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Résumé 

Les nouvelles technologies de séquençage des génomes ont permis de révéler 
l’extraordinaire diversité des séquences virales dans des groupes d’hôtes jusque-là largement 
inexplorés. Ainsi, notre connaissance des virus d’arthropodes, infectant les animaux les plus 
diversifiés et abondants sur Terre, était jusque-là essentiellement réduite à des espèces 
d’intérêt économique et médical. Les nouvelles données de diversité virale chez les 
arthropodes illustrent le besoin d’étendre l’inventaire viral à l’échelle de l’écosystème et 
d’inclure les virus comme une composante essentielle de leur fonctionnement et de leur 
évolution. 

Dans ces travaux de thèse, j’ai développé et appliqué deux approches d’étude de la 
diversité virale chez des arthropodes, ainsi que de la circulation des virus dans des 
écosystèmes, en me focalisant sur des espèces d’intérêt agronomique : i) une approche virus-
centrée par fouille de bases de données nucléotidiques, en recherchant la présence d’un 
groupe de petits virus à ADN inféodés aux arthropodes, les densovirus ii) une approche 
arthropode-centrée, utilisant une méthode séquençage haut débit de génomes viraux 
(métagénomique virale) pour analyser des communautés virales associées à des arthropodes 
de différents niveaux trophiques échantillonnés dans des agroécosystèmes. 

Mes résultats ont permis de : 

(i) Mettre en évidence que les densovirus sont largement présents dans l’ensemble du règne 
animal - notamment chez une grande diversité d’arthropodes - et qu’ils sont très diversifiés 
génétiquement, ce qui a permis de mieux appréhender histoire évolutive de ce groupe de 
virus ;  

(ii) Découvrir de nouveaux virus chez certains ravageurs de cultures : le tétranyque tisserand 
(Tetranychus urticae, Acarien) provenant de populations de laboratoires, ainsi que le puceron 
vert du pois (Acyrthosiphon pisum, Hémiptère), le phytonome de la luzerne (Hypera postica, 
Coléoptère) et l’armigère de la tomate (Helicoverpa armigera, Lépidoptère) provenant de 
populations naturelles échantillonnées dans des cultures de luzerne et des prairies. Ces études 
ont permis de mettre en évidence la présence de viromes spécifiques de chaque espèce 
d’arthropode et de caractériser la distribution de certains virus dans des communautés 
d’arthropodes d’un même écosystème. Une grande diversité de génomes de virus 
d’arthropodes et de plantes a été mise en évidence. Les liens évolutifs de ces virus avec ceux 
répertoriés dans les bases de données ont été caractérisés par des analyses phylogénétiques.  

(iii) Enfin, les travaux menés en (ii) ont également permis d’optimiser la méthodologie 
permettant d’obtenir et d’analyser des viromes obtenus à partir d’échantillons multiplexés, 
optimisant notamment l’étape d’attribution taxonomique des séquences obtenues par 
séquençage à haut débit, réduisant ainsi leur proportion en « matière noire » inhérente aux 
analyses des viromes.  

Mots-clés : Virus, Arthropodes, Métagénomique, Génomique, Transcriptomique, Diversité, 
Écologie, Évolution, Ravageurs de cultures, Communautés. 
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Abstract 

High throughput sequencing technologies have revealed the extraordinary diversity of 
viral sequences in hitherto largely unexplored host groups. Thus, our knowledge about 
arthropod viruses, infecting the most diverse and abundant animals on Earth, was hitherto 
essentially reduced to species of economical and medical interest. New data on viral diversity 
in arthropods illustrate the need to expand viral inventory at the scale of the ecosystem and to 
include viruses as an essential component of their functioning and their evolution. 

In my thesis, I developed and applied two approaches to study the diversity of viruses 
in arthropods and how virus circulate in ecosystems, focusing on species of agronomic 
interest: (i) a virus-centered approach by exploring nucleotidic sequence databases, searching 
for the presence of a group of small DNA viruses infecting arthropods, the densoviruses (ii) 
an arthropod-centered approach at the scale of the ecosystem, using a viral metagenomic 
method to analyze viral communities associated with arthropods from different trophic levels 
from the same agroecosystems. 

My results showed that: 

(i) Densoviruses are spread throughout the animal kingdom - particularly in a wide diversity 
of arthropods - and are highly diverse genetically, which led to a better understanding of the 
evolutionary history of this group of viruses; 

(ii) A high diversity of viruses are present in pests: the spider mite (Tetranychus urticae, 
Acari) from laboratory populations, as well as the green pea aphid (Acyrthosiphon pisum, 
Hemiptera), the alfalfa weevil (Hypera postica, Coleoptera) and the cotton bollworm 
(Helicoverpa armigera, Lepidoptera) from natural populations sampled from alfalfa crops and 
grasslands. These studies also highlighted that specific viromes are associated with each pest 
species, and I characterized the distribution of some of these viruses in arthropod 
communities. Divergent arthropod and plant virus genomes were discovered. Their 
evolutionary links with known virus species was characterized by phylogenetic analyzes.  

(iii) The work realized in (ii) also contributed to optimize a methodology to prepare and 
analyze viromes from multiplexed samples, that is particularly suitable to optimize the 
taxonomic allocation of sequences and thus reduce the "dark matter" that is inherent to viral 
metagenomics analyses. 

 

Keywords: Viruses, Arthropods, Metagenomics, Genomics, Transcriptomics, Diversity, 
Ecology, Evolution, Crop Pests, Communities. 
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I- Les virus : entités biologiques longtemps méconnues aux impacts 

multiples 

 

Historique des découvertes virales 

Il y a près de 4500 ans, les chinois avaient identifié la maladie de la variole ainsi que 

son caractère infectieux. De même, des écrits de l’antiquité grecque relatent la maladie causée 

par le virus de la rage. Cependant, la découverte, l’isolement et la visualisation des virus n’ont 

été possibles que grâce à des innovations techniques, dont la première remonte à la fin du 

XIXème siècle (Berche, 2007; Lwoff, 1957).  

