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RÉSUMÉ 

Aedes aegypti est un moustique vecteur de plusieurs virus infectant les humains, d'où 

les efforts consentis pour contrôler les populations de cet insecte. En plus de l ’usage 

d’insecticides, plusieurs solutions de rechange sont étudiées pour lutter contre ces 

populations, parmi lesquelles une meilleure compréhension du rôle du microbiote. La 

littérature suggère que la composition spécifique des bactéries retrouvées chez les 

larves soit étroitement liée aux microorganismes retrouvés dans l’eau de leur gîte 

larvaire. Cependant, les facteurs influençant la structure des communautés sont peu 

connus. L’hypothèse émise est que la structure des communautés microbiennes 

formant le microbiote des larves est influencée par celle que l’on retrouve dans les 

gîtes larvaires. Un total de 60 gîtes larvaires a été sélectionné en Guyane française 

pour la collecte de larves et d’eau. Pour chaque gîte, les paramètres physicochimiques 

ainsi que les caractéristiques environnementales ont été notés. L’ADN tota l pour 

chaque échantillon a été extrait, puis les librairies de séquençage c iblant la région 

codant pour l’ARNr 16S des bactéries (V6-V8) ont été préparées au Québec.  Les 

résultats obtenus permettent d’observer des similarités entre les OTUs identifiés ch ez 

les larves et leur environnement, mais dans des proportions différentes. Une analyse 

canonique permet d’expliquer 4% de la covariation observée chez les larves par les 

structures microbiennes présentes dans l’eau, alors que l’environnement permet 

d’expliquer 3% de cette covariation. En somme, les communautés bactériennes 

retrouvées chez les larves semblent provenir principalement de leur environnement, 

mais les facteurs et mécanismes qui influencent la structure de ces communautés 

restent à être déterminés. 

 

Mots-clés : Aedes aegypti, communautés bactériennes, gîtes larvaires, paramètres 

physico-chimiques, facteurs environnementaux, Guyane française. 
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ABSTRACT 

Aedes aegypti, an important vector of arboviruses, is an anthropophilic mosquito that 

reproduces in small volumes of water located in urban areas. Due to abusive use of 

insecticide, it has developed resistance mechanisms. The role of microbiota in such 

resistance isn’t clear, and bacterial community modulations are considered as a way 

to control the mosquito proliferation. Many mechanisms may be involved in shaping 

microbial communities found in the larvae, and the parameters that affect the 

microbiota’s assembly are not well understood. Our hypothesis suggested that the 

structure of the larval microbiota comes from the structure of the bacterial 

communities of the larval sites. In French Guiana, 60 breeding sites were investigated; 

mosquito larvae were collected, along with breeding site water. Information concerning 

the site was collected, and physicochemical parameters were noted. Total DNA was 

extracted, then sequencing libraries targeting the 16S rRNA of bacteria were prepared 

in Quebec. The results obtained show similarities between the OTUs identified in 

larvae and their environment, but in different proportions. A canonical analysis 

explains 4% of the covariation observed in larvae by the microbial structures present 

in the water, while the environment explains 3% of this covariation. In fact, the 

bacterial communities found in larvae seem to come mainly from their environment, 

but the factors and mechanisms that influence the structure of these communities 

have yet to be determined. 

Keywords: Aedes aegypti, breeding sites, bacterial communities, physicochemical 

parameters, French Guiana, environmental factors. 
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1. INTRODUCTION 

La santé est un domaine vaste et important qui comprend non seulement de saines 

habitudes de vie, mais également la prévention de maladies et des soins adaptés 

lorsque nécessaire. À l’échelle mondiale, plusieurs arbovirus sont responsables 

d’épidémies ayant de lourdes conséquences sur les populations. Les arbovirus sont 

des virus qui sont transmis par des insectes hématophages comme les moustiques, les 

tiques ou les phlébotomes. À titre d’exemple, il est estimé que plus de la moitié de la 

population mondiale est à risque de contracter le virus de la dengue, un des 50 

flavivirus connus avec le virus de la fièvre jaune ou le virus du Nil. Parmi les 

moustiques les plus dangereux pour la santé humaine se trouvent, Aedes aegypti 

(Linnaeus, 1762). Cet insecte vectoriel permet la transmission de la dengue, du Zika, 

du virus de la fièvre jaune et du Chikungunya. Cette espèce se reproduit dans une 

variété de gîtes d’origine anthropique, et se nourrit exclusivement du sang des 

humains. En fait, ce sont les femelles qui sont hématophages puisqu’elles doivent se 

nourrir plus d’une fois afin de produire des œufs.  Par conséquent et en lien avec ce 

comportement qui favorise de nombreux contacts avec les humains, leur capacité à 

transmettre les virus est ainsi très élevée. 

Afin de protéger les populations contre ces maladies, des programmes de luttes 

vectorielles sont conçus en fonction de l’espèce impliquée, des lieux concernés et des 

moyens disponibles. La lutte vectorielle peut se faire sur plusieurs fronts : réduire les 

populations de moustiques, diminuer les contacts entre ces derniers et les humains 

ou réduire la susceptibilité de l’insecte à être infecté par le virus.  Afin d’y parvenir, 

plusieurs stratégies peuvent être utilisées. Dans le cas d’Aedes aegypti, l’assèchement 
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des potentiels gîtes de pontes est une stratégie intéressante, mais ardue. 

Effectivement, les femelles peuvent pondre dans des gîtes artificiels qui contiennent 

aussi peu que 5 ml, ce qui représente énormément de sites potentiels à surveiller. 

Cependant, cibler les efforts pour assécher les plus gros gîtes reste pertinent, puisque 

ce sont eux qui génèrent le plus d’insectes. À force de vider couramment ce type de 

réservoir, ou d’empêcher l’accès aux moustiques, le nombre d’individus dans la 

population diminue puisque la ponte et le développement des larves sont plus 

difficiles. La diminution des contacts entre les humains et les moustiques est aussi 

une initiative importante. Cela comprend l’utilisation de vêtements cachant la peau et 

de moustiquaires limitant l’accès aux habitations en bloquant les portes ou fenêtres. 

L'utilisation d'insecticides est une alternative incontournable. En plus de réduire les 

populations d’adulte ou de larves, ils empêchent les femelles de piquer des humains ce 

qui diminue les possibilités de transmettre un virus. 

Les insecticides utilisés contre Ae. aegypti sont majoritairement issus de la famille des 

pyréthrinoïdes. Or, une résistance à ces composés est observée chez les populations 

de la Guyane française. Le développement de nouveaux moyens de lutte est crucial 

afin de contrôler la prolifération de moustiques et ainsi limiter  la transmission des 

virus. Plusieurs alternatives sont étudiées, telles que l’utilisation de prédateurs, le 

relâchement d’individus non féconds, l’infection des individus avec des 

microorganismes les rendant moins susceptibles d’être infectés par des virus ou 

encore les rendant incapables de produire une descendance viable. L’étude du 

microbiote et de son rôle chez les organismes est un sujet relativement récent. Bien 

que les communautés microbiennes présentes chez Ae. aegypti sont de mieux en 

mieux caractérisées, les mécanismes qui permettent leur établissement, de même que 

les rôles qu’ils ont auprès de l’insecte ne sont pas encore connus. Il en va de même 
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pour les facteurs qui influencent l’établissement et la composition du microbiote. Afin 

de développer des outils efficaces pour réduire l’incidence des arbovirus, il est 

nécessaire de mieux comprendre les mécanismes entourant le microbiote du 

moustique.  

 

Dans cet ordre d’idée, l’étude du recrutement des bactéries présentes chez les larves 

d’Ae. aegypti est au cœur de ce mémoire. Il est souvent soutenu que les larves 

obtiennent leurs microbiotes majoritairement à partir de l’environnement, notamment 

puisqu’elles se nourrissent des microorganismes et de la biomasse présents dans l’eau 

du gîte larvaire. Cela dit, les mécanismes qui influencent cette acquisition ne sont pas 

bien décrits. L’hypothèse de ce mémoire est que la structure du microbiote bactérien 

des larves d’Ae. aegypti covarie avec la structure des communautés bactériennes 

retrouvées dans l’eau des gîtes larvaires et les paramètres de l’environnement qui 

l’entoure. Autrement dit, il est suggéré dans un premier temps que la structure des 

communautés des deux environnements soit similaire. Puis dans un deuxième temps, 

que les gîtes dont les conditions environnementales sont semblables présentent 

également des structures microbiennes similaires. À cette fin, la composition 

bactérienne de l’eau et des larves de 60 gîtes larvaires a été déterminée à l ’aide d’une 

approche de séquençage d’amplicons PCR ciblant le gène codant pour l’ARNr 16S. Les 

paramètres physico-chimiques pour chaque gîte sont également étudiés.  Finalement, 

les caractéristiques des sites, c’est-à-dire l’emplacement physique où se trouve le gîte, 

ont également été considérées afin d’évaluer l’influence de ces facteurs sur la structure 

des communautés observés chez les larves.  Dans un premier temps, les 

communautés observées chez les larves seront comparées à celles observées dans 

l’eau des gîtes.  



12 
 

 

2. REVUE LITTÉRAIRE 

1. Moustiques  

Au-dessus de 3 450 espèces de moustiques sont répertoriées au travers du globe, dont 

une centaine seulement sont à la fois hématophages et anthropophiles. L’attrait de ces 

moustiques pour le sang humain favorise la transmission de pathogènes, notamment 

lorsque l’insecte se nourrit de multiples fois sur différentes personnes. Les principaux 

vecteurs de pathologie sont distribués parmi trois genres : Anopheles, Aedes et Culex. 

Le genre Aedes est le principal vecteur des arbovirus, notamment la dengue, la fièv re 

jaune, Zika et Chikungunya. Originaire d’Afrique subsaharienne, le moustique est 

arrivé sur le continent américain en même temps que les premiers voyageurs vers 

1400, vraisemblablement par bateau1. 

1. Aedes aegypti 

Désormais anthropophile strict, Ae. aegypti se retrouve dans les milieux urbains et se 

reproduit dans de petits volumes d’eau qu’on appelle gîtes larvaires2. Ainsi, une 

soucoupe de pot à fleurs, un pneu abandonné ou une toile ayant recueilli de l ’eau de 

pluie peut devenir un site de ponte pour l’insecte. Ce large éventail de gîtes potentiels 

augmente les populations de ce moustique. Il s’agit d’une espèce agressive davantage 

active de jour, qui se retrouve plus fréquemment à l’intérieur des bâtiments3. Bien 

qu’il existe des espèces prédatrices ciblant les moustiques, Ae. aegypti est peu affecté 

puisque leurs gîtes ne sont pas adaptés à leur développement3.  

La distribution de cette espèce d’Aedes est fortement influencée par la température, 

puisqu’il ne survit pas en dessous de 10°C3. Malgré tout, une population d’Ae. aegypti 
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a été détectée à Windsor (Ontario) en 2016, et à deux nouveaux sites en 20174. Sa 

présence au Canada est potentiellement expliquée par les transports et le déplacement 

des humains. En effet, la population établie d’Ae.aegypti la plus proche, se situe à 

Washington, à 500km de Windsor4. Cette population des États-Unis réussit à survivre 

à l’hiver. Cependant, il n’est pas exclu que dans le contexte des changements 

climatiques que cette espèce puisse être retrouvée sur de nouveaux territoires, 

notamment en saison chaude. 

 

 
Figure 1. Photographie de Ae. aegypti durant ses quatre phases de vie : œuf (a), larve (b), nymphe (c) et adulte 

(d).5 
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2. Cycle de vie de l’insecte 

Ae. aegypti est un insecte holométabole avec une partie de son développement 

aquatique, l’œuf, la larve et la nymphe, puis terrestre, l’adulte. Le cycle s’accomplit sur 

une période de 5 à 10 jours, cette durée étant influencée par plusieurs facteurs 3. Les 

œufs, dépourvus de flotteurs, sont très résistants à la sécheresse et au froid6. Ils sont 

pondus sur le bord d’un récipient d’origine humaine, à l’interface eau-air sur un 

substrat humide tel que de la terre ou du papier7. Le développement larvaire est 

caractérisé par quatre stades dont chacun se traduit par une augmentation de la 

masse corporelle et qui sont séparés par une mue3.  

 

Figure 2. Cycle de développement du moustique Ae. aegypti 8 
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Le genre Aedes est davantage retrouvé dans des gîtes larvaires remplis d’eau 

contenant de la matière organique7. Cette biomasse formée de composés organiques, 

d’algues, de bactéries, levures et autres microorganismes constitue la source 

d’alimentation des larves7,9. Les larves de Ae. aegypti sont particulièrement résistantes 

à la famine. Cependant, une famine de plusieurs jours peut entraîner un retard de 

croissance3. Au stade de pupe, les insectes sont mobiles et réagissent aux stimuli, 

sans toutefois se nourrir. Les adultes émergent à la suite de la rupture de la cuticule. 

