce point. De telles lignées sont malheureusement 
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pratiquement impossibles à maintenir chez les tiques et le traitement 
antibiotique reste actuellement notre meilleur outil pour étudier les effets du 
microbiote. 
  Lorsqu’on jette un coup d’œil à la littérature sur le rôle des 
endosymbiotes pour la reproduction chez les tiques, plusieurs études rapportent 
des effets associés à l’élimination des Coxiella like-endosymbionts (CLE) chez les 
tiques dures. Parmi ces effets, on retrouve une diminution du nombre d’œufs 
pondus (16,18), une augmentation du temps d’incubation des œufs (17), une 
baisse du succès d’éclosion (16–18) et une baisse du succès de la première 
métamorphose (19). Il est intéressant de noter qu’aucun effet n’a été rapporté 
pour Rickettsia (97) ou pour les FLE. C’est d’autant plus surprenant que ces trois 
symbiotes assurent un rôle nutritionnel similaire (synthèse de vitamine B). A ce 
stade, il faut envisager que les CLE puissent être les seuls symbiotes de tiques 
qui assurent à la fois la synthèse de vitamine B, tout en améliorant la fitness 
reproductive chez la tique, menant cette bactérie à rester le principal symbiote 
qu’on retrouve chez les tiques. 
 
 Malheureusement, cette étude et le design expérimental établi ne nous 
ont pas permis d’apporter des preuves du rôle des Francisella-like 
endosymbionts ou des Rickettsia pour la fonction de reproduction chez O. 
moubata. Néanmoins, notre étude met en évidence quelques tendances 
associées avec la présence ou l’absence de ces bactéries (augmentation des 
populations de symbiotes après le repas sanguin, coût sur la fitness…). Ces 
résultats seront complétés par des expériences futures utilisant des traitements 
antibiotiques tout au long de la croissance des tiques dès les premiers stades 
nymphaux. De plus, le rôle du microbiote sur la compétence vectorielle 
d’Ornithodoros moubata sera aussi considéré, cette tique jouant un rôle dans 
l’épidémiologie du virus de la peste porcine africaine. 
 Pour finir, il convient de se rappeler qu’élucider le rôle du microbiote est 
une tâche difficile. Les traitements antibiotiques constituent un outil puissant 
dans ce cadre, mais les protocoles doivent être constamment ajustés suivant le 
vecteur étudié, la composition du microbiote et sa sensibilité au traitement. 
Cette méthode peut être complétée avec du séquençage haut débit dans le but 
de considérer l’entièreté du microbiote de la tique. 
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Conclusion

Les tiques molles du genre Ornithodoros constituent un vecteur d’agents 
pathogènes souvent peu étudié comparé aux tiques dures. Néanmoins, la propagation 
de la peste porcine africaine en Europe et en Asie a remis au goût du jour les questions 
concernant la compétence vectorielle et l’écologie de ces tiques. 

Comme exposé dans cette étude, la compétence vectorielle et plusieurs autres 
traits physiologiques de la tique peuvent être influencés par son microbiote. Etudier 
le rôle du microbiote chez les arthropodes hématophages est une tâche complexe 
pour laquelle peu d’outils sont disponibles. L’utilisation de traitements antibiotiques 
permet d’initier ce type d’études et d’élucider, en partie, le rôle des symbiotes 
bactériens. 

La présente étude se focalise sur le rôle du microbiote sur certains paramètres 
physiologiques de la tique Ornithodoros moubata. En se basant sur la littérature, un 
protocole basé sur deux traitements antibiotiques successifs dans le repas sanguin a 
été mis en place dans le but d’éliminer les endosymbiotes primaires. Les paramètres 
liés à la reproduction chez la tique ont ensuite été suivis afin d’évaluer le rôle du 
microbiote pour cette fonction. Une complémentation en vitamines B a également 
été utilisée afin de prendre en compte le rôle nutritionnel du microbiote. 