Les scientifiques isolaient les agents infectieux à travers des filtres de porcelaine, 

comme le filtre Chamberland mis au point en 1884, dont les pores de petite taille étaient 

utilisés pour filtrer les bactéries en suspension dans les liquides, et ainsi les « purifier ». En 

1892, Dimitri Ivanovsky démontre que des extraits de tabacs atteints de la mosaïque du tabac, 

filtrés à travers un filtre de Chamberland, peuvent transmettre la maladie à des plants de tabac 

sains. En 1898, Martinus Willem Beijerinck dilua la sève de plants de tabac infectés et 

l'inocula à des plantes saines qui développèrent la maladie. Réitérant la manipulation de 

multiples fois il put transmettre la maladie, et démontra ainsi que la sève de la dernière plante 

infectée était aussi virulente que la première, effet qu'une toxine après tant de dilutions 

n'aurait pas pu produire. De ces travaux émergeait le concept d’agents infectieux de très petite 

taille, invisibles au microscope et capables de se multiplier dans les cellules vivantes.  

Ces agents furent appelés « virus », terme signifiant « poison » en latin. La même 

année, Friedrich Loeffler et Paul Frosch identifièrent le premier virus animal : l’agent  de la 

fièvre aphteuse des bovidés. En 1901, Walter Reed et James Carrol identifièrent le premier 

virus humain : le virus de la fièvre jaune. Ils montrèrent également que ce virus était transmis 

par piqûres de moustiques. De nombreux virus pathogènes de l’homme furent découverts dans 

les années qui suivirent, comme le virus de la rage en 1903, celui de la poliomyélite en 1908, 

et celui de la rougeole en 1911. Durant la première guerre mondiale, Frederick William Twort 

et Félix d'Hérelle mirent en évidence indépendamment et par les mêmes processus de 

filtration et de dilution, la lyse de colonies bactériennes que d’Hérelle nommera 

« bactériophages » en 1917 (Berche, 2007).  
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En 1926, Theodor Svedberg mit au point la cristallisation de virus par 

ultracentrifugation d’un tube contenant des virus en solution. Les protéines virales 

concentrées peuvent alors former des cristaux analysables par diffraction des rayons X, 

permettant de déduire leur structure tridimensionnelle. Le premier virus cristallisé fut celui de 

la mosaïque du tabac, en 1935. La découverte de la microscopie électronique par Ernst Ruska 

et Max Knoll en 1932 permit enfin de visualiser les virus, d’abord des poxvirus en 1938, puis 

le virus de la mosaïque du tabac en 1939 et le virus de la grippe en 1943 (Berche, 2007).   

La mise au point des cultures de cellules eucaryotes durant le XXème siècle a permis de 

caractériser de nombreux virus, d’abord le virus du sarcome de Rous en 1926 par Alexis 

Carrel. La culture sur œufs de poule embryonnés, mise au point par Alice Miles Woodruff et 

Ernest William Goodpasture a permis notamment de cultiver des virus de la grippe entre 1931 

et 1933. Après la seconde guerre mondiale, la découverte (par Flemming en 1929), la 

synthèse, la diffusion et l’adjonction des antibiotiques aux cultures cellulaires, empêchant les 

contaminations bactériennes, furent de grands progrès dans l’isolement des virus. De 

nombreux nouveaux virus furent alors découverts, comme les herpèsvirus, le virus de la 

rubéole et les entérovirus. Enfin, dans les années 1980, la découverte des interleukines, 

molécules stimulant la croissance des lymphocytes, a permis la découverte de virus ne se 

multipliant que dans ces cellules, comme les rétrovirus, dont le virus responsable du 

syndrome d’immunodéficience acquise (SIDA) découvert en 1983 (Barré-Sinoussi et al., 

1983; Berche, 2007). 

L’avènement de la biologie moléculaire a permis l’identification de virus restant 

incultivables. Le génome de l’hépatite C a notamment été caractérisé par clonage dans des 

bactéries suivi de séquençage, mis au point indépendamment en 1977 par les équipes de 

Walter Gilbert et de Frederick Sanger. D’autre part, depuis 1986, l’utilisation de la technique 

de la polymérisation en chaine (PCR), puis en 1995 celle des puces à ADN contenant des 

séquences virales synthétiques (microarrays), requérant toutes deux des connaissances 

préalables sur les séquences d’acides nucléiques recherchées, ont permis de découvrir de 

nombreux virus, variants de virus connus. Le virus de l’hépatite E en 1990, l’herpèsvirus 

responsable du syndrome de Kaposi en 1998 et le virus du SARS en 2003 ont ainsi été 

découverts (Berche, 2007; Mokili et al., 2012). Cependant, ces méthodes ne permettraient pas 

de détecter des virus divergents de formes déjà connues (Mokili, Rohwer, & Dutilh, 2012). 
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Aujourd’hui, ces méthodes moléculaires traditionnelles de découverte virale ont été 

substituées par des méthodes moléculaires sans a priori sur les séquences génomiques par des 

amplifications aléatoires des matrices génétiques couplées aux nouvelles technologies de 

séquençage à haut débit mises en place à partir de 2005. Cependant, ces deux types 

d’approches, avec et sans a priori, jouent des rôles complémentaires dans l’isolation, 

l’identification et la caractérisation des virus (Mokili et al., 2012).  

 

Définition 

Le terme « virus » regroupe l’ensemble des entités biologiques constituées d’un 

génome composé d’une ou de plusieurs molécules d’acide nucléique (ADN et/ou ARN) ne 

contenant pas l’information nécessaire à la synthèse de l’ensemble protéique ribosomal ni des 

protéines permettant la synthèse d’énergie (ATPase). Le matériel génétique viral est protégé 

par une coque protéique (capside) éventuellement entourée d’une enveloppe lipidique 

provenant des membranes des cellules hôtes. Les virus sont des parasites intracellulaires 

obligatoires qui se répliquent en détournant la machinerie cellulaire des cellules infectées. Le 

cycle de multiplication des virus implique une alternance entre décapsidation (sortie du 

génome viral de la capside) et recapsidation (recouvrement du génome viral par 

autoassemblage des éléments formant la capside) (Holmes, 2009; Lwoff, 1957; Wolkowicz 

and Schaechter, 2008). 