Les adultes se nourrissent de nectar, et les femelles ont besoin de repas de sang afin 

de produire les œufs. Bien qu’elles puissent aussi se nourrir sur d’autres mammi fères, 

les femelles Ae. aegypti ont une attirance prononcée pour le sang humain dont elles se 

nourrissent plusieurs fois avant de produire des oeufs3. Elles peuvent pondre jusqu’à 

5 fois au cours de leur vie, délivrant à chaque ponte entre 100 et 200 œufs8. Plusieurs 

facteurs influencent le choix du gîte larvaire par la femelle, notamment la quantité de 

matière organique présente dans l’eau, la présence d’algues et de bactéries, les 

concentrations d’azote, de phosphore et de potassium ainsi que la densité de larves et 

d’œufs de la même espèce déjà présente dans le gîte10,11. La préférence trophique pour 

le sang humain ainsi que leur capacité à se développer dans de petits gîtes 

anthropiques confèrent à cet insecte une aisance à transmettre les virus, d’où l’intérêt 

de s’y intéresser. 
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3.  Transmission vectorielle des virus par Ae. aegypti 

Les arbovirus sont des virus principalement maintenus dans la nature grâce à la 

transmission par des arthropodes hématophages à des hôtes vertébrés12. Il existe 

environ 130 virus pathogènes pour l’humain incluant les membres des familles 

Flaviviridae, Togaviridae, Reoviridea, Orthomyxoviridae et Bunyaviridae13. Ils sont 

transmis majoritairement par les prises de repas sanguins des moustiques, des tiques, 

des phlébotomes et des culicoïdes13. D’autres acariens ont été identifiés comme étant 

porteurs d’arbovirus, mais leur rôle épidémiologique est négligeable12.  Parmi les 

arbovirus transmis par Ae. aegypti se trouve la dengue, la fièvre jaune, Zika et 

Chikungunya. En considérant la distribution de l’insecte et la démographie, il est 

estimé que plus de la moitié de la population mondiale est à risque de contracter une 

infection à l’un de ces arbovirus13,14. D’ailleurs, l’incidence de ces infections a 

augmenté de 30 fois au cours des 50 dernières années14. Cette augmentation est due à 

la propagation des moustiques, de la croissance rapide de la population et à 

l’augmentation des précipitations et de la température13,14. Les cas de dengue sont 

plus fréquents en Asie et en Amérique latine avec plus de 390 millions de cas15. Bien 

qu’un vaccin efficace soit disponible, le virus de la fièvre jaune continue d’affecter 

fortement le continent africain, avec plus de 90% des cas mondiaux16,17. Le virus Zika 

est contracté par l’homme en Asie, en Amérique latine et en Afrique18. Il s’agit du 

premier virus identifié comme étant transmissible par les piqûres de moustiques et 

par contact sexuel avec un individu infecté19,20. Les infections semblent être à l’origine 

du syndrome de Guillain-Barré, en plus d’entraîner des cas de microcéphalie lors de 

grossesses21. 
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Figure 3. Répartition de la présence des arbovirus d’intérêt selon les pays22. 

 

4. Moyens de luttes contre les vecteurs 

La lutte vectorielle vise à réduire le contact vecteur/hôte en diminuant les populations 

du moustique ciblé. Cela peut se faire en éliminant l’insecte adulte, en réduisant ses 

chances de reproduction ou en retirant des sites de pontes23. Dans un contexte de 

lutte contre les populations d’Ae. aegypti, le contrôle des larves est une stratégie 

utilisée, notamment via l’utilisation d’insecticide chimique ou biologique23,24. La classe 

d’insecticide la plus répandue est celle des pyréthrinoïdes, mais leur utilisation 

entraîne une pression de sélection permettant à des vecteurs résistants de se 

développer et se répandre23,25. Cela reste une stratégie largement utilisée notamment 

pour la pulvérisation résiduelle ou à grande échelle26. 
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 L’utilisation d’alternatives biologiques telles que des copépodes prédateurs, des 

poissons, des larves de Toxorhynchite ou l’insecticide à base des toxines de Bacillus 

thuringiensis var israëllensis (Bti), est également possible23,27. Contrairement aux 

adultes, il semblerait que les larves sont peu aptes à développer des résistance28. Cela 

dit, le traitement des gîtes larvaires demeure laborieux, notamment à cause du 

nombre de gîtes potentiels, de la difficulté à y accéder, de la fréquence des traitements 

et des coûts qui y sont associés29,30. L’utilisation de champignons entomopathogènes 

est également une alternative potentielle, avec l’avantage de s’autodisséminer dans la 

population du moustique23,31. D’autres alternatives en développement incluent 

l’utilisation pièges spécifiques, la modification de génome ou l’infection avec 

Wolbachia, un genre bactérien généralement absent de Ae. aegypti qui provoque une 

incompatibilité cytoplasmique afin de produire une progéniture non viable32,33. 

 

Figure 4. Méthodes classiques et alternatives de gestion des populations de 
moustiques selon leur stade de croissance23. 
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5. Mécanisme de résistance aux insecticides  

L’utilisation d’insecticides entraîne une pression de sélection qui favorise 

l’établissement de résistance chez les populations d’Ae. aegypti comme dans le cas de  

la deltaméthrine, un pyréthrinoïde, en Guyane française34. Plusieurs mécanismes 

expliquent ces résistances, et il n’est pas rare que plus d’un soit retrouvé dans une 

même population. Chez Ae. aegypti, des mutations non synonymes ont été retrouvées 

dans les gènes codants de plusieurs canaux sodiques voltage dépendant35–37. Une 

augmentation de l’activité des enzymes de dégradation ou de séquestration des 

molécules d’insecticides a également été observée pour ce moustique38,39. Démontrée 

chez d’autres insectes, la résistance associée à la cuticule est caractérisée par 

l’épaississement de cette dernière, ce qui ralentit la pénétration de l ’insecticide40,41 . 

Chez le moustique, une corrélation entre l’épaisseur de la cuticule et la résistance aux 

insecticides chez Anopheles funestus (Giles, 1900) a été observée, ainsi qu’une 

réduction de la pénétration de la deltaméthrine chez Anopheles gambiae (Gillies, 

1968)42–45. Une sélection chez des larves d’Ae. aegypti exposée au néonicotinoïde a 

démontré une surexpression de plusieurs gènes encodant pour des protéines de 

cuticules, suggérant une résistance cuticulaire46. Finalement, des changements de 

comportements, tels qu’une modification de la période de repas, un changement dans 

les hôtes ou une variation entre le caractère exophilique/endophilique, sont également 

observés chez certains moustiques, notamment chez le genre Anopheles47–49. 
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Figure 5. Mécanismes de résistances présents chez les moustiques26. 
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2.  Microorganismes  

1. Microorganismes associés à Ae. aegypti 

Le core-microbiome désigne l’ensemble des espèces partagées dans un habitat donné, 

telles que l’intestin, les ovaires, l’exosquelette, dans tous les organismes d’une même 

espèce50. Comme pour la plupart des moustiques, le core-microbiome du genre Aedes 

est essentiellement composé de bactéries Gram-négatives aérobiques et de bactéries 

anaérobies facultatives51–55. Seulement deux taxa anaérobies ont été retrouvés chez 

Aedes, soit Clostridium pour Ae. aegypti et Blautia chez Aedes albopictus 

(Skuse,1894)8,56. Des populations d’Ae. aegypti prélevées dans différents sites au 

Brésil partagent toutes les mêmes espèces d’Acinetobacter, de Pseudomonas et 

d’Aeromonas. Il est estimé que les espèces appartenant à ces genres représentent 

presque 50% du microbiome. Des observations similaires sont également faites chez 

Ae. albopictus et Ae. aegypti, au Panama57. D’ailleurs, bien que 115 genres bactériens 

aient été décelés, seulement 16 ont une abondance relative supérieure à  1%, ce qui 

suggère que peu de groupes bactériens peuvent coloniser l’insecte57. Chez Ae. 

albopictus, Ae. aegypti et Culex quinquefasciatus (Say, 1823), les embranchements 

bactériens, Proteobacteria, Firmicutes, Bacteroidetes, Spirochetes, Actinobacteria et le 

candidat TM7 sont, dans cet ordre, les plus abondants58. Pour An. gambiae, les 

embranchements, Cyanobacteria, Proteobacteria, Bacteroidetes, Actinobacteria et 

Firmicutes forment plus de 91% des communautés bactériennes retrouvées à tous les 

stades de développement, mais dans des proportions variables51. Des 

embranchements eucaryotes tels que Apicomplexa, Ascomycota, 
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Entomophthoromycota, Basidiomycota, Mortierellomycotina, Chytridiomycota, 

Heterokontophyta, Mucromycotina et Mycetozoa sont également identifiés chez 

plusieurs espèces de moustiques55,58. Aux stades de larves et d’adultes, Ae. aegypti 

semble avoir une plus grande diversité bactérienne que Ae. albopictus56,57.  

2. Acquisition du microbiote chez Ae. aegypti 

Bien que des bactéries aient été identifiées à la surface des œufs, aucune n’a été 

détectée à l’intérieur8,59. Le microbiote des moustiques est majoritairement acquis au 

stade larvaire à cause de leur alimentation détritivore. Il est influencé par les 

communautés de microorganismes présentes dans le gîte9,60. La faible abondance des 

taxa bactériens dans les larves en comparaison avec l’eau du gîte suggère qu’une 

relation symbiotique s’établit dès le plus jeune stade larvaire, ce qui inhiberait la 

colonisation par d’autres taxa lors de la croissance61,62. La diversité taxonomique 

retrouvée est également plus élevée pour les larves que pour les adultes 57,63. Cette 

différence serait expliquée par la présence de microorganismes assimilés pour 

l’alimentation, mais non digérés57. Il est observé que quelques OTUs détectés chez les 

adultes sont absents des larves, mais tous appartiennent à un genre bactérien 

retrouvé au stade larvaire8. 

3. Transmission du microbiote 

La transmission transtadiale implique le transfert de microorganismes, pathogène  ou 

non, acquis lors d’un stade de développement à un autre lors de la mue64. Chez les 

moustiques, il n’est pas clair si le microbiote est transféré aux adultes après la 

nymphose, s’il est acquis le lors de leur contact avec l’eau à l’émergence ou une 

combinaison des deux65,66. D’une part, il est suggéré que le microbiote intestinal des 
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genres Aedes, Culex et Anopheles est éliminé à la formation de la membrane 

péritrophique qui séquestre les microorganismes lors de la transformation en 

nymphe65. Cela suggère que les larves et les nymphes conservent le microbiote acquis 

au cours de leur développement, mais qu’il ne serait pas conservé après l’émergence66. 

Cette hypothèse est soutenue à la suite de l’ensemencement du gîte larvaire par P. 

stewartii-GFP : la bactérie est retrouvée chez les larves puis les pupes de Anopheles 

gambiae, mais pas chez les adultes qui sont lavés et transférés dans de l’eau stérile au 

stade de nymphe66. P. stewartii-GFP  est retrouvé chez les adultes qui ne sont pas 

transférés, ce qui suggère qu’ils perdent les microorganismes acquis pendant le stade 

larvaire, mais peuvent en récupérer au contact de l’eau lors de l’émergence66. En 

opposition, Chavshin et al. (2015) observent un transfert transstadial chez Anopheles 

stephensi (Liston, 1901) lorsque Pseudomonas-GFP est incorporé à l’environnement de 

larves L167. Bien que les larves soient transférées après 24h dans de l’eau distillée 

jusqu’à la fin de leur développement, il est possible d’identifier la présence de bactéries 

dans les tubules de Malpighi67. Pseudomonas-GFP est retrouvé dans tous les stades de 

développement et persiste jusqu’à 21 jours après l’émergence67. Bien que l’acquisition 

du microbiote de façon transtadiale chez les adultes semble peu comprise, il est 

possible que les deux phénomènes soient impliqués.  

La transmission verticale désigne le transfert transgénérationnel de microorganismes, 

comme des virus, de la femelle à sa progéniture64. Joshi et al. (2002) a démontré la 

transmission verticale du virus de la dengue sur sept générations de Ae. aegypti, ce 

qui suggère un rôle du moustique dans le maintien du virus dans la population68. Des 

observations similaires ont également été rapportées pour le virus de la fièvre jaune, le 

Zika et le Chikunguya69–71. La transmission verticale de bactéries a également été 

observée, notamment avec Culex pipiens (Linnaeus, 1758) et Wolbachia72. Cela dit, 
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seulement 17-20% des lignées étudiées ont démontré cette transmission verticale 72. 