Les expériences réalisées ici n’ont pas permis d’éliminer complètement les 
endosymbiotes ciblés. Malgré cela, les résultats obtenus permettent de relever 
plusieurs éléments clés associés au microbiote chez Ornithodoros moubata, 
notamment la forte croissance bactérienne juste après le repas sanguin et le coût 
potentiel des symbiotes pour la fitness de la tique au moment de la période de 
reproduction. 

Finalement, cette étude constituera un point de départ pour la suite du travail 
de recherche à effectuer sur le microbiote d’Ornithodoros moubata. Les prochaines 
étapes visant à élucider le rôle de ce microbiote incluront, entre autres, le suivi du 
développement des descendants issus du traitement antibiotique et l’étude de la 
compétence vectorielle chez la tique. 
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Annexes 

 

 

O. acinus O. darwini O. kohlsi O. rennellensis 
O. alactagalis O. delanoei O. lahorensis O. rioplatensis 

O. amblus O. denmarki O. macmillani O. rondoniensis  
O. antiquus O. dugesi O. madagascariensis O. rossi 

O. apertus O. dusbabeki O. marinkellei O. rostratus 
O. aragaoi O. dyeri O. maritimus O. rudis 

O. arenicolous O. eboris O. marmosae O. salahi 

O. asperus O. echimys O. marocanus O. savignyi  
O. azteci O. elongatus O. mimon O. sawaii 

O. batuensis O. eptesicus O. mormoops O. setosus 
O. brasiliensis O. eremicus O. moubata O. solomonis 

O. brodyi O. erraticus O. muesebecki O. sonrai 

O. camicasi O. faini O. multisetosus O. sparnus 
O. canestrinii O. foleyi O. natalinus O. spheniscus 

O. capensis O. fonsecai O. nattereri O. stageri 
O. casebeeri O. furcosus O. nicollei O. tadaridae 

O. cheikhi O. galapagensis O. normandi O. talaje 
O. chironectes O. graingeri O. papuensis O. tartakovskyi 

O. chiropterphila O. grenieri O. papillipes O. tholozani 

O. cholodkovskyi O. gurneyi O. parkeri O. tiptoni 
O. clarki O. hadiae O. peringueyi O. turicata 

O. collocaliae O. hasei O. peropteryx O. tuttlei 
O. compactus O. hermsi O. peruvianus O. vansomereni 

O. concanensis O. indica O. peusi O. verrucosus 

O. coniceps O. jerseyi O. piriformis O. viguerasi 
O. cooleyi O. jul O. porcinus O. yumatensis 

O. coriaceus O. kelleyi O. procaviae O. yunkeri 
O. cyclurae O. knoxjonesi O. puertoricensis O. zumpti 

ANNEXE 1 : Liste des espèces du genre Ornithodoros selon la liste établie par Guglielmone et 
al. en 2010 (20) 
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ARTHROPODES HEMATOPHAGES : EXEMPLE DE LA FONCTION DE REPRODUCTION 

CHEZ LA TIQUE ORNITHODOROS MOUBATA. 
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Résumé 

Les tiques molles du genre Ornithodoros sont des arthropodes hématophages et, pour 
un certain nombre d’espèces, des vecteurs. Elles sont capables de transmettre, entre 
autres, le virus de la peste porcine africaine, maladie gravissime chez les suidés 
domestiques. En plus des agents pathogènes qu’elles peuvent transmettre, les 
Ornithodoros hébergent également un microbiote riche et complexe. Comme chez 
d’autres espèces, ce microbiote interagit avec la tique, modifiant ses traits d’histoire 
de vie et ses interactions avec l’environnement. Ainsi, la compétence vectorielle de la 
tique, son métabolisme ou son écologie peuvent être modifiés par le microbiote. 

Dans cette étude, le rôle du microbiote de la tique Ornithodoros moubata a été évalué 
en utilisant des traitements antibiotiques pour créer une dysbiose. Les principaux 
endosymbiotes primaires de la tique, Francisella-like endosymbiont et Rickettsia, ont 
été ciblés afin d’estimer leur rôle lors de la période de reproduction et de ponte des 
œufs. Ce manuscrit présente les résultats obtenus lors de cette étude et fait un bilan 
des connaissances de la littérature concernant les tiques du genre Ornithodoros. 
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