 

Impacts des virus  

Les virus infectent l’ensemble des trois règnes du vivant : bactéries, archées et 

eucaryotes. Tous les organismes cellulaires connus sont infectés par au moins un ou plusieurs 

virus. Certains virus sont même capables de détourner les structures cellulaires mises en place 

par d’autres virus (La Scola et al., 2008). En conséquence de leur ubiquité chez le vivant, les 

virus sont présents dans l’ensemble des écosystèmes terrestres et aquatiques connus, des fonds 

marins (Danovaro et al., 2008) jusqu’aux glaciers (Zablocki et al., 2014). Ils y sont 

extrêmement abondants : par exemple, l’abondance des particules virales de la surface de 

l’océan est comprise entre 105 et 108 particules par millilitre (Bergh et al., 1989) (Suttle, 

2007). Autre exemple, le sang humain contient 105 particules virales par millilitre tandis que 

l’urine en contient en moyenne 107/mL (Rascovan et al., 2016).  
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Les virus sont également abondamment présents dans le génome de leurs hôtes. Il peut 

s’agir de virus dont le cycle infectieux passe par une étape d’intégration, ou non. Si les 

cellules infectées appartiennent à la lignée germinale, le génome viral intégré devient « fixé » 

au sein du génome de l’hôte et sera transmis verticalement à la descendance de l’hôte. Ce 

phénomène, appelé endogénéisation, est retrouvé dans une grande diversité de génomes 

procaryotes (e.g. prophages) et eucaryotes (Fig. 1) (Feschotte et Gilbert, 2012). De tels 

évènements ont eu lieu d’une façon répétée durant des millions d’années d’évolution et de 

coévolution. Les séquences virales endogénéisées peuvent ainsi représenter une proportion 

significative du génome des hôtes. Par exemple, 8% du génome humain et 10% du génome de 

la souris sont composés de dérivés de séquences virales endogénéisées (Horie et Tomonaga, 

2011).  

 

 

Figure 1 : Schéma explicatif de l’endogénéisation, en prenant l’exemple d’un rétrovirus. 

Les rétrovirus ont la capacité de transcrire leur ARN en ADN qui est ensuite inséré dans le 

génome des cellules infectées sous forme d’un provirus, ici porteur de trois gènes (gag, pol et 

env). La production de nouvelles particules virales permet la transmission horizontale à des 

nouveaux hôtes. Dans de rares cas, l’intégration du génome viral a lieu dans le génome de 

cellules germinales, ce qui permet leur transmission à la descendance de l’hôte. La majorité 

des gènes viraux endogénéisés sont perdus au cours de l’évolution. Cependant, 

occasionnellement, quelques gènes viraux restent fonctionnels et peuvent impacter le 

phénotype de leur hôte. Tiré de Dupressoir et al., 2012. 
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Les virus sont donc abondamment présents au sein des écosystèmes comme de leurs 

hôtes. Cependant, les virus ne sont pas importants uniquement en raison de leur abondance, 

mais également par leurs impacts sur les écosystèmes et l’évolution des organismes 

cellulaires. 

En effet, les virus, de par leur cycle de vie incluant un parasitisme obligatoire, 

comptent parmi les acteurs importants de la dynamique des populations de leurs hôtes 

(Weinbauer et Rassoulzadegan, 2004). De par les pressions de sélection qu’ils exercent sur 

leurs hôtes, les virus jouent un rôle majeur dans la régulation de cycles biogéochimiques et 

biologiques, et contribuent ainsi de façon significative à la stabilité et au fonctionnement de 

certains écosystèmes. Par exemple, de récentes études montrent que les virus aquatiques ont 

un impact important sur le fonctionnement des cycles biogéochimiques et écologiques à 

travers l'infection et la lyse des communautés bactériennes et de micro-algues intervenant 

dans le recyclage de la matière organique et de la production primaire (Danovaro et al., 2008; 

Rohwer et Thurber, 2009). En outre, en parasitant l’espèce la plus compétitive dans un 

écosystème donné, les virus laissent une niche écologique vacante où des espèces moins 

compétitives pour les ressources nutritives peuvent alors se développer, ce qui aboutit à un 

maintien de la diversité des communautés d’hôtes (selon le modèle « kill the winner ») 

(Rodriguez-Brito et al., 2010). La disparition des efflorescences (blooms) de phytoplancton 

en quelques heures, dues aux virus, illustrent bien ce phénomène (Wilhelm, 1999).  

D’autre part, les virus sont responsables d’une forte proportion des maladies virales 

infectieuses émergentes : ils représentent près de 47% des maladies émergentes chez les 

plantes (Anderson et al., 2004), et entre 25% et 43 % des maladies infectieuses émergentes 

chez l’homme (Jones et al., 2008; Woolhouse & Gaunt, 2007). Parmi ces derniers, on peut 

citer les virus de l’immunodéficience humaine (VIH), les virus de la grippe, le virus 

responsable du syndrome respiratoire aigu sévère (SRAS), ou le virus Ebola. Ces virus ont 

des impacts médicaux, économiques et politiques significatifs, le VIH étant à lui seul 

responsable de plus de 25 millions de morts depuis sa découverte en 1983 jusqu’à l’année 

2007 (Jones et al., 2008; Woolhouse & Gowtage-Sequeria, 2005; Woolhouse & Gaunt, 2007). 

Par ailleurs, certains virus ont été utilisés ou projetés d’être utilisés en tant qu’armes 

biologiques. En 1763, Jeffrey Amherst, général de l’armée anglaise, fit distribuer des 

couvertures de varioleux aux tribus indiennes de l’Ohio, ce qui a déclenché des épidémies 

dévastatrices dans la région. Autre exemple, le virus de la variole a été produit en grandes 

quantités par l’URSS lors de la guerre froide (Berche, 2007). 
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Depuis leur découverte, les virus ont été considérés majoritairement en tant qu’agents 

pathogènes. De nombreuses découvertes récentes ont radicalement changé ce point de vue, en 

mettant en évidence la présence d’un continuum entre parasitisme et mutualisme obligatoire 

chez les virus (Roossinck, 2015). Certains virus fournissent des bénéfices à leurs hôtes 

seulement sous certaines conditions environnementales, leur permettant par exemple de 

s’adapter rapidement à des changements environnementaux. D’autres virus confèrent à des 

plantes une résistance accrue à la sécheresse, à la chaleur ou au froid (Roossinck, 2015, 

2011a). Un densovirus induirait le développement des ailes chez une espèce de pucerons, ce 

qui augmenterait leur capacité de dispersion (Ryabov et al., 2009). Enfin, certains virus sont 

indispensables à la survie de leurs hôtes : certains polydnavirus, dont le génome est intégré 

dans celui de guêpes parasitoïdes (Braconidae et Ichneumonidae, Hyménoptères), sont requis 

pour la survie des œufs dans l’insecte-hôte des guêpes. Ces virus sont devenus partie 

intégrante de l’hôte : les frontières entre virus et hôte s’effacent (Roossinck, 2011a).  