Hughes et al.(2014) ont observé une transmission verticale du genre Wolbachia chez 

Anopheles, mais celle-ci était fortement inhibée par le microbiote de l’insecte73. De 

plus, la ponte des œufs dans le site larvaire influence la communauté microbienne du 

gîte, ce qui entraîne une transmission indirecte du microbiome de la femelle v ers les 

larves8.  

4. Rôle et fonctions du microbiote chez le moustique 

 
 Comme pour de nombreux insectes, le microbiote a plusieurs rôles importants 

chez le moustique, notamment au niveau du développement, de l’alimentation, de la 

physiologie, de l’immunité et de la compétence vectorielle7,9,32. En plus de constituer 

une grande partie de l’alimentation des larves, les bactéries facilitent la digestion de 

repas sanguins des femelles adultes en relarguant des enzymes lytiques7,9,74. De plus, 

il est également proposé que Serratia sp. jouerait un rôle dans le métabolisme du 

sucre provenant du nectar, notamment lorsqu’il colonise le diverticule intestinal d’Ae. 

aegypti75.  

 
 D’autre part, l’association de certains genres bactériens, notamment Wolbachia, 

inhibe la réplication de virus chez Ae. aegypti, affectant sa dissémination et sa 

transmission32. Des résultats similaires sont également obtenus lors de l’introduction 

de Proteus sp. Prpsp_P ou Paenibacillus sp. Pnsp_P dans le tractus intestinal du 

moustique, provoquant une diminution du niveau d’infection par la dengue76. 

 D’ailleurs, la présence de bactéries dans le tractus intestinal provoquerait une 

augmentation de l’immunité basale, alors qu’une diminution de ce microbiote 

intestinal favorise l’infection du moustique par le virus77. 
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 Chez les œufs, la présence de bactéries à la surface du chorion favoriserait une 

éclosion plus rapide, alors qu’en absence de matière organique et de microorganismes, 

des œufs aseptisés n’éclosent pas3,78. D’ailleurs, seulement 4% des œufs d’Ae. aegypti 

placés dans de l’eau stérile réussissent à éclore après 5 jours, contre 94% en 4h pour 

ceux placés dans une infusion de feuilles, ce qui démontre l’effet du microbiote sur la 

capacité d’éclosion79. Enfin, les communautés microbiennes retrouvées dans l’eau des 

gîtes larvaires semblent jouer un rôle dans le choix des sites de pontes. La présence de 

certaines bactéries des genres Bacillus, Pseudomonas et Enterobacter se résulterait par 

la sécrétion de composés chimiques attractifs pour les femelles80.  

 Chez les larves, la présence de microorganismes dans l ’environnement influence 

leur croissance, ainsi que leur capacité à muer d’un stade à l’autre8. Ainsi, des larves 

axéniques obtenues par stérilisation de la surface d’œufs ne survivent pas plus de 

cinq jours dans de l’eau stérile, et ce malgré la présence de nourriture stérile8. Ces 

larves n’ont d’ailleurs effectué aucune mue, restant au stade L1 jusqu’à leur mort8. 

L’ajout d’une souche de bactérie vivante, telle que E. coli DH5 naturellement absente 

de Ae. aegypti, suffit aux larves pour compléter leur croissance8. Bien que Blaire 

Steven et al. (2018) ont réussi à obtenir des larves de moustiques axéniques capables 

de compléter leur cycle de vie, des retards de croissance et des plus petites pontes 

sont observés81. 

 Des études ont établi des liens entre la résistance aux insecticides et le 

microbiote de certains insectes, tels que dans l’insecte du pois, Riptortus pedestris 

(Fabricius, 1775), un insecte ravageur qui forme naturellement une association avec 

Burkholderia au niveau du tract intestinal82,83. L’application fréquente de fénitrothion 

induit une augmentation de l’abondance de certaines souches de Pseudomonas, de 
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Flavobacterium et de Burkholderia82. Ces bactéries seraient en mesure de métaboliser 

la molécule chimique et s’en serviraient comme source de carbone84,85. Le genre 

Citrobacter retrouvé chez Bactrocera dorsalis augmenterait la tolérance de l ’insecte à 

l’exposition au trichlorphon, alors que la présence de l’espèce Enterococcus a un effet 

similaire pour la teigne des crucifères, Plutella xylostella (Linnaeus, 1767), 

lorsqu’exposée chlorpyrifos86–88. Plusieurs exemples permettent de constater des 

variations du microbiote chez les moustiques lorsqu’ils sont exposés à des 

insecticides89–91. Après l’établissement de la résistance sur cinq générations, on 

remarque une augmentation significative de l’activité enzymatique des bactéries chez 

le moustique An. stephensi exposé au téméphos90. Dans le même sens, l’exposition des 

populations résistantes aux antibiotiques ramènerait la susceptibilité à l’insecticide 8 3. 

Chez Ae. aegypti exposé à des antibiotiques à large spectre, le nombre de CFU ainsi 

que l’activité des estérases et P450 dans la larve diminue, ce qui conduit à une 

réduction de la détoxification du propoxur et du naled92. Cette observation suggère 

que la présence des bactéries contribuait à la tolérance de l’insecte aux insecticides. 

5.   Facteurs d’influence du microbiote chez le moustique 

 
De par sa plasticité, le microbiote du moustique peut être influencé par une multitude 

de facteurs, tels que le stade de développement, le sexe, la localisation géographique, 

l’environnement et l’espèce53,93. La structure du microbiote se modifie au cours du 

développement du moustique, notamment lors de la transition de l’environnement 

aquatique des larves vers l’environnement aérien des adultes51. Comme indiqué 

précédemment, la diversité des espèces retrouvées chez une espèce duran t son cycle 

de développement peut varier, le stade larvaire étant celui avec la plus haute 
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diversité51. Le nombre d’OTU retrouvé dans l’eau des gîtes larvaires est supérieur à 

ceux retrouvés chez les larves, et cette tendance est plus prononcée pour les gîtes 

ayant déjà été colonisés par des moustiques 62,94.   

 
 L’environnement dans lequel se développe l’insecte constitue un facteur 

d’influence très important pour le microbiote 51,95. Chez An. gambiae et An. Coluzii, on 

observe une augmentation de la biodiversité du microbiote des adultes en saison 

sèche, avec 144 OTUs contre 79 OTU en saison des pluies96. Une hausse de la 

température de l’eau favorise le développement de Bêtaprotéobactérie. Leur présence 

est également corrélée avec la présence d’insecticides et une réduction de la diversité 

microbienne, ce qui peut induire des changements dans les communautés retrouvées 

chez les larves97. Le matériel du gîte larvaire peut influencer la composition 

microbienne du gîte, tel qu’observé avec le métal qui favorise de plus grandes 

proportions de Bacteroidia et Saprospirae chez Ae. aegypti57. Cela dit, Bennett et al.  

(2019) n’ont observé aucun effet de la température de l’eau ni du pH sur les structures 

microbiennes identifiées chez les larves57. Wang et al. (2018) observent que le 

microbiote est instable d’une année à l’autre, autant chez l’insecte que pour l ’eau du 

gîte larvaire63. 

  

 À l’émergence des mâles et des femelles adultes, les moustiques se nourrissent 

de nectar et de sève de plantes afin de combler leurs besoins nutritifs10. Pour certaines 

espèces, les femelles doivent également se nourrir de sang afin de compléter 

l'ovogenèse. Cette différence dans l’alimentation fait du sexe un facteur indirect qui 

modifie le microbiote. En ce sens, Zouache et al. (2011) identifie le sexe du moustique 

comme étant un facteur pouvant expliquer près de la moitié de la diversité bactérienne 

retrouvée chez les adultes d’Ae. albopictus93. De plus, le genre Elizabethkingia est 
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associé aux femelles adultes qui se nourrissant que de sucre puisqu’il n’est plus 

détecté jusqu’à 4 jours suivant un repas de sang51,98. Une réduction de ce genre est 

également observée chez An. gambiae suite à l’ingestion de sang51. De plus, l’ingestion 

de sucre semble entraîner une diminution de la diversité microbienne, et celle-ci est 

exacerbée à la suite de la prise d’un repas sanguin51,98.  

6. Mécanisme d’assemblage des communautés microbiennes  

Bien que les communautés bactériennes retrouvées dans un environnement donné 

varient en fonction d’une multitude de facteurs, certaines généralités peuvent 

s’observer quant à l’assemblage de cesdites communautés. Malgré une grande 

diversité au niveau des OTUs retrouvés dans un écosystème, une convergence 

s’observe au niveau des familles identifiées dans différents environnements de sols et 

de plantes étudiés99. Ces communautés semblent atteindre l’équilibre après une 

soixantaine d’ensemencements successifs de l’échantillon vers un milieu stérile99. Une 

convergence fonctionnelle est également observée entre des environnements similaires, 

mais une variabilité persiste au sein de ces classes fonctionnelles50,100. Une expérience 

en microcosme mené par Goldford et al. (2018) permet d’observer une plus grande 

similarité des communautés du sol ayant été diluée et cultivée sur des milieux 

contenant la même source de carbone comparativement aux communautés cultivées à 

partir du même échantillon99. Cette observation suggère que la source de carbone régit 

l’assemblage des communautés microbiennes99.  Bien que la compétition interespèce 

pour les ressources est un phénomène qui influence l’assemblage des communautés, 

certaines espèces peuvent s’établir en dépendant des produits métaboliques produits 

par les autres espèces99,101. De plus, il est globalement observé que la composition 

d’espèces retrouvées dans une communauté écologique est de moins en moins 
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similaire lorsque la distance augmente entre ces deux communautés. Plusieurs 

concepts entrent en jeu pour décrire les mécanismes d’assemblages des communautés 

microbiennes. Parmi ceux-ci se trouve l’invasion qui décrit la colonisation d’un 

environnement par un microorganisme qui était absent au départ de cet 

environnement102–104. Les facteurs qui influencent la réussite de l’invasion sont la 

disponibilité des ressources et la structure microbienne établie. Dans les milieux qui 

offrent une richesse en espèce élevée, il est observé que l’invasion du milieu par une 

espèce allochtone est plus difficile102,105. La dynamique d’une communauté 

bactérienne est affectée par plusieurs processus tels que la sélection, la dérive, la 

dispersion et la diversification106. La sélection concerne les changements dans la 

composition de la communauté qui sont causés par des facteurs déterministes107. À 

l’opposée, la dérive décrit les changements stochastiques observés au sein de la 

communauté microbienne. La dispersion décrit l’immigration et l’émigration, 

autrement dit le déplacement vers ou en départ de l’environnement, des 

microorganismes et est très fortement affecté par l’environnement. Finalement, la 

diversification décrit l’augmentation de la diversité des espèces retrouvées dans 

l’environnement, notamment lors de la multiplication qui entraine de nouveaux 

variants. 
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3. Problématique 

En Guyane française, les insecticides sont fortemens utilisée afin de contrôler les 

populations du moustique, et ainsi diminuer la transmission d’arbovirus aux 

humains. Or, la résistance des moustiques face aux insecticides est répandue à la 

majorité des populations du territoire94. L’augmentation de la résistance nécessite 

l’usage de plus grande concentration d’insecticide, ce qui entraîne des effets négatifs 

sur l’environnement et sur la santé des humains exposés, en plus des investissements 

financiers élevés108,109.  

 À ce jour, l’impact du microbiote sur la résistance aux insecticides de Ae. aegypti est 

peu connu. Il est observé que la présence du genre Burkholderia, naturellement 

présent chez Riptorortus pedestris, confère une résistance à l’insecte lorsque exposé au 

fénitrothion par cutané et oral82,85. En effet, certaines souches de Burkholderia 

développent la capacité de dégrader le composé après y avoir été exposé, et 

augmentent la tolérance de l’insecte face à l’insecticide lorsqu’elles le colonisent 85. Il  

s’agit d’un des premiers cas de symbiose insectes-bactéries observés qui favorise la 

survie de l’insecte contre un insecticide. Cela dit, des variations dans la composition 

du microbiote d’Anopheles à la suite d’une exposition au téméphos ont été rapportés96.  

À ce jour, les mécanismes de recrutement horizontal du microbiome par les larves 

sont peu connus. La littérature suppose que le microbiote observé chez les larves est 

acquis à partir de leur environnement, donc majoritairement de l’eau du gîte dans 

lequel elles se développent. Cela dit, peu de littérature appuie cette supposition , et le 

manque d’études à ce sujet invite à se questionner dans quelle mesure le microbiote 
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de l’eau influence les communautés bactériennes retrouvées  dans les larves. 