Enfin, l’évolution des organismes cellulaires serait en grande partie sculptée par 

l’interaction entre les virus et leurs hôtes. La course aux armements et les dynamiques de 

résistance associées se traduisent par une modification continue des génomes des hôtes et des 

virus (Stern & Rotem, 2011). En outre, les virus modifient également le génome de leurs 

hôtes à travers l’endogénéisation ou le transfert horizontal de gènes, ce qui influence 

l’évolution de leurs génomes (Gilbert et al., 2014). Le transfert horizontal de matériel 

génétique représente la transmission d’ADN entre organismes non-apparentés. Il représente 

un facteur important de l’évolution des procaryotes mais également des eucaryotes (Syvanen, 

2012). Or, de nombreux virus participent au transfert horizontal de gènes, d’origine cellulaire 

ou virale, ces gènes peuvant impacter le phénotype de l’hôte. Par exemple, l’intégration d’un 

bactériophage dans le génome de la bactérie Vibrio cholerae permet à cette bactérie de 

synthétiser la toxine cholérique, induisant les symptômes caractéristiques du choléra (Davis & 

Waldor, 2003). En outre, l’insertion de génomes viraux au sein de génomes cellulaires est 

susceptible d’inactiver ou de promouvoir l’expression de gènes cellulaires (Feschotte et 

Gilbert, 2012). Certains évènements d’endogénéisation ont été à l’origine d’innovations 

évolutives majeures : la syncytine, protéine d’origine virale, joue un rôle fondamental dans la 

formation du placenta des Mammifères (Dupressoir et al., 2012). 

L’ubiquité des virus chez les organismes cellulaires a amené de nombreuses questions 

quant à leurs origines ainsi que leur diversité. 
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II- Les virus : origines évolutives et diversité 

 

Origines des virus 

Les virus et les cellules sont les deux principales catégories d’organisation biologique, 

qui sont respectivement caractérisées comme (1) des informations génétiques parasites et (2) 

des organismes génétiquement auto-entretenus (Koonin et Wolf, 2012; Raoult et Forterre, 

2008). Des modèles mathématiques prédisent que le parasitisme génétique émerge 

inévitablement dans tout système réplicatif possédant des ressources limitées (Szathmary and 

Maynard Smith, 1997). Ainsi, l’émergence d’éléments parasites comme les virus ferait partie 

intégrante de la vie. L’étude de l’origine des virus est compliquée de par le fait qu’il n’existe 

pas de fossile de virus et que les forts taux d’évolution virale posent des problèmes quant à la 

reconstitution de leur histoire évolutive. Il existe trois hypothèses explicatives de l’origine des 

virus.  

- L’hypothèse de l’évolution régressive postule que les virus sont issus de cellules 

parasites ayant subies des réductions génomiques graduelles, afin d’en retirer les fonctions qui 

leur sont fournies par leurs hôtes, jusqu’à ce qu’ils deviennent les virus actuels (Holmes, 

2009) (Fig. 2). La réduction évolutive est un processus évolutif fréquemment observé chez 

d’autres parasites, comme la bactérie Buchnera sp. infectant des pucerons qui a subi une 

réduction d’environ 70% de la taille de son génome (Claverie et Ogata, 2009). Cette 

hypothèse pourrait expliquer l’apparition des virus géants, observables au microscope optique 

et dont le génome code un appareil de traduction partiel (Legendre et al., 2013). Cependant, 

cette hypothèse est remise en cause par des résultats récents sur l’étude des virus géants 

(Schulz et al., 2017). De plus, elle ne permettrait pas d’expliquer l’origine des virus possédant 

un génome constitué d’ARN, notamment car leurs gènes diffèrent totalement de ceux des 

organismes cellulaires (Holmes, 2009). 

- L’hypothèse de l’échappement de gènes stipule que les virus seraient les descendants 

de gènes cellulaires parasites ayant acquis la capacité de se répliquer de façon autonome ainsi 

que de coder pour une capside protectrice leur permettant de transporter leur matériel 

génétique et le protéger d’un milieu cellulaire hostile (Fig. 2). Des évènements 

d’échappement multiples, à partir de plasmides ou de transposons, auraient donné lieu à 

l’apparition de nombreux groupes de virus (Holmes, 2009). 
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- Enfin, l’hypothèse de la vie pré-cellulaire propose que les virus et les cellules soient 

apparus en même temps et aient évolué parallèlement, les virus étant les descendants de 

formes pré-cellulaires ayant adopté leur style de vie parasite plus tard dans leur histoire 

évolutive (Fig. 2). Selon cette hypothèse, les plus anciens systèmes génétiques de réplications 

auraient été composés d’ARN et seraient devenus plus complexes, s’enveloppant dans un sac 

lipidique aboutissant aux cellules primitives. Une autre forme réplicative ayant gardé sa 

simplicité aurait formé les virus (Holmes, 2009). 

L’origine des virus n’est actuellement pas résolue. Cependant, les virus auraient 

vraisemblablement des origines évolutives diverses et ne seraient donc pas monophylétiques 

(Claverie et Ogata, 2009). 

 

 

Figure 2 : Schéma explicatif des trois théories explicatives de l’origine des virus. Les 

cellules sont représentées par des rectangles arrondis. R : protéine de réplication ; C : protéine 

de capside. Tiré de Holmes, 2009. 
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Mécanismes générateurs de la diversité virale 

Les virus évoluent par des modifications de leur génome susceptibles de créer de 

nouvelles fonctions. Les moteurs moléculaires de la création de la diversité virale se 

regroupent en deux catégories : la mutation et l’amphimixie.  

 

Mutation 

Les mutations désignent les modifications du génome viral produites lors de sa 

réplication par les polymérases. Il existe trois formes de mutations : 

- La substitution correspond au remplacement d’un nucléotide par un autre ;  

- L’insertion correspond à l’insertion d’un ou plusieurs nucléotides entre deux 

nucléotides préexistants ;  

- La délétion correspond à la perte d’un ou plusieurs nucléotides. 

Le taux de mutation indique les fréquences de modifications générées par position 

génomique par cycle de réplication Il est plus élevé chez les virus que chez les organismes 

cellulaires, et il semblerait y avoir une corrélation négative entre le taux de mutation et la 

taille du génome (Duffy et al., 2008; Sanjuan et al., 2010). Le taux de mutation généralement 

observé chez les organismes cellulaires est de 10-8 à 10-11 mutations /site/cycle de réplication. 

En comparaison, les taux de mutation viraux vont de 10-8 à 10-6 mutations /site/cycle de 

réplication pour les virus à ADN double brin, et sont les plus élevés, de10-6 à 10-3, pour les 

virus à ARN et à ADN simple brin (Fig. 3). Parallèlement, ce sont les virus à ARN qui 

représentent la majorité des virus émergents chez l’homme, ainsi il y aurait un lien entre taux 

de mutation et capacité d’adaptation chez les virus (Woolhouse & Gaunt, 2007). 
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Figure 3 : Taux de mutations chez différentes espèces de virus. Le taux de mutation (en 

log du nombre de mutations par site par cycle de réplication) est représenté en abscisse, et la 

taille du génome (en log de kilobases) est représentée en ordonnée. Tiré de Duffy et al., 2008. 

 

Amphimixie  

L’amphimixie correspond à la création d’un génome viral à partir de la fusion des 

génomes de plusieurs virus. Il existe deux catégories d’amphimixie : la recombinaison et le 

réassortiment (Fig. 4).   

- La recombinaison est la formation, lors de la réplication virale, de molécules d’acides 

nucléiques chimériques filles à partir de molécules d’acides nucléiques provenant de génomes 

parentaux différents. Le génome viral résultant correspond donc à une mise en continuité du 

matériel génétique provenant de deux chaines différentes d’acide nucléique. La 

recombinaison se produit lorsque la polymérase effectue des changements de matrices lors de 

la réplication. Il existe deux types de recombinaison. Lors de la recombinaison homologue, le 

changement de matrice se produit au niveau de sites homologues. La recombinaison non-

homologue désigne une recombinaison qui se produit entre des sites non homologues. Les 

taux de recombinaison virale peuvent être similaires aux taux de mutations. Par exemple, chez 

le VIH, 1,35.10-3 évènements de recombinaison se produisent par nucléotide par cycle de 

réplication virale (Schlub et al., 2010). Des évènements de recombinaison entre des taxa 
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viraux éloignés, notamment entre des virus à ARN et des virus à ADN, ou entre des virus à 

ARN et des plasmides, seraient à l’origine de l’apparition et de la diversification de nombreux 

groupes de virus (Koonin et al., 2015; Krupovic et al., 2015; Lefeuvre et al., 2009; Martin et 

al., 2011). 

- Enfin, le réassortiment (ou pseudo-recombinaison) désigne, lors de la réplication de 

plusieurs virus possédant un génome segmenté (i.e. constitué de plus d’une molécule d’acide 

nucléique), l’encapsidation de segments issus de différents génomes dans la même particule 

virale. Par exemple, des phénomènes de réassortiment sont fréquemment observés entre des 

souches humaines, porcines et aviaires du virus de la grippe (Li et al., 2010; Zhou et al., 

1999).  

Afin que des évènements d’amphimixie entre différents types de virus puissent se 

produire, il est nécessaire qu’ils infectent une même cellule. Cette probabilité d’infection 

simultanée est fonction du degré de recouvrement entre leur répartition géographique, leurs 

cycles épidémiologiques, leur spectre d’hôte et leur tropisme cellulaire (Martin et al., 2011). 

 

 

Figure 4 : Schémas explicatifs des différents types d’amphimixie. Image fournie par 

Pauline Bernardo.  
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Les modifications du génome viral, obtenues par mutations et par amphimixie, 

peuvent avoir trois types d’effets en termes évolutifs : délétère, neutre et bénéfique. Les 

modifications bénéfiques vont apporter un avantage sélectif, contrairement aux modifications 

délétères qui sont désavantageuses. Les modifications neutres, quant-à-elles, n’apportent ni 

avantage ni désavantage. Or, la majorité des modifications génétiques ont des impacts 

négatifs pouvant conduire à un effet létal, les génomes viraux portant ces altérations étant 

donc inaptes à rivaliser avec les génomes viraux parentaux. Par conséquent, tous les variants 

produits dans une population virale ne sont pas maintenus (Domingo-Calap et al., 2009; 

Monjane et al., 2014). Cependant, ces prédictions sont à modérer par deux faits. D’abord, il 

est à noter qu’il existe des phénomènes de pléiotropie antagoniste, i.e. que certaines variations 

délétères dans un environnement donné peuvent être bénéfiques dans un autre environnement 

(Duffy et al., 2006). Enfin, des phénomènes de complémentation peuvent exister au sein de 

populations virales : l’expression de gènes fonctionnels portés par certains génomes viraux  

compense les effets des mutations délétères portées par d’autres génomes viraux (Aaskov et 

al., 2006). 

Enfin, les virus se caractérisent généralement par un nombre élevé d’individus par 

génération et des cycles de réplication très courts. L’accumulation des diversités qui en 

résulte, observable à l’échelle d’une vie humaine, fait des virus des modèles de choix pour 

étudier l’évolution du vivant. De plus, comme énoncé précédemment, les virus sont 

responsables d’une forte proportion des maladies infectieuses émergentes chez l’homme 

(jusqu’à 43%), bien qu’ils ne soient pas les entités parasites les plus diversifiées en termes 

d’espèces décrites chez l’homme (aux alentours de 15%). Cette forte proportion de maladies 

émergentes dues aux virus s’expliquerait notamment par le fait que les virus évoluent plus 

rapidement que leurs hôtes, grâce à des taux de mutations élevés et un potentiel élevé 

d’amphimixie (Jones et al., 2008; Woolhouse & Gaunt, 2007). L’évolution virale se traduit 

notamment par des conséquences sur la pathogénicité, le franchissement de la barrière 

d’espèce, l’échappement aux antiviraux et aux vaccins (Duffy et al., 2008). Par exemple, des 

mutations permettent au VIH de résister aux antiviraux (Hirsch et al., 2003). Enfin, le 

phénomène de recombinaison entre des variants atténués présents dans les vaccins contre la 

poliomyélite produit des variants neuropathiques, ce qui complique les efforts de lutte contre 

cette maladie (Kew et al., 2005). 

En conséquence de leur évolution rapide, les virus représentent des entités biologiques 

extrêmement diversifiées.  
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Diversité virale et taxonomie 

 

Diversité morphologique et génomique des virus 

Les virus présentent une grande variabilité en termes de taille, de structure de leur 

capside, de la diversité de leur organisation génomique et de leurs stratégies de réplication.  

Il existe une grande diversité de la taille des génomes viraux et des capsides virales. 