Notamment, est-ce que les structures des communautés de l’eau sont représentatives 

de celles qu'on retrouve dans les larves, ou partagent-elles seulement des espèces 

communes ? Avant de chercher à étudier l’impact du microbiote sur la rés istance, i l  

est primordial de comprendre comment les communautés bactériennes associées aux 

larves s’y établissent.  
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4. Hypothèse de recherche 

L’hypothèse est que la structure du microbiote bactérien des larves d’Ae. aegypti 

covarie avec la structure des communautés bactériennes retrouvées dans l’eau des 

gîtes larvaires et les paramètres de l’environnement qui  l’entoure. Afin de supporter ou 

réfuter cette hypothèse, trois objectifs spécifiques ont été définis : 

 

 

• La caractérisation des microbiotes issus de l ’eau des gîtes et des larves sera 

effectuée. 

•  La comparaison entre les microbiomes des deux environnements provenant 

d’un même site.  

•  L’analyse des effets des paramètres biotiques et abiotiques de 

l’environnement sera effectuée afin d’évaluer leur rôle comme facteurs 

d’influence du microbiote bactérien des larves.  
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5. MATÉRIEL ET MÉTHODE 

1.  Sélection des sites et échantillonnage 

Au total, 141 gîtes potentiels répartis dans 9 régions de la Guyane française ont été 

sélectionnés pour l’échantillonnage. Parmi ces gîtes potentiels, 92 se sont avérés 

positifs pour la présence d’Ae. aegypti lors de la collecte qui s’est déroulée entre 

octobre et novembre 2017. Un volume de 700ml d’eau a été récolté afin de procéder à 

l’analyse physico-chimique, puis à l’extraction d’ADN génomique. La température (C°), 

le pH et la conductivité (µS/cm) ont été mesurés directement sur le terrain à l ’aide de 

sondes (HANNA instruments et Cond 3210 + probe TetraCon 325, WTW, Germany). La 

présence d’autres insectes, tels que des chironomes, a été notée. La caractérisation 

physique du gîte (taille, couleur, matériaux) a été effectuée. Des photos de chaque site 

ont également été prises afin de décrire leur environnement immédiat. Les larves de 

moustique ont été récoltées et triées selon l’espèce, puis celles n’ayant pas encore 

atteint le stade L4 ont été placées à l’insectarium dans l’eau de leur gîte respectif pour 

finaliser leur croissance. Les larves L3-L4 d’Ae. aegypti ont été regroupées (n=30) par 

gîtes, et congelées à -20°C jusqu’à l’extraction d’ADN.  
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Figure 6. Répartition des 141 gîtes ciblés en Guyane française pour la collecte de larves 

2.  Analyses physico-chimiques de l’eau 

À partir de prélèvement de 200 ml, l’oxygène dissous (mg/L), la turbidité (FNU) et la 

demande chimique en oxygène (COD, mg/L) pour chaque site ont été mesuré. Un total 

de 700ml d’eau de chaque site a été centrifugé à 4 °C pendant 10 min à 8000 RPM et 

les culots obtenus ont été conservés à -20°C pour l’extraction d’ADN. Le surnageant a 

été utilisé pour déterminer les paramètres de salinité (g/L), Fe (mg/L), Mg (mg/L), Ca 

(mg/L), Cu (mg/L) et Zn (mg/L). Toutes les analyses ont été effectuées selon les 

méthodes standards du laboratoire d’hygiène et d’environnement (LHE) de l’Institut 

Pasteur de la Guyane française.  
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3. Extraction d’ADN provenant des échantillons d’eau et de larves 

Pour chaque site, vingt à trente larves au stade L3-L4 ont été sélectionnées pour 

l’extraction. L’extérieur des larves a été lavé selon le protocole de Zouache et al. (2011). 

En résumé, le groupe de larves a été rincé à l’eau stérile 3 fois, puis stéril isé dans de 

l’éthanol 70% pendant 10 minutes et finalement rincé 5 fois supplémentaires à l ’eau 

stérile. Un dernier rinçage à la saline stérile (0.8% NaCl) a été effectué.  

 

À l’aide d’un homogénéisateur à billes (MM 40, RETSCH, France), les larves de chaque 

échantillon ont été broyées pendant 30 secondes dans 80 µl de tampon phosphate 

salin stérile. La lyse mécanique a été complétée par un traitement enzymatique et 

chimique en ajoutant 20µl de protéinase K et 700µl de tampon de lyse (SL1, 

NucleoSpin® Soil) à chaque tube incubé 12h à 56°C. La suite de l’extraction s’est 

déroulée selon le protocole de la trousse NucleoSpin® Soil. L’extraction d'ADN 

génomique total des culots provenant de l’eau centrifugée fut également exécutée selon 

les instructions du fournisseur de la trousse d’extraction (Macherey-Nagel, É.-U.). À 

titre de contrôle négatif, des extractions d’ADN ont été effectuées sur de l ’eau stérile  

pour chaque session d’extraction.  

 

L’intégrité de l’ADN obtenu a été vérifiée par une réaction en chaîne par polymérase 

(PCR) visant l’amplification d’une portion du gène codant pour l’ARNr 16S des 

bactéries avec les amorces universelles 28F (5' GAG TTT GAT CNT GGC GGC TCA TCA 

G 3') et 519R (5' GTN TTA CNG CGG CKG CTG 3').  Chaque réaction contenait 0.4μM 

de chaque amorce, 2.5 U de Polymérase green Taq et 1X de tampon ThermoPol, pour 
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un total de 25 µl. Le cycle d’amplification utilisé commençait avec une dénaturation 

initiale de 5 min à 94°C suivis de 30 cycles (94°C pour 30 s, 58°C pour 30 s et 72°C 

pour 30 s) et d’une élongation finale de 10 minutes à 72°C. Une électrophorèse sur gel 

d’agarose 1.5% a été effectuée afin de valider la qualité des fragments obtenus.    

4. Séquençage Illumina MiSeq 

La région V6-V8 du gène codant pour l’ARNr 16S des bactéries a été amplifiée avec les 

amorces B969F-CS1 (5’- ACGCGHNRAACCTTACC-3’) et BA1406R-CS2 (5’-

ACGGGCRGTGWGTRCAA-3’) en vue du séquençage (Comeau et al. 2011).  La réaction 

PCR s’est effectuée avec 2 µl d’ADN total, 0.5µl d’amorce 10µM, 0.25 µl de MgSO 

(25 mM), 0,25 de BSA (20 mg/ml) dans du tampon II 1 X et 2.5 U de Taq polymérase 

haute-fidélité (nom du produit, Invitrogen, ville, pays). L’amplification a lieu à la suite 

d’une dénaturation initiale de 5 min à 94°C suivie de 30 cycles (94°C pour 30 s, 58°C 

pour 30 s et 68°C pour 30 s) et d’une élongation finale de 10 minutes à 68°C. Les 

produits d'amplification ont été vérifiés par électrophorèse sur gel d’agarose à 

1.5%(p/v), et les produits n’ayant pas amplifié sont repris avec 35 cycles, puis 40 

cycles au besoin. Lorsque tous les amplicons ont été vérifiés, ils ont été purifiés en 

utilisant la trousse commerciale AMPure XP beads. Brièvement, 16 µl de billes AMPure 

ont été ajoutés et mélangés aux amplicons, puis incubés 5 minutes à température 

ambiante avant leur transfert sur un support magnétique pendant 2 minutes. Le 

liquide était ensuite retiré, puis deux lavages des billes à l’éthanol 80% ont été 

effectués avant de laisser sécher les billes 10 minutes. Les amplicons étaient ensuite 

mis en suspension dans 50 µl Tris-HCl 10 mM (pH 8,5), puis utilisés pour une 

deuxième PCR afin d’y intégrer les codes à barres utilisés pour discriminer les 

différents échantillons et les adaptateurs nécessaires au séquençage Illumina. Ces 
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amplicons ont également été purifiés tel que décrit précédemment et dosés par 

PicoGreen avant de préparer un composite de librairies de séquençage constitué d’un 

mélange équimolaire de chaque produit de PCR. Le composite était constitué de 1.5 ng 

de chacun des produits PCR. Ce dernier fut envoyé au Centre d’Expertise et de 

services Génome Québec (Montréal, QC, Canada) pour un séquençage sur la 

plateforme Illumina MiSeq PE-250. 

5. Traitement des séquences par USEARCH 

Les séquences ont été analysées à l’aide du logiciel USEARCH 64 et du pipeline 

UPARSE (Edgar, 2013). Les 17 nucléotides formant les amorces sens et antisens ont 

été retirés. Les séquences avec un score de faible qualité ont été retirées avec un fi ltre 

d’erreurs maximum de 1.0, après lequel 79.2% des séquences sont conservées. Suite 

au contrôle de qualité, 83.21% de toutes les paires de séquences ont été fusionnées 

avec une longueur minimale de 400 pb jusqu’à un maximum de 500 pb. Les fusions 

en dehors de ces longueurs, ainsi que celles qui présentaient un nombre de 

‘’mismatch’’ supérieur au-dessus de 0.3% ont été exclues. Les séquences assemblées 

ayant rencontré les exigences du contrôle de qualité ont été regroupées en unité 

taxonomique opérationnelle (OTU) à l’aide de la méthode UPARSE OTU, avec un seuil 

d’identité à 97%. Une première assignation taxonomique a été effectuée avec la 

Ribosomal Database Project (RDP). Les OTU affiliés aux chloroplastes et ceux qui 

étaient représentés par moins de 0.005% du nombre total de séquences ont été 

retirés.  L’assignation taxonomique finale des OTUs a été effectuée à un niveau de 

confiance de 80%. Les séquences brutes (fichiers. fastq) ont été déposées sur la base 

de données génomique publique Sequence Read Archive du NCBI. Le code de référence 

pour accéder aux données est PRJNA600474. 
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6.  Variables caractérisant l’environnement immédiat et à 

proximité 

Plusieurs variables ont été considérées pour caractériser l’environnement des 

échantillons :  l’environnement direct de la larve, soit les paramètres phys ico-

chimiques de l’eau ainsi que les microorganismes ayant été détectés par séquençage 

d’amplicons PCR, des variables de l’environnement à proximité du lieu de collecte ainsi 

que les coordonnées géographiques de chaque site. Il s’agit de variables quantita tives 

et nominales. Ces dernières ont été déterminées à partir de photos et d’observations 

effectuées sur le site de collecte. Dans un premier temps, les photos prises lors de 

l’échantillonnage ont été visionnées et décrites pour chaque site de collecte. U ne fois 

les observations notées, les caractéristiques observées fréquemment ont été 

sélectionnées pour devenir une variable. À titre d’exemple, la couleur du gîte, le type 

de végétation retrouvée sur le site et la présence d’animaux sont des caractéristiqu es 

observées pour chacun des sites. Les sites conservés pour l’analyse sont ceux pour qui 

toutes les variables étaient observées, pour un total de 60 sites.  Au total, 28 variables 

ont été conservées afin de caractériser chaque site de collecte. Ces variables sont 

résumées dans le tableau ci-dessous. 
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Tableau 1. Variables ciblées pour l’analyse, leur type et leur description. 

 

Variable Description type 

Volume  Volume du gîte Quantitatif, 
 (L) 

Température  Température de l’eau au moment de la 
collecte 

Quantitatif, 
(°C) 

pH pH de l’eau du gîte Quantitatif 
ORP Potentiel d’oxydoréduction Quantitatif 

DO Oxygène dissous Quantitatif 
Con Conductivité Quantitatif, uS/cm 

Ca Concentration en calcium dans l’eau Quantitatif, mg/L 
Mg Concentration en magnésium dans l’eau Quantitatif, mg/L 

K Concentration en potassium dans l’eau Quantitatif, mg/L 

Cu Concentration en cuivre dans l’eau Quantitatif, mg/L 
Fe Concentration en fer dans l’eau Quantitatif, mg/L 
Zn Concentration en zinc dans l’eau Quantitatif, mg/L 

DCO Demande chimique en oxygène Quantitatif 

Total_aedes Nombre de larves d’Aedes dans le gîte Quantitatif, 
Unitaire 

Total_autre Nombre de larves d’insecte autre que Aedes Quantitatif, 
Unitaire 

Matériel Matériel qui compose le gîte : 
Plastique, métal, caoutchouc, bois ou 
porcelaine. 

Qualitatif nominal 

Rouille Présence de rouille dans le gîte Qualitatif nominal 

Peinture Présence de peinture dans le gite Qualitatif nominal 

Volaille Présence d’oiseau sur le site Qualitatif nominal 
Débris végétal Présence de végétaux dans l’eau du gîte Qualitatif nominal 

Cloisonnement Cloisonnement de l’espace, autrement dit la 
facilité d’accès : 
Partielle, complète ou totale. 

Qualitatif ordinal 

Végétation Strate végétale dominante au site de collecte : 
Aucune végétation, herbe, arbustes, arbres.  

Qualitatif nominal 

Bâtis Durabilité du bâtiment : 
Durable, éphémère, aucun bâtiment  

Qualitatif nominal 

Bâtiments Matériel du bâtiment le plus proche : 
Béton, bois, métal ou aucun 

Qualitatif nominal 

Type de site Fonction du site : 
Résidentiel, habitat spontané, industriel ou 
agricole 

Qualitatif nominal 

Sol Occupation du sol : 
Entreposage, ornemental ou alimentaire 

Qualitatif nominal 

Espèces Présence exclusive d’Aedes (mono) ou 
présence d’autres insectes (mixte) 

Qualitatif nominal 

Emplacement Position géographique du gîte Coordonnée 
géographique 
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7. Analyses statistiques 

Une première analyse des données a été réalisée afin d’évaluer la similarité entre les 

communautés microbiennes détectées dans l’eau et celles détectées dans les larves de 

chaque gîte échantillonné. Dans un premier temps, le total de séquences par OTUs a 

été calculé pour tous les échantillons d’eau et de larves afin de calculer l ’abondance 

relative de chaque genre dans les deux biotopes. 

La seconde phase des analyses statistiques avait pour objectif de cerner l ’importance 

des caractéristiques de l'environnement des gîtes pour expliquer la variation des 

communautés microbiennes détectées dans les larves. Un aspect original de 

l’approche utilisée est l’évaluation de contribution de différents facteurs seuls et en 

combinaison pour examiner la covariation de l’habitat avec celle du microbiome de 

l’insecte hôte. Une attention particulière a été portée sur la redondance potentielle 

entre les différents facteurs considérés dans l’analyse. Quatre matrices ont été 

utilisées : celle relevant tous les OTUs identifiés dans l’eau des sites larvaires, celle 

décrivant la physico-chimie de l’eau de gîte, celle identifiant l’environnement immédiat 

du gîte et une dernière incluant les positions géographiques de chaque collecte. Une 

approche d’analyse canonique a été choisie, en utilisant deux scénarios différents, soit 

une approche contrainte et une approche non contrainte. L’approche contrainte 

comporte d’abord une étape ou les variables de la matrice indépendante contribuant le 

plus à expliquer la variation de la composition du microbiome des larves sont 

identifiées et extraites pour élaborer un modèle parcimonieux. Ces modèles étaient 

calculés à partir d’analyse de redondance pour les variables quantitatives, d’une 

analyse des correspondances multiples pour les variables nominales et d’une  
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régression polynomiale pour les coordonnées des gîtes110. Les quatre modèles 

parcimonieux dérivés (1: microbiome larves vs microbiome eau, 2: microbiome larve vs 

physico-chimie de l’eau, 3: microbiome larves vs environnement du gîte et 4: 

microbiome larve vs position géographique) étaient ensuite intégrés dans une analyse 

de partitionnement de la variation111. Cette analyse permet de considérer l’effet de 

chaque matrice sur la variance observée chez les larves, mais également l’effet 

combiné des matrices entre elles (c.-à-d. leur redondance). Une attribution de la 

proportion de la variation du microbiome des larves expliquée par chacun des modèles 

parcimonieux seuls ou en combinaison était ainsi obtenue. L’approche non contrainte 

quant à elle reposait sur l’élaboration d’analyses en composantes principales aux lieux 

des analyses de redondances spécifiées plus haut. Suivant cette approche, il est 

supposé que les plus importants gradients distinguant les gîtes selon la composition 

du microbiome de l’eau et des conditions biotiques et abiotiques de l’eau covarient 

avec les plus importants gradients de composition du microbiome des larves. Cette 

seconde stratégie implique également une analyse de partitionnement de la variation 

pour déterminer la proportion de la variation du microbiome des larves expliquée par 

chacun des modèles parcimonieux seuls ou en combinaison.  

L’exécution des analyses reposant sur les approches contraintes et non contraintes 

comportait une série d’opérations exécutées à l’aide du logiciel R112. Tout d’abord, une 

transformation de type box_cox_chord a été appliquée à toutes les matrices d’OTU en 

raison de la structure compositionnelle des données ainsi que la forte proporti on de 

valeurs nulles (zéro) attribuées à la fréquence des OTUs. Les variables de la matrice 

physico-chimique ont été centrées et réduites avec la fonction decostand du module 

“Vegan” version 2.5-3113. Pour l’approche non contrainte, une analyse en composante 

principale (PCA) a été effectuée sur les matrices : microbiome des larves, microbiome 
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de l’eau et les paramètres physico-chimiques de l’eau. Une analyse de correspondance 

multiple a été effectuée avec la matrice environnementale pour tenir compte des 

variables qualitatives. Les six premiers axes de chacune des analyses multivariées, 

représentant les six dimensions contribuant à expliquer la plus importante proportion 

de la variation des profils, ont ensuite été sélectionnés pour la suite des analyses. Le 

choix des six axes se base sur le pourcentage de variation expliqué qui cesse 

d’augmenter à partir du septième axe. Un test de Mantel est effectué sur la matrice de 

données géographiques pour mettre en lien la variation du microbiome des laves avec 

la distance entre les gîtes. L’analyse de partitionnement de variation a finalement été 

réalisée avec les PCA de chaque matrice significative en utilisant la fonction Varpart 

du module ‘’Vegan’’ (version 2.5-3). Pour l’analyse reposant sur l’approche contrainte, 

l’analyse de partitionnement de variance a été exécutée en utilisant les modèles 

parcimonieux des analyses de redondance (RDA) réalisées avec la fonction RDA du 

module ‘’klaR’’ (version 0.6-14). Finalement, les résultats obtenus par l’approche PCA 

et l’approche RDA ont été représentés dans une série de diagrammes préparés à l ’aide 

du module ‘’ggplot2” version 3.3-5114. 



43 
 

 

6. RÉSULTATS 

1. La distribution des familles bactériennes diffère entre les 

échantillons d’eau de gîte larvaire et les larvaires 

Les larves et l’eau du gîte larvaire ont été collectées dans un total de 60 sites de 

Guyane française. À la suite du contrôle de qualité et du retrait des séquences non 

spécifiques, un total de 1 838 401 séquences séparées en 917 372 séquences dans 

l’eau et 921 029 chez les larves ont été obtenues. Le regroupement des séquences 

révèle 935 OTUS, et les OTUs qui n’étaient pas retrouvées dans au moins 5% des 

échantillons ont été retirées des analyses, pour un total de 595 OTUs différents parmi 

tous les échantillons de larves et 743 OTUs parmi tous les échantillons d’eau de gîte. 

Les échantillons d’eau présentent 110 OTUs retrouvées dans plus de 50% des cas, en 

comparaison avec 88 OTUs pour les larves. Les séquences non assignées, soit 19 7015 

(21%) et 22 9045 (25%) pour les gîtes larvaires et les larves, respectivement, ont été 

retirées des analyses suivantes. 

Une comparaison des deux types d’échantillons a été effectuée en combinant tous les 

résultats obtenus pour les gîtes larvaires, puis pour les larves el les-mêmes. Ainsi, 81 

familles bactériennes ont été observées dans les gîtes et 77 chez les larves. On 

constate que 73 familles sont communes aux deux types d’échantillons, quoique leur 

abondance relative diffère (Figure 7). Certaines familles sont retrouvées presque 

exclusivement dans l’eau, tel que c’est le cas pour Sphingomonadaceae qui représente 

21% de toutes les familles détectées dans les gîtes larvaires. Or malgré l ’abondance 

relative de cette famille dans l’habitat immédiat de la larve, sa présence dans l’insecte 
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est rare (0,01%). Cette observation s’observe avec d’autres familles, telles que 

Chitinophagaceae (4.24%), Verrucomicrobiaceae (0.33%), Labilitrichaceae (0.40%), 

Cytophagaceae (1.42%) et Alcaligenaceae (1.77%) (voir Tableau 2). 

Près de 75% de toutes les séquences observées chez les larves sont réparties dans huit 

familles bactériennes. L’abondance relative de certaines familles est davantage élevée 

chez les larves que dans leur environnement, comme c’est le cas pour 

Microbacteriaceae (22%), Enterobacteriaceae (15%), Methylobacteriaceae (10%), 

Comamonadaceae (7%), Acetobacteraceae (6%), Rhodocyclaceae (5%), Rhizobiaceae 

(5%) et Bradyrhizobiaceae (5%). Methylobacteriaceae est 9,6 fois plus abondante dans 

les échantillons de larves qu’elle ne l’est dans l’eau.  
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Figure 7. Distribution des familles bactériennes selon l’environnement où elles sont détectées, soit dans l’eau des gîtes 
larvaires et chez les larves. 
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Tableau 2. Comparaison du nombre de séquences obtenues pour chaque famille 
selon l’environnement. 

 

Famille 

Nombre de 
séquences 
dans les 
gîtes 

Nombre de 
séquences 
chez les 
larves 

Abondance 
absolue 
dans les 
gîtes (%) 

Abondance 
absolue 
chez les 
larves (%) 

Abondance 
relative 
dans les 
gîtes (%) 

Abondance 
relative 
chez les 
larves (%) 

Chitinophagaceae 30589 10 99.97 0.03 4.25 <0.014 

Sphingomonadaceae 150911 90 99.94 0.06 20.95 0.01 

Verrucomicrobiaceae 2338 16 99.32 0.68 0.32 <0.01 

Labilitrichaceae 2905 21 99.28 0.72 0.40 <0.01 

Cytophagaceae 10185 97 99.06 0.94 1.41 <0.01 

Alcaligenaceae 12769 183 98.59 1.41 1.77 0.03 

Sphingobacteriaceae 832 8570 8.85 91.15 0.12 1.24 

Legionellaceae 712 9353 7.07 92.93 0.10 1.35 

Planctomycetaceae 68 1240 5.20 94.80 0.01 0.18 

Planococcaceae 45 1795 2.45 97.55 0.01 0.26 

Paenibacillaceae_1 154 15522 0.98 99.02 0.02 2.25 

Enterococcaceae 21 3047 0.68 99.30 <0.01 0.44 

 
 

2. Certaines familles sont trouvées exclusivement dans l’un ou 

l’autre des environnements analysés 

Un total de 7 familles a été détecté uniquement dans les échantillons d’eau avec une 

abondance relative dans l’environnement des gîtes variant entre 0,001% jusqu’à 0,3%. 

Cela dit, certaines familles telles que Gemmatimonadaceae sont détectées dans 17% 

des échantillons, soit 10 gîtes différents. L’occurrence des autres familles varie tel le 
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que Bacteriovoracaceae (11%), Bdellovibrionaceae (4%), Deinococcaceae (9%), 

Methylophilaceae (13%), Opitutaceae (2%) et Sneathiellaceae (5%) (voir tableau 3). La 

présence de ces familles uniquement dans l’eau des gîtes larvaires peut indiquer 

qu’elles n’ont pas été recrutées par les larves, ce qui peut indiquer un recrutement 

spécifique de leur part, bien qu’un manque de sensibilité dans la détection du 

microbiote larvaire ne puisse pas être exclu. 

À l’inverse, trois familles ont été détectées uniquement dans les échantillons de larves. 

Il s’agit de Aeromonadaceae avec une abondance relative de 0.003%, 

Clostridiales_Incertae_Sedis_XIII (0.004%) et Lachnospiraceae (0.1%) (voir tableau 2). 

Ces familles sont retrouvées dans 2 à 5% des échantillons, ce qui peut également être 

attribué à un manque de sensibilité ou de spécificité de l’approche de séquençage et 

d’analyse choisis. Advenant que ce ne soit pas le cas, il pourrait s’agir de transmission 

du microbiote vertical, soit de la femelle aux larves. 