Les membres de la famille des Circoviridae font partie des plus petits virus connus. Leur 

génome peut mesurer moins de 1800 nucléotides de longueur, et est contenu dans une capside 

de moins de 20 nm de diamètre (Breitbart et al., 2017). Les plus gros virus appartiennent à la 

famille des Pandoraviridae. Ils possèdent un génome de plus de 2,5 Mb, contenu dans une 

capside de plus d’1µm (Legendre et al., 2014, 2013). Ces « virus géants » peuvent être 

observés en microscopie optique. Leur découverte a révélé un continuum dans la taille 

génomique et la complexité fonctionnelle entre les virus et les organismes cellulaires, les 

génomes ainsi que les capsides des virus géants étant de taille comparable à celle des 

bactéries. Entre ces deux extrêmes, une grande diversité de taille existe. 

La morphologie des capsides virales, dont les protéines constitutives sont organisées 

en formes géométriques régulières, est également diversifiée. Leur symétrie peut être 

icosaédrique, hélicoïdale, ou mixte (tête icosaédrique et queue hélicoïdale). Les capsides 

peuvent également être en forme de bâtonnets, de filaments, bacilliformes, de balles de fusil, 

de bouteilles, de citrons ou de gouttes d’eau. Certains virus peuvent également posséder les 

appendices en forme de queue (Fig. 5). 
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Figure 5 : Représentation par diagramme de Venn de la forme des capsides de virus 

infectants archées, bactéries et eucaryotes. Tirée de Nasir, Kim, & Caetan-Anolles, 2017. 

 

En outre, les génomes viraux arborent une grande diversité de structure. En effet, 

contrairement aux génomes cellulaires uniquement constitués d’ADN double brin, il existe 

chez les virus deux formes de support de l’information génétique, ADN et ARN, déclinées en 

plusieurs variantes décrites par la classification de Baltimore : ADN double brin (ADNdb), 

ADN simple brin (ADNsb) ARN simple brin positif (ARNsb+), ARN simple brin négatif 

(ARNsb-), ARN double brin (ARNdb), et virus à ARN ou à ADN à transcription inverse. De 

plus, le génome viral peut être linéaire ou circulaire, monocaténaire ou segmenté. Enfin, les 

virus présentent une grande diversité de stratégies de réplication. Les formes cellulaires 

utilisent toutes une seule stratégie de réplication et d’expression basée sur la réplication 

d’ADN double brin, la transcription des gènes en ARN messagers suivie de leur traduction en 

protéines. Cependant, des processus réplicatifs alternatifs comme la réplication de l’ARN et la 

transcription inverse sont couramment utilisés par les virus (Fig. 6). 
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Figure 6 : Représentation de la classification de Baltimore. Tirée du site ViralZone, 

2017.  

 

Taxonomie virale 

La taxonomie virale a pour but de nommer les entités virales de manière pertinente et 

universelle et de les classer dans des groupes de la façon la plus rationnelle possible, afin 

d’illustrer leurs relations évolutives et de simplifier la communication internationale entre 

scientifiques. Ces entités biologiques n’étant pas immuables et formant un continuum en 

terme de diversité, leur catégorisation est donc une construction humaine artificielle qui reste 

néanmoins nécessaire (Kuhn & Jahrling, 2011).  

La classification des virus est organisée par le Comité International de Taxonomie des 

Virus (ICTV), qui édite les critères de démarcation entre les taxa viraux. Les critères 

dépendent des informations disponibles sur les virus concernés. La taxonomie virale est 

organisée hiérarchiquement à l’image de la taxonomie animale. Les virus sont tout d’abord 

séparés en fonction de la nature et de la structure de leur génome ainsi que de leur stratégie de 

réplication, puis ils sont classés en quatre taxa : ordre, famille, genre et espèce. Les autres 

propriétés de séparation entre taxa viraux sont le spectre d’hôte, le tropisme tissulaire et 

cellulaire, la pathogénicité, le mode de transmission, les propriétés chimiques et antigéniques, 

et les différences de séquences génomiques (Kuhn & Jahrling, 2011).  
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§ Ordre 

Les ordres regroupent des familles partageant une histoire évolutive commune. 

Actuellement, il existe 8 ordres répertoriés par l’ICTV (Bunyavirales, Nidovirales, 

Mononegavirales, Caudovirales, Herpesvirales, Ligamenvirales, Picornavirales et 

Tymovirales), et 85 familles virales ne sont pas assignées à un ordre (ICTV, mai 2017). 

§ Famille 

Les genres sont classés en familles selon un groupement basé sur la structure et la 

stratégie de réplication du génome viral. L’ICTV répertorie actuellement 122 familles virales 

(Fig. 7). Ainsi, 19 genres viraux ne sont actuellement pas assignés à une famille (ICTV, mai 

2017) (Fig. 7). 

 

Figure 7 : Diversité des familles virales ainsi que des genres viraux selon la classification 

de Baltimore. Les couleurs représentent les hôtes : bleu clair : archées, bleu foncé : bactéries, 

vert : plantes, jaune : invertébrés, rose : vertébrés, orange : autres eucaryotes. Graphique 

construit d’après les sites de l’ICTV, mai 2017 et de ViralZone, 2017. 
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§ Genre 

Chaque genre est défini par un ensemble de caractéristiques communes des espèces 

qui la constituent : l’organisation du génome, les gènes qu’il contient et le type d’hôte. Un 

assouplissement des conditions d’intégration à la taxonomie virale a récemment été accepté 

par l’ICTV. En effet, les genres peuvent à présent être délimités en utilisant seulement la 

caractérisation des génomes viraux comprenant l’organisation génomique et le degré de 

différenciation par rapport aux virus répertoriées ; la caractérisation phénotypique devenant 

optionnelle (Simmonds et al., 2017). Pour chaque genre, l’ICTV a défini une espèce-type qui 

est la plus caractérisée ou la première décrite. Il existe des espèces virales sans genre attribué 

mais qui sont tout de même classées au sein d’une famille. Actuellement, l’ICTV reconnait 

736 genres viraux (ICTV, mai 2017).  

§ Espèce 

La définition de l’espèce virale adoptée par l’ICTV est la suivante: « L’espèce virale 

représente un ensemble monophylétique de virus dont les propriétés peuvent être distinguées 

de celles des autres espèces par de multiples critères », ces critères étant la séquence 

génomique, des propriétés de réplication, la morphologie du virion, le spectre d’hôte ou la 

pathogénicité. Une espèce virale est donc considérée comme étant une entité biologique et 

écologique. Les espèces virales peuvent également être délimitées en utilisant seulement les 

séquences génomiques (Simmonds et al., 2017). Le dernier rapport de l’ICTV répertorie un 

total de 4404 espèces virales (ICTV, mai 2017).  