 

Ces analyses exploratoires de la composition du microbiome des larves et de l’eau 

relevant les groupes taxonomiques ubiquitaires et ceux dont la distribution était 

spécifique à un habitat spécifique suggèrent que même si les insectes peuvent recruter 

les microorganismes présents dans l’environnement, il existe une certaine spécifi cité 

faisant en sorte qu’il y a un découplage entre la composition du microbiome de la larve 

et celle de l’eau de son habitat. Les prochaines sections permettront de déterminer 

l’importance des caractéristiques microbiologiques, physico-chimiques et 

environnementales des gîtes larvaires pour expliquer la variation de la composition du 

microbiome observée chez les larves. 
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Tableau 3. Comparaison des familles retrouvées exclusivement dans un des deux 
environnements étudiés 

 

Familles 

Abondance 
relative des 
séquences 

dans les 
gîtes (%) 

Abondance 
relative des 
séquences 

chez les 
larves (%) 

Abondance 

d’échantillon 
de gîtes (%) 

Abondance 

d’échantillon 
de larves (%) 

Bacteriovoracaceae 0.01 <0.01 10.8 <0.01 

Bdellovibrionaceae 0.02 <0.01 4.2 <0.01 

Deinococcaceae 0.05 <0.01 9 <0.01 

Gemmatimonadaceae 0.03 <0.01 17.4 <0.01 

Methylophilaceae 0.08 <0.01 13.2 <0.01 

Opitutaceae <0.01 <0.01 2.4 <0.01 

Sneathiellaceae 0.3434 <0.01 4.8 <0.01 

Aeromonadaceae <0.01 <0.01 <0.01 4.8 

Clostridiales_Incertae_Sedis_XIII <0.01 <0.01 <0.01 2.4 

Lachnospiraceae <0.01 0.06 <0.01 2.4 
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3. Contribution des paramètres environnementaux sur la variance 
observée entre les OTUs identifiés chez les larves – 

 

3.1  Approche non contrainte par analyse en composante 
principale (PCA) 

 

Une série de PCA a été effectuée pour identifier les gradients les plus importants 

contribuant à distinguer les échantillons.  Ainsi, les analyses permettent de répartir  

les échantillons selon leur similarité dans un espace réduit, défini par deux axes 

représentant les plus importants gradients (figure 2). Cette approche est dite non 

contrainte puisqu’elle permet de représenter chaque matrice en fonction des 

similarités observées entre les échantillons sans examiner la relation de ces similarités 

avec des variables indépendantes. La comparaison de différentes PCA permet ensuite 

d’observer si les critères évalués permettent d’observer des similarités qui 

concorderaient avec l’un ou l’autre des paramètres étudiés. L’analyse de 

partitionnement de la variation a permis de déterminer la proportion de la variation 

des profils du microbiome des larves expliquées par le microbiome de l’eau, de la 

physico-chimie, de l’environnement et de la géolocalisation (voir annexe 1). Les 

résultats provenant de la matrice de géolocalisation n’étant pas significatifs, ceux -ci 

ont été exclus de l’analyse de partitionnement de la variation.  Ce type d’analyse ne 

permet pas d’obtenir de p-value. Il est observé que la matrice d’OTUs présente dans 

l’eau explique 4% de la variation observée chez les larves, celle des paramètres 

physico-chimiques explique 3% supplémentaires alors que celle décrivant 

l’environnement ne contribue pas à expliquer la variation observée entre chaque 

échantillon de larve. L’analyse permet également d’estimer l'effet combiné des matrices 
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sur les échantillons de larves, ce qui permet d’expliquer 3% supplémentaires de la 

variation. Cela étant dit, il reste 90% de la variation qui n’est pas expliquée par les 

matrices explicatives, suggérant que d’autres facteurs influencent cette variabilité.  

 

 

Figure 8. Contribution de chaque matrice de variables expliquant la variabilité 
d’OTUs observée chez les larves 
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3.2 Approche contrainte par analyse de redondance (RDA) 

L’approche contrainte permet d’intégrer des variables indépendantes, ici celles des 

OTUs de l’eau, de physico-chimie et d’environnement, pour déterminer si ces dernières 

peuvent expliquer la variation du microbiome observée chez les larves. Le modèle 

parcimonieux de la RDA permet d’estimer le pourcentage explicatif des OTUs de l ’eau 

sur la variation des OTUs des larves à 4%, et celle de la physico-chimie à 3% (p<0.05). 

Pour cette approche, l’effet de l’environnement et de la géographie était non-

significatif.  

 

 

Figure 9. RDA des matrices des OTUs de l’eau et de la physico-chimie expliquant 

la variation observée dans le microbiote des larves, respectivement. 
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3.3 Comparaison des résultats obtenus par les 
deux approches 

L’analyse de partitionnement de la variation permet d’évaluer l’effet de l’environnement 

sur les communautés bactériennes de l’insecte, en tenant compte des variables 

physico-chimiques, mais également des caractéristiques terrain. Il s’avère que les 

paramètres physico-chimiques expliquent environ 3% de la variation observée dans les 

communautés bactériennes des larves, alors les communautés de l’eau expliquent 

environ 4%. Les caractéristiques physiques du gîte, telles que le type de matériau, la 

couleur ou la présence de détritus, ainsi que les caractéristiques du site, telles que la 

géolocalisation ou le type de terrain, ne semblent pas avoir d’effet sur la variation 

observée. Toutes les RDA parcimonieuses présentées ainsi que les les résultats de 

partitionnement de la variation présentés avaient des p-value 0.05, ce qui signifie 

qu’elles sont significatives. 

Figure 10. Comparaison de l’approche non contrainte (PCA) et de l’approche 
contrainte (RDA) en fonction des facteurs influençant la variation observée dans 
les communautés bactériennes des larves. 
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7. DISCUSSION 

La composition du microbiome des larves est largement influencée par les 

communautés présentent dans l’eau de gîte où elles se développent.  On retrouve 

effectivement dans les larves une majorité d’espèces retrouvés dans l’eau, mais les 

abondances relatives de chaque espèce diffèrent selon l’environnement. Autrement dit, 

la composition est largement influencée par l’environnement, mais la structure de ces 

communautés n’y semble pas autant sensible. L’acquisition du microbiome s’effectue 

entre autres par l’alimentation détritivore des larves, ce qui expliquerait en partie les 

similarités observées entre l’environnement et l’insecte.  Or, les mécanismes qui 

régissent l’assemblage des communautés bactériennes chez les larves ne sont pas 

totalement compris. Il est souvent avancé que le microbiome des larves provient de 

leur gîte larvaire, mais il semblerait que le processus soit plus nuancé. Effectivement, 

la majorité des microorganismes retrouvés chez les larves sont également retrouvés 

dans l’eau, mais dans des proportions différentes. Comme démontré à la figure 1, 

l’abondance relative d’une espèce peut différer selon son environnement, cer taines 

étant retrouvées de façon équivalente autant dans l’eau de gîte que chez les larves, 

alors que d’autres sont retrouvées beaucoup plus abondamment dans l’un ou l ’autre 

des habitats.  Si le microbiome de l’eau était le seul facteur à agir sur le microbiome de 

la larve, il serait attendu que les deux environnements seraient caractérisés par des 

microbiomes identiques. Cette observation permet d’avancer que les larves obtiennent  

leur microbiome de l’environnement, mais que d’autres mécanismes influencent  

l’assemblage de ces communautés.  
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Certains OTUs sont retrouvés exclusivement chez les larves, tel que c’est le cas pour 

les familles Aeromonadaceae et Lachnospiraceae. Une étude comparant des gîtes avec 

et sans moustiques a démontré que les familles Xanthomonadaceae, 

Comamonadaceae et Burkholderiaceae étaient davantage communes en absence de 

larves, alors que Lachnospiraceae, Synechococcaceae, Alcaligenaceae et 

Cryomorphaceae étaient communément retrouvés dans les gîtes positifs à la présence 

d’Aedes et d’Anopheles115. La détection d’Aeromonas a d’ailleurs été considérée comme 

étant l’un des marqueurs de présence pour le genre Aedes dans les gîtes115. La 

présence de la famille Aeromonadaceae est également rapportée chez plusieurs 

espèces de moustiques, dont Aedes aegypti, ou son abondance relative s’élève à 7%116. 

La famille Clostridiales XIII Incertae Sedis, identifiée dans 2% des échanti llons de 

larves, inclut plusieurs genres provenant de l’environnement tel que Anaerovorax, 

Ihubacter, Mogibacterium, Mobilibacterium et Aminipila. Cela dit, aucun de ces genres 

n’a été documenté chez les moustiques, voire les insectes, jusqu’à présent. Leur 

présence uniquement retrouvée chez l’insecte pourrait s’expliquer par une 

transmission verticale, c'est-à-dire de la femelle aux œufs lors de la ponte. Les œufs de 

moustiques sont colonisés par des bactéries, potentiellement provenant des ovaires de 

la mère, et ses bactéries sont susceptibles d’être ingérées par la larve lors de l’éclosion, 

permettant ainsi la colonisation de l’insecte ou la persistance d’ADN reliques à la suite 

de leur digestion. Il est donc possible que les bactéries uniquement retrouvées chez les 

larves proviennent de l'œuf, et que ces bactéries n'aient pas colonisé l’eau du gîte, d'où 

leur absence de détection. Un manque de sensibilité de la méthode n’est pas à exclure, 

car il est possible que les bactéries présentent en faible quantité ne soient pas 

détectées, ou qu’elles aient été exclues par les différents seuils et filtres appliqués lors 

de l’analyse. 
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D’autre part, certains OTUs sont retrouvés uniquement dans l’eau des gîtes, et non 

chez les larves. Leur abondance relative varie selon la famille, parmi lesquelles se 

trouve Bacteriovoracaceae (0.01%), Bdellovibrionaceae (0.02%), Deinococcaceae 

(0.05%), Gemmatimonadaceae (0.03%), Methylophilaceae (0.08%) et Sneathiellaceae 

(0.34%). L'occurrence à laquelle ces familles sont retrouvées dans l’eau des gîtes varie  

entre 2 et 17%. Le fait qu’aucune de ces familles n’ait pas été retrouvée chez les larves 

malgré leur occurrence et leur abondance relative semble indiquer que les larves ne 

recrutent pas forcément toutes les bactéries qui se trouvent dans leur environnement. 

D’ailleurs, Bacteriovoracaceae et Bdellovibrionaceae, deux familles prédatrices de 

bactéries Gram négatifs, respectivement trouvées dans 11 et 4% des gîtes analysés, 

sont absentes de tous les échantillons de larves. Ces familles sont suggérées comme 

moyens de lutte contre la mouche à fruit méditerranéenne Ceratitis capitata 

(Wiedemann), où elles survivent et prédatent à l’intérieur de l’intestin de l’insecte, 

causant potentiellement des dysbioses. Leur absence chez les larves est peut-être un 

indicateur de la sélectivité des larves qui évitent, par des mécanismes inconnus, les 

bactéries pouvant affecter négativement leur microbiome.  

La variation observée entre les communautés de l’eau et des larves suggère que le 

recrutement du microbiote larvaire s’effectue dans une certaine mesure de façon 

sélective. Les facteurs qui peuvent influencer cette sélection sont variés et peu compris 

chez les moustiques. Certains symbiotes peuvent bénéficier des voies métaboliques de 

l'hôte pour lui fournir un avantage. C’est le cas pour Wolbachia qui semble 

compétitionner avec le virus de la Dengue pour les lipides de l’hôte. L’util isation des 

lipides par la bactérie diminue la disponibilité des lipides nécessaires à la réplication 

du virus, ce qui peut réduire sa prévalence dans l’insecte117. La sélection des 

microorganismes peut également se faire selon les fonctions qu’ils accomplissent, dans 
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quel cas les espèces qui présentent de la redondance fonctionnelle pourraient ne pas 

être conservées puisque leur effet sur l’hôte n’est pas sign ificatif. Des pressions de 

sélection, comme la présence d'insecticides, peuvent également influencer les 

communautés comme observées pour An. albimanus qui présente une plus faible 

diversité bactérienne chez les individus résistant à la fénitrothion. Cependant, cette 

baisse de diversité s’accompagne d’une augmentation de l’abondance d’enzymes 

dégradant l’insecticide, suggérant que la pression de sélection favorise les espèces 

permettant une meilleure tolérance à l’insecte89.  

 

Une explication supplémentaire est proposée pour expliquer la variation observée 

entre les communautés de l’eau et des larves.  À l’émergence, les larves L1 se 

nourrissent des microorganismes qui se trouvent dans l’environnement, ce qui permet 

la colonisation de l’insecte. C’est à ce stade que la diversité retrouvée chez les larves 

est la plus élevée. Au fil de sa croissance, la larve effectue 4 mues sur environ 7 jours, 

jusqu’à atteindre le stade de pupe. Il a été rapporté que la diversité microbienne 

diminue au fil des mues, suggérant une certaine sélection des espèces conservées 

jusqu’à l’obtention du core-microbiome de l’insecte. Or, il est possible que des 

changements dans les communautés de l’eau surviennent sans qu’ils soient détectés 

chez les larves. Effectivement, les communautés de l’eau sont sensibles aux 

paramètres environnementaux. Entre autres, l’osmolarité de l’environnement est 

rapportée comme un des facteurs influençant le plus sur les communautés 

bactériennes, autant l’hypo-osmolarité que l'hyper-osmolarité50,118.  Les précipitations 

ou l’évaporation de l’eau dues aux chaudes températures sont deux facteurs 

environnementaux qui peuvent entraîner un changement d’osmolarité, et ainsi infliger 

un stress aux populations bactériennes. Le stress peut affecter la structure des 
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communautés, avec certaines populations qui diminuent et d’autres, favorisées, qui 

peuvent croître. Les larves, collectées en fin de croissance, sont initialement colonisées 

par les microorganismes présents dans l’eau lors de l’émergence, soit +/- 7 jours plus 

tôt. Il y a donc environ une semaine ou les communautés de l’eau peuvent être 

affectées par les facteurs extérieurs, alors que celles retrouvées chez les larves sont 

potentiellement affectées différemment. Dans cet ordre d’idée, Rocha et al. (2016), 

démontre que le core-microbiote de Ae. aegypti est indépendant des conditions de 

croissance (laboratoire ou en nature) et de la diète, en plus de souligner les similarités 

entre individus provenant de différentes localisations98.  

 

 Ainsi, il est possible que les différences observées entre l’eau et les larves proviennent 

du fait que les microorganismes de l’eau sont plus affectés par les facteurs 

environnementaux que ceux qui colonisent les larves. Puisque l’établissement de  

symbiotes se fait dès le contact de la larve avec son environnement, il est possible que 

le symbiote inhibe la colonisation par des taxa qui s'établissent après ce premier 

contact61,62. Les microorganismes présents dans l’eau sont potentiellement plus 

sensibles aux paramètres de l’environnement et aux différentes successions 

écologiques que ceux retrouvés chez les larves. Afin d’étudier cette hypothèse, il serait  

intéressant de collecter l’eau de gîte dès l’éclosion des larves, en plus de prélever les 

larves et l’eau du gîte en fin de croissance. Il est possible que la simi larité entre les 

larves et l’eau soit supérieure en considérant les communautés de l’eau dès  que 

l’insecte est exposé à son environnement.  
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La seconde partie de l’hypothèse suggère que la structure du microbiote bactérien des 

larves d’Ae. aegypti covarie avec les paramètres de l’environnement. Or, il s’avère que 

l’environnement explique 3% de la variation observée dans les communautés 

bactériennes des larves. Cela dit, l’effet de ce 3% expliqué par l’environnement sur le 

moustique n’est pas connu, et il n’est pas exclu que les variations aient un effet 

significatif sur l’insecte. Effectivement, le fait que l’environnement explique peu la 

covariation observée ne signifie pas forcément que l’environnement n’a pas d’effet sur 

l’insecte. Il est possible que l’environnement affecte le moustique à un autre niveau, 

sur l’oviposition par exemple, comme c’est le cas avec la présence d’engrais dans l 'eau 

du gîte. Il a été observé que des concentrations élevées de potassium, phosphore et 

azote dans le gîte attirent les femelles gravides, ce qui entraîne une ponte plus 

fréquente et abondante dans ce type d’eau11. Dans cet exemple, il est possible que la 

présence d’engrais n'ait pas un grand effet sur la variation des communautés 

bactériennes des larves, mais joue un rôle important dans l’attraction des femelles 

gravides.  

 

De plus, les facteurs liés au site, tels que la couleur du gîte ou son matériel, ainsi que 

la géographie n’ont pas d’effet significatif sur la covariation observée dans les 

communautés. Il est possible que ces facteurs soient trop éloignés de l’écosystème où 

se développent les larves pour avoir un effet sur leurs communautés. En ce sens, Hery 

et al. (2021) observe que le type de contenant influence fortement les paramètres 

physico-chimiques du gîte, mais n’affecte pas les communautés microbiennes98,119. 

L’impact du site sur le microbiote des larves n’est pas significatif, mais il est possible 

qu’il influence indirectement en ayant un effet sur d’autres facteurs influençant le 

microbiote. Davantage d’études seront nécessaires pour explorer cette possibilité. 
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Quant à la géographie, certains écrits rapportent que les populations microbiennes 

sont conservées d’un emplacement à un autre; d’autres articles observent un effet de 

la localisation sur les communautés. Cela dit, il  n’est pas exclu que les effets de la 

géolocalisation soient corrélés avec d’autres facteurs affectant les populations 

microbiennes, ce qui expliquerait pourquoi ce facteur n’est pas significatif dans notre 

étude : il peut y avoir de la redondance avec les autres paramètres étudiés. 

 
L’ensemble des résultats obtenus démontre que 90% de la covariation est non 

expliquée par les paramètres considérés par l’étude. Ce constat suggère que la 

majorité de la covariation est due à des facteurs autres que ceux ciblés, dont 

hypothétiquement des mécanismes intrinsèques à l’insecte. Ae. aegypti est reconnu 

pour recruter une grande variété de microorganismes, et une grande variabilité 

interindividuelle est souvent rapportée120. D’ailleurs, Coon et al. (2014) a démontré que 

la colonisation d’Ae. aegypti avec une unique souche d’Escherichia coli permettait de 

restaurer la croissance et le développement des larves8. Son mode d’alimentation lui 

permet également d’avoir accès à une grande variété de microorganismes, puisque les 

larves peuvent plonger pour se nourrir, contrairement aux moustiques du genre 

Anopheles qui se nourrissent exclusivement à la surface9. Ces observations laissent 

croire qu’Ae. aegypti est peu spécifique lors du recrutement, et qu’il peut se développer 

à partir d’une grande gamme de symbiotes, ce qui peut potentiellement lui octroyer 

une plus grande adaptabilité. À cet égard, il se peut que l’environnement soit moins 

important pour le recrutement des communautés par l’insecte, puisque ce dernier 

semble plus permissif. 
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8. CONCLUSION 

Avec le réchauffement climatique, il y a fort à parier que les populations d’insectes 

vecteurs tels que le moustique Aedes aegypti seront de plus en plus nombreuses, 

risquant par le fait même une augmentation de cas liés aux arbovirus. Une stratégie 

incluant une variété d’outils de luttes est primordiale pour contrôler la transmission 

des virus auprès des humains. Parmi ceux-ci, il y a le contrôle des populations de 

moustiques, la réduction de la capacité vectorielle de ces derniers ou le développement 

de soins efficaces pour traiter les patients atteints, que ce soit par la mise en marché 

de vaccin ou d’antiviraux. Traditionnellement, les insecticides sont util isés pour tuer 

les insectes, mais leur usage massif s’accompagne d’effets négatifs. Ils ont un impact 

négatif sur l’environnement, diminuent la biodiversité en n’étant pas spécifiques aux 

moustiques et favorisent le développement de résistance aux insecticides. C’est 

d’ailleurs le constat observé en Guyane française, où les populations d’Ae. aegypti sont 

résistantes aux insecticides permis. Devant cette situation, il est nécessaire de trouver 

d’autres moyens de réduire les populations de moustiques. L’utilisation du microbiote 

est une avenue intéressante, surtout lorsqu’on observe tous les rôles des 

microorganismes chez les insectes. En effet, les microorganismes permettent la 

croissance des larves, favorisent la digestion de repas sanguins chez les femelles et 

attirent les insectes gravides vers certains gîtes larvaires. Leur influence sur les 

moustiques est donc une piste de solution envisageable, pour peu qu’on développe des 

stratégies adéquates. Effectivement, l’utilisation du genre Wolbachia provoque une 

diminution de l'espérance de vie de l’insecte, réduisant ainsi le temps de 

développement du virus chez l’hôte infecté. Dans le cas du virus de la dengue, 
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certaines souches sont utilisées pour infecter Ae. aegypti produisent une réduction du 

nombre de copies virales produites, ce qui diminue sa capacité à transmettre la 

dengue aux humains. Finalement, la présence de certaines souches de Wolbachia 

semble déclencher une incompatibilité cytoplasmique, qui se traduit par des insectes 

stériles. Ces observations ouvrent un nouveau champ de stratégies pour lutter contre 

les vecteurs d’arbovirus, mais plusieurs éléments doivent être compris avant 

d’envisager l’utilisation des microorganismes comme agent de lutte biologique. 

Effectivement, l’acquisition du microbiote lors de l’émergence des larves, son évolution 

tout au long du développement de l’insecte et sa transmission des femelles vers sa 

progéniture sont des aspects peu compris qui méritent davantage d'intérêts avant le 

déploiement de stratégies ciblant le microbiote.  

Dans cet ordre d’idée, l’intérêt de ce mémoire est de mieux comprendre l ’acquisition 

du microbiote par les larves après leur éclosion. L’idée que les larves sont colonisées 

par les bactéries présentes dans l’eau de leur gîte larvaire est largement répandue, 

mais les mécanismes qui influencent cette colonisation ne sont pas connus. Ainsi, 

l’hypothèse abordée est que la structure du microbiote bactérien des larves d’Ae. 

aegypti covarie avec la structure des communautés bactériennes retrouvées dans l’eau 

des gîtes larvaires et les paramètres de l’environnement qui l’entoure. Dans un 

premier temps, la caractérisation des communautés bactériennes issues de l ’eau des 

gîtes ainsi que celles retrouvées chez les larves sera effectuée, puis comparée. Par la 

suite, l'effet des paramètres biotiques et abiotiques de l’environnement sera analysé 

afin d’évaluer leur influence sur le microbiote observé chez les larves.  

 Un total de 60 sites en Guyane française a été ciblé pour la collecte de larves 

d’Ae. aegypti et de l’eau du gîte larvaire correspondant. Les coordonnées 

géographiques, les paramètres physico-chimiques ainsi que des photos du site ont été 
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pris afin de caractériser le plus précisément possible le site du prélèvement. De retour 

au laboratoire, les larves d’Ae. aegypti au stade L3-L4 ont été prélevées, rincées et 

poolés pour l’extraction d’ADN génomique (n=30). La région V6-V8 du gène codant 

pour l’ARNr 16S des bactéries a été ciblée pour le séquençage Illumina Miseq, puis les 

séquences obtenues ont été traitées avec le pipeline UPARSE et le logiciel USEARCH. 

Les analyses statistiques ont permis de comparer les communautés bactériennes 

retrouvées chez les larves et dans l’eau de leur gîte. Une analyse de partitionnement de 

variance a permis d’évaluer si l’environnement influençait la variation observée dans 

les communautés bactériennes des larves.    

 

Dans la situation où la structure du microbiote larvaire covarierait avec celle de son 

environnement, il est attendu que ces communautés sont semblables en termes 

d'abondance absolue et d'abondance relative. Or, les résultats obtenus semblent 

démontrer que ce n’est pas tout à fait le cas. Bien que la majorité des OTUs retrouvés 

chez les larves soient également retrouvés dans l ’eau de leur gîte larvaire, l’abondance 

relative de chaque OTU varie selon l’environnement. Autrement dit, certains OTUs 

sont largement plus abondants dans l’eau que chez les larves, alors que l ’inverse est 

observé pour d’autres OTUs. Ainsi, il est suggéré qu’une certaine sélection se fasse, 

soit par l’insecte ou par des facteurs environnementaux. L’analyse de partitionnement 

de variance permet d’évaluer l’influence des facteurs extérieurs, tels que la 

communauté bactérienne de l’eau, les paramètres physico-chimiques ou les 

caractéristiques du site, sur la variation observée chez les larves. Les résultats 

obtenus démontrent que l’environnement explique jusqu’à 11% de la variation du 

microbiote décelée chez les larves. Bien que cela puisse sembler peu, il est nécessaire 

de rappeler que l’effet d’un genre bactérien retrouvé en faible quantité n’est pas 
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forcément corrélé avec un faible effet, et qu’il est impossible de dire, pour l’instant, 

l’impact réel de ce 11% sur la dynamique des communautés. Il a été rapporté que la 

présence d’une espèce clé, soit une espèce dont la présence apporte de grands effets 

comparativement à son abondance relative, permettait de stabiliser le microbiote121–123. 

C’est le cas chez les nourrissons où la faible présence de Bifidobacterium 

longum subsp. Longum assure l’équilibre des autres bactéries du genre Bifidobacterium 

en dégradant le lacto-N-tetraose qui leur permet de se nourrir124. Cet exemple i l lustre 

l’effet boule de neige que peut avoir l’environnement sur un microbiote donné, car un 

facteur environnemental peut influencer les communautés bactériennes, et cette 

influence peut provoquer d’importants résultats. Au terme de cette analyse, il est 

possible d’indiquer que l’environnement, autant l’eau du gîte, les caractéristiques de 

celui-ci, ou les traits du site expliquent partiellement la variation observée dans les 

communautés bactériennes des larves. Cette constatation suggère que l’acquisition du 

microbiote est influencée par d’autres facteurs ou bien à un autre moment de la 

croissance de l’insecte. En effet, les larves et l’eau ont été récoltées en fin de 

croissance des larves, ce qui ne permet pas d’évaluer le début de la colonisation 

bactérienne lors de l’émergence. Il est donc possible que l’établissement du microbiote 

larvaire se fasse dès le stade L1, et que la communauté larvaire soit si stable qu’elle 

n’est pas impactée par des changements subséquents dans les communautés de l’eau. 