Par ailleurs, un isolat désigne généralement un échantillon prélevé sur un organisme 

(hôte, vecteur, prédateur de l’hôte). Une souche est un ensemble d’isolats ayant en commun 

plusieurs propriétés qui les caractérisent. Une espèce virale est donc constituée d’une ou de 

plusieurs souches elles-mêmes constituées d’un ou plusieurs isolats. 

 

Les données actuelles indiquent que la diversité virale reste encore largement 

inexplorée. Il a été estimé qu’à peine un pour cent de l’ensemble des virus ont été découverts 

(Mokili et al., 2012). 
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La métagénomique, outil actuel d’étude de la diversité virale 

 

Historique et définition 

Le progrès de la science est ponctué par des avancées technologiques qui 

révolutionnent les méthodes et/ou les échelles d’analyses et permettent d’aller vers de 

nouveaux fronts de science et faire avancer nos connaissances. Il y a eu la microscopie 

électronique, la culture cellulaire et la PCR (Réaction en chaine par polymérase). À présent, 

des méthodologies liées au développement du séquençage à haut débit (HTS ; également 

nommé « nouvelle génération de séquençage » (NGS)) bouleversent notre conception de la 

diversité et de la prévalence virale (Berche, 2007; Mokili et al., 2012).  

De nombreuses approches utilisant les données produites par séquençage à haut débit 

sont utilisées dans le cadre de l’étude de la diversité virale. Elles comprennent notamment le 

séquençage des ADN ou ARN totaux, le séquençage des petits ARN associés aux mécanismes 

d’inhibition de l’expression de gènes (silencing) chez les plantes et la fouille de données 

(Hadidi et al., 2016; Roossinck, 2016). Cependant, la métagénomique virale est la méthode 

actuelle la plus utilisée pour étudier la diversité virale (Mokili et al., 2012).  

La métagénomique, i.e. l’analyse des communautés à travers l’analyse de leurs 

séquences génomiques, a été définie pour la première fois en 1998 (Handelsman et al., 1998). 

D’abord utilisée dans le cadre de l’étude des communautés bactériennes, elle fut appliquée à 

l’étude des communautés virale à partir de 2001 (Allander et al., 2001). La métagénomique 

virale consiste à concentrer les particules virales d’un échantillon donné, à en extraire et 

amplifier le contenu génomique sans a priori, puis à le séquencer. La puissance de cette 

méthode est de cibler le contenu génomique viral total, ou virome, sans tenir compte des 

cibles moléculaires déjà connues, et en s’affranchissant de la culture des virus. Ainsi, 

l’ensemble des virus contenus dans tout type d’échantillon peut être détecté par 

métagénomique virale (Delwart, 2007; Edwards & Rohwer, 2005). Les premières études de 

métagénomique virale se basaient sur le clonage des fragments de séquences virales puis sur 

leur séquençage par la méthode de Sanger. L’avènement du séquençage à haut débit, 

permettant une étude exhaustive des viromes, a révolutionné la métagénomique virale (Mokili 

et al., 2012; Rosario et Breitbart, 2011). 
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Méthodes de préparation et d’analyse des viromes 

Les études de métagénomique virale comportent trois étapes majeures : (1) la 

préparation des échantillons, (2) le séquençage à haut débit, et (3) l’analyse bioinformatique 

des viromes. 

   

1- Préparation des échantillons 

Théoriquement, tout type d’échantillon peut être analysé par métagénomique virale. 

Cependant, contrairement à d’autres groupes d’organismes, il n’existe pas de gène commun 

conservé chez l’ensemble des virus pouvant être utilisé comme cible pour leur amplification 

(Edwards et Rohwer, 2005). De plus, les génomes viraux, de petite taille, sont souvent noyés 

dans la masse des génomes cellulaires présents dans les échantillons traités. Il est donc 

nécessaire d’éliminer au maximum les acides nucléiques non-viraux et d’amplifier les acides 

nucléiques de manière aléatoire afin d’obtenir des viromes représentatifs des communautés 

virales présentes dans les échantillons testés.  

Purification des particules virales 

Afin de concentrer les particules virales présentes dans les prélèvements traités, des 

étapes d’homogénéisation, de filtration et d’ultracentrifugation sont souvent nécessaires. 

L’étape de filtration est particulièrement importante. En effet, une des propriétés des virus 

permettant de les distinguer des organismes cellulaires est leur petite taille. Ainsi, la technique 

la plus couramment utilisée pour éliminer les cellules est une filtration à travers des filtres de 

0,22 ou 0,45 μm de diamètre (Thurber et al., 2009). Cependant, il existe des virus d’une taille 

comparable à celle de bactéries. Pour ces virus géants, la technique de filtration est inadaptée 

(Halary et al., 2016). À l’inverse, il est possible que des acides nucléiques d’origine cellulaire 

traversent les filtres. Il a été cité que les agents de transfert de gènes (GTA), dont la structure 

ressemble à celle des bactériophages et dont le rôle est le transfert de gènes entre bactéries, 

pourraient être à l’origine de certaines séquences bactériennes retrouvées dans les viromes 

(Kristensen et al., 2010; Lang et al., 2012).  

Dans un second temps, des traitements via des nucléases (DNases et RNases) 

permettent de réduire la composition des échantillons en acides nucléiques non-encapsidés 

présents après l’étape de filtration (Thurber et al., 2009). Les acides nucléiques viraux, 

protégés par des capsides, restent relativement indemnes (Hall et al., 2014). 



Introduction 

 

30 

Amplification des acides nucléiques viraux 

Les acides nucléiques contenus dans les particules virales purifiées sont ensuite 

extraits. Différentes méthodes permettent l’extraction conjointe d’ADN et d’ARN, 

l’extraction d’ADN ou d’ARN (Hayes et al., 2017; Thurber et al., 2009).  

Après extraction, et rétro-transcription (conduisant à la formation d’ADN, nommé 

ADNc, à partir d’ARN) suivie ou non de la synthèse du brin complémentaire de l’ADNc par 

l’utilisation du fragment de Klenow dans le cas des ARN, les acides nucléiques viraux sont 

amplifiés. Les méthodes d’amplification aléatoires les plus fréquemment utilisées sont (i) 

l’amplification par déplacement multiple de brins (MDA), (ii) l’amplification du génome 

entier (WGA) réalisés via la polymérase du bactériophage Phi29, (iii) des dérivés de la PCR 

aléatoire en utilisant des adaptateurs ou par tagmentation (Brum et Sullivan, 2015; Candresse 

et al., 2014; Edwards et Rohwer, 2005; Kozarewa et al., 2015; Roossinck et al., 2010).  