Ainsi, il serait intéressant de suivre l ’évolution du microbiote des larves et de l’eau dès 

leur éclosion, en prélevant des échantillons à chaque stade de croissance. Ce type 

d’analyse permettrait d’évaluer les changements temporels qui ont l ieu autant dans 

l’eau du gîte et chez les larves.  
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Annexe I : Données physicochimiques 

 
gite vol tc pH ORP DO Con Ca Mg K Cu Fe Zn DCO

total_

aedes

total_

autre

total_i

nsecte 

densite

Total

densit

eaed

6 42 30.35 6.85 187.90 28.2 117 7.55 0.49 1.53 0.04 205 1.38 37 313 44 357 8.50 7.45

10 8 34.70 9.21 135.30 94.1 185 16.05 0.54 6.10 0.04 1452 0.81 133 109 11 120 15.90 14.44

11 46 33.92 6.92 221.10 60.9 31 1.70 0.49 0.51 0.04 5115 1.95 37 111 31 142 3.10 2.42

13 72 27.98 6.27 212.20 55.8 70 3.07 0.61 3.50 0.04 2080 3.75 49 161 0 161 2.24 2.24

15 90 27.42 6.89 175.60 61.0 89 7.03 0.49 3.02 0.04 306 0.17 31 77 0 77 0.86 0.86

18 150 29.17 6.46 209.80 67.5 104 5.25 1.46 1.05 0.04 751 1.09 29 90 65 155 1.03 0.60

19 200 28.47 6.24 223.20 63.2 16 0.99 0.49 0.49 0.04 1256 1.40 29 66 4 70 0.35 0.33

22 11 27.52 7.75 143.30 58.5 428 33.44 6.39 8.59 0.04 1224 0.06 77 49 188 237 22.32 4.61

23 167 25.86 6.60 218.30 74.6 16 0.99 0.49 0.49 0.04 66 0.82 29 145 4 149 0.89 0.87

24 14 28.28 6.76 185.60 71.7 70 7.26 0.49 2.75 0.04 249 0.15 53 68 11 79 5.59 4.81

33 4 28.18 6.35 55.90 32.6 163 9.16 1.98 21.66 0.04 9946 1.46 344 212 6 218 54.50 53.00

34 32 27.21 7.32 105.20 66.6 129 17.75 0.70 3.43 0.04 7386 3.07 327 58 0 58 1.81 1.81

36 59 25.84 6.55 162.00 57.5 39 1.15 0.49 0.90 0.04 2449 3.56 29 101 5 106 1.81 1.73

37 200 28.55 6.58 159.40 61.3 30 1.05 0.49 0.49 0.04 125 2.44 29 209 0 209 1.05 1.05

45 43 26.92 6.93 119.60 58.5 246 37.08 1.24 9.12 37.08 806 0.13 49 83 10 93 2.16 1.93

46 11 28.18 6.30 139.20 37.0 46 5.80 0.56 6.68 0.04 1081 1.32 116 86 138 224 19.56 7.51

52 28 28.15 9.20 111.50 94.5 34 2.72 0.49 2.29 0.04 337 1.34 44 43 34 77 2.80 1.56

53 29 28.12 6.93 181.40 59.9 65 3.19 0.49 1.43 0.04 330 3.22 207 158 0 158 5.40 5.40

56 1 29.06 6.63 264.00 67.3 88 12.12 1.44 9.48 0.04 4470 0.24 150 52 8 60 60.00 52.00

57 79 26.01 7.25 266.80 79.0 7 0.99 0.49 0.49 0.04 114 0.61 29 134 155 289 3.68 1.71

59 17 28.42 6.45 204.80 47.7 41 2.88 0.97 2.57 0.04 410 0.09 50 190 129 319 18.65 11.11

62 64 32.31 5.75 275.90 76.9 16 1.96 0.49 0.49 0.04 213 0.91 29 231 44 275 4.32 3.63

66 57 28.34 7.29 262.90 64.6 48 1.43 0.49 0.49 0.05 3418 0.12 59 42 8 50 0.88 0.74

68 115 27.95 6.39 293.10 78.8 30 1.23 0.49 0.71 0.04 54 2.83 29 236 0 236 2.06 2.06

71 32 29.16 7.60 51.90 12.0 487 20.23 0.49 13.84 0.07 897 0.68 146 117 0 117 3.71 3.71

73 10 37.38 8.64 153.10 103.5 176 14.06 1.96 10.45 0.04 2035 0.55 136 149 0 149 14.90 14.90

74 79 28.96 6.73 229.30 47.6 24 1.66 0.49 2.21 0.04 836 0.21 29 75 6 81 1.02 0.95

81 200 26.62 5.83 279.70 45.5 16 1.78 0.49 0.53 0.04 119 0.11 29 378 3 381 1.91 1.89

86 50 28.75 6.69 240.60 33.4 41 2.18 0.67 0.82 0.04 1946 0.04 34 142 41 183 3.66 2.84

88 200 29.39 6.82 272.80 67.9 49 2.16 0.93 0.49 0.04 49 0.56 29 92 2 94 0.47 0.46

89 7 25.60 7.02 272.40 48.0 77 6.13 1.28 4.07 0.04 433 0.10 123 172 0 172 24.33 24.33

90 50 25.51 7.31 165.60 14.1 442 19.30 4.19 26.18 0.04 23388 7.24 1631 227 27 254 5.08 4.54

91 7 26.31 8.00 124.50 50.1 602 17.53 1.80 199.47 0.06 18596 3.40 447 84 11 95 13.44 11.88

94 135 26.99 6.40 306.30 81.5 39 2.57 0.58 1.97 0.04 307 1.95 47 133 0 133 0.99 0.99

96 246 27.54 6.36 108.50 18.4 33 1.50 0.49 1.02 0.04 10088 2.64 82 145 0 145 0.59 0.59

99 141 28.17 6.63 379.80 6.7 156 14.42 1.28 19.82 0.05 37600 0.77 134 62 25 87 0.62 0.44

100 22 30.35 7.26 321.50 27.0 237 13.88 1.21 23.99 0.04 17084 4.16 477 216 21 237 10.73 9.78

101 78 32.08 6.40 267.10 68.3 18 1.15 0.49 0.58 0.04 109 1.88 29 189 2 191 2.45 2.42

102 141 26.64 6.49 305.00 65.5 80 1.17 0.49 0.81 0.04 2041 2.11 38 166 0 166 1.17 1.17

103 48 28.13 7.27 244.20 39.6 208 18.37 2.80 10.03 0.07 9233 1.12 192 154 0 154 3.24 3.24

104 141 29.33 6.36 258.50 35.2 27 1.15 0.49 0.49 0.04 302 1.53 29 117 367 484 3.42 0.83

105 360 30.57 6.19 324.40 42.9 19 0.99 0.49 0.49 0.04 615 0.25 38 240 34 274 0.76 0.67

106 200 30.82 6.27 282.40 52.6 26 2.38 0.49 0.49 0.04 1650 1.01 132 190 0 190 0.95 0.95

107 128 30.84 6.80 279.40 50.3 47 0.10 0.49 0.49 0.04 450 0.23 29 106 18 124 0.97 0.83

108 200 28.77 6.40 195.80 39.9 16 3.58 0.49 0.64 0.04 49 0.54 29 307 164 471 2.36 1.54

109 200 28.94 7.28 250.90 64.6 21 0.99 0.49 0.49 0.04 49 0.66 29 165 0 165 0.83 0.83

115 200 28.19 6.71 179.90 44.7 29 0.99 0.49 0.49 0.04 49 2.46 29 190 114 304 1.52 0.95

116 28 27.96 7.00 118.50 97.0 161 3.73 8.10 14.55 0.04 327 1.90 92 345 35 380 13.44 12.20

117 22 28.29 7.37 124.50 43.3 82 11.38 1.81 5.33 0.04 2886 0.10 138 46 52 98 4.54 2.13

118 25 32.60 6.92 173.80 54.5 14 1.50 0.05 0.56 0.04 692 0.04 33 136 55 191 7.72 5.50

119 28 33.06 6.55 189.10 44.1 15 1.13 0.49 0.49 0.04 1091 0.40 29 124 40 164 5.80 4.39

125 6 28.56 6.69 333.30 61.3 136 16.74 0.62 0.79 0.04 2380 0.43 116 31 0 31 5.17 5.17

126 6 24.93 6.33 277.00 10.5 105 7.65 0.65 1.44 0.04 55 0.04 67 233 11 244 2.16 2.06

127 14 25.59 6.33 276.00 7.1 23 3.47 0.49 0.49 0.04 33888 6.84 400 13 30 43 21.50 6.50

128 4 28.02 6.71 132.20 6.4 112 7.39 0.93 7.45 0.04 12486 4.53 263 55 0 55 18.33 18.33

130 1 28.61 6.69 255.30 44.3 115 8.35 1.44 5.41 0.04 11840 0.42 77 49 41 90 15.00 8.17

131 5 24.36 5.89 363.50 65.5 41 1.15 0.49 0.51 0.04 10770 0.37 32 66 53 119 8.42 4.67

132 113 24.65 6.40 394.10 53.9 74 1.92 1.07 4.72 0.04 912 1.55 29 102 0 102 28.86 28.86

133 2 25.26 5.88 319.00 55.3 60 2.54 1.03 4.41 0.04 6183 1.24 222 3 2 5 5.00 3.00

138 3 24.70 6.79 223.80 27.0 295 22.80 7.56 14.68 0.04 8048 0.08 120 114 128 242 48.40 22.80

Moyenne 78 28.48 6.81 219.80 52.5 104 7.00 1.18 7.82 0.66 4389 1.42 126 136 36 172 8.72 6.64

Ecart-type80 2.52 0.69 78.51 22.7 124 8.13 1.58 25.92 4.78 7765 1.57 225 82 63 105 12.71 10.59  
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Annexe II : Données qualitatives 

 
gite mat rouille peint vola debrisveg debris veg clois batiments batis Type sol esp

6 P N N N O O C A S B R E mixte 

10 M O O N N N C C M B R O mono

11 P N N N N N V C S B R E mono

13 M O N N N N A P M W S A mono

15 P N N N N N A P M W R A mono

18 P N N N N N A C S B R A mono

19 P N N N N N A C S B R A mono

22 M O N N O N A P S B R E mixte 

23 P N N N N N H P M B R E mono

24 P N N N N N H C S M S E mono

33 M N N N N N H A S M R E mono

34 M O N N O N H A S M R E mono

36 M O N N N N A A M M S A mono

37 M O O N N N V C M M S E mono

45 P N N N N N A A A A A E mono

46 M N N N N N A A S W R E mixte 

52 P N N N O N A P M M S A mono

53 P N N N N N A P M M S A mono

56 P N N O N N A A S B R E mixte 

57 P O N O N O A A S B R E mixte 

59 M O N O N N A A S W R E mixte 

62 P N N N N N C A M W A E mixte 

66 P N N N N N V P M B A E mixte 

68 P N N N N N A A S W R A mono

71 M N N N N N A P S M R E mono

73 P N N N O N C A M M S A mono

74 P N N N O N C A M M S A mono

81 P N N N N N A P S W R A mono

86 P N N O N N A P S M R A mono

88 P N N O N N A P S M R A mono

89 P N N N O O C C M B R E mono

90 M N N N N O C P M B R E mixte 

91 C N N N N O A A A M S E mono

94 P N N N N N A P M M S E mono

96 M O N N N O V C M M S E mono

99 M O N N N N V C M M S E mono

100 P N N N O N A C M M S A mono

101 P N N N N N A A M M S A mono

102 P N N N N N H A S W R E mono

103 C N N N N O A A S B R O mono

104 P N N N N N A A S B R O mixte 

105 M N N N N N A P S W S A mixte 

106 P N N N N N A P S M S A mono

107 P N N N N N A C S M S A mono

108 P N N N N N A P S W S A mono

109 P N N N N N A C S W S A mono

115 P N N N N N A A S B R O mixte 

116 P O N N N N A P M M S E mono

117 P N N N N N C A S M A A mixte 

118 M O O N N N C A S B A A mixte 

119 P N N O N N V P S B S E mono

125 C N N N N N A A S B A E mono

126 P O N N N N C A S B R O mono

127 M O N N N N C A M M S E mono

128 C N N N N N H P S W R E mono

130 C N N O N N A A S B A A mono

131 C N N N N N A A S B A E mixte 

132 P N N N O N A A A A A E mono

133 C N N N N N H A A A A E mono

138 M N N N O N A A A A A E mixte  
Légende : Mat (P : plastique, C : caoutchouc, M : métal, B : bois), Rouille (O : présence, N : absence), Peinture (O : 
présence, N : absence), Volaille (O : présence, N : absence), débris organique (O : présence, N : absence), débris non-
organique (O : présence, N : absence), végetation (V : absente, H : herbe, C : arbustre, A : arbre), Cloisonnement (P : 
partiel, C : complet, A : absent), Bâtiments (S : séparé, M : mitoyen, A : Absence de bâtiments), Bâtis (B : béton, M : 
métal, W : bois). 