Après une étape de purification, les produits issus de l’amplification sont séquencés.  

 

2- Séquençage à haut débit 

Différentes techniques de séquençage à haut débit (ou HTS) sont utilisables. Elles 

connaissent une évolution très rapide depuis leur apparition il y a une dizaine d’années. Alors 

que ces techniques permettaient initialement d’obtenir des centaines de milliers de séquences, 

elles permettent actuellement d’obtenir plusieurs centaines de millions de séquences. 

Actuellement, les plateformes de séquençage les plus fréquemment utilisées sont Illumina, Ion 

Torrent, Pacific Biosystems et SOLID (Genohub-ngs-instrument-guide). Chaque plateforme 

possède des spécificités de séquençages (et des prix) différents, produisant des masses de 

données variant en termes de quantité et de qualité. Notamment, chaque technologie de 

séquençage induit différents taux d’erreurs et des séquences de taille et de nombre variables. 

Par exemple, la technologie HiSeq 2000 (plateforme Illumina) génère jusqu’à 6 milliards de 

séquences de 100 bases de longueur avec un taux d’erreur de 0,002% d’insertions-

suppressions (indels) ; tandis que la technologie PGM (Plateforme Ion Torrent) génère 2 

millions de reads de 120 bases avec 1,5% d’insertions-suppressions (McElroy et al., 2014). La 

technologie de séquençage est donc choisie en fonction du type de données que l’on souhaite 

générer.  
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3- Traitement bioinformatique des données 

Les données brutes produites par séquençage à haut débit nécessitent de nombreux 

traitements afin de permettre in fine de déterminer quels virus sont présents dans les 

échantillons et d’aller jusqu’à prédire les fonctions de leurs gènes. Des outils bioinformatiques 

ont été mis en place dans ce but. Ils évoluent constamment pour s’adapter à l’évolution des 

technologies de séquençage, notamment à l’augmentation exponentielle des données qu’elles 

produisent.  

Nettoyage de données 

Les technologies de séquençage à haut débit génèrent des lectures de fragments 

nucléotidiques, nommés reads. Or, comme énoncé ci-dessus, ces reads sont susceptibles de 

contenir des amorces ainsi que différents taux d’erreurs de séquençage. Les données issues du 

séquençage sont donc dans un premier temps soumises à des filtres de qualité permettant 

d’éliminer les adaptateurs de séquençage et de ne garder que les séquences qui se situent au-

dessus d’un certain seuil de propreté (McElroy et al., 2014; Oulas et al., 2015). 

Assemblage de novo 

L’assemblage de novo permet de rassembler des reads chevauchants provenant 

théoriquement du même génome en une seule séquence contigüe (nommée contig). 

L’assemblage génère donc des contigs dont la longueur est généralement plus longue que 

celles des reads, et permet parfois d’obtenir des génomes entiers (Fancello, Raoult, & 

Desnues, 2012). Cependant, l’assemblage peut générer des chimères : en effet, il n’est souvent 

pas possible de déterminer si deux reads assemblés dans le même contig proviennent du 

même génome viral ou de deux génomes viraux différents (Charuvaka et Rangwala, 2011).  

Attribution taxonomique 

Dans la majorité des études de métagénomique virales, les contigs ou les reads sont 

comparés avec les séquences présentes dans des bases de données, par exemple avec la base 

de données publiques GenBank, afin de les attribuer taxonomiquement. L’outil d’attribution 

taxonomique le plus régulièrement utilisé pour ce faire est le « Basic Local Alignment Search 

Tool » (BLAST), mais d’autres outils existent (Bruder et al., 2016; Fancello et al., 2012). 
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Apports de la métagénomique virale 

Près de quinze ans après sa première utilisation, la métagénomique virale est une sous-

discipline scientifique en plein essor (Fig. 8). De nombreux types d’échantillons ont ainsi été 

analysés, incluant notamment de l’eau (Roux et al., 2016), des prélèvements de sol (Han et 

al., 2017), de glaciers (Zablocki et al., 2014), du corail (Sweet et Bythell, 2017), des plantes 

(Palanga et al., 2016; Roossinck et al., 2010), des arthropodes (Ng, et al., 2011; Tokarz et al., 

2014) et des échantillons de sang, de tissus ou de fèces provenant de vertébrés (Delwart, 

2013).  

 

 

Figure 8 : Proportion d’articles traitant de métagénomique virale (en pourcentage) 

parmi l’ensemble des articles scientifiques référencés sur PubMed. Ce graphique a été 

construit en utilisant les mots clé suivants : (virus OR viral OR virome) AND (metagenome 

OR metagenomics). 

 

Les études comparatives menées à large échelle ont permis l’apport de connaissances 

inédites sur la distribution des communautés virales. Une métaanalyse de plus de 3 200 

métagénomes a révélé une forte spécificité du type d'habitat (caractérisés notamment par des 

différences de profondeur de la colonne d’eau ou de distance au rivage dans le cas 

d’écosystèmes marins) pour la grande majorité des virus, mais a également identifié quelques 

taxa viraux cosmopolites (Fig. 9) (Paez-Espino et al., 2016). Ces observations, en accord avec 
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celles d’autres études se basant sur la métagénomique virale, sont explicables par la 

distribution des hôtes qui est elle-même explicable par leur potentiel adaptatif aux différents 

types de niches écologiques (Bettarel et al., 2011; Brum et al., 2015; Roux et al., 2016).  

 

 

Figure 9 : Distribution de l’habitat des virus issus de métagénomes. A : Nombre 

d’habitats dans lesquels sont distribués différents groupes viraux (cercles rouges) et singletons 

viraux (cercles bleus). La taille des cercles représente le nombre d’échantillons contenant les 

séquences virales. B : Distribution des séquences virales par types d’habitats et par catégorie 

environnementale. La taille des camemberts et le nombre à l’intérieur représentent des 

groupes et singletons viraux par type d’habitat qui est divisé en quatre catégories 

environnementales ; les valeurs sont données en unités de 103. C : Connexions entre les types 

d’habitats basées sur les séquences virales qu’ils partagent. D : Répartition des séquences 

virales selon les différents sites du corps humains et d’autres types d’habitats. Les points 

rouges indiquent les groupes et les singletons viraux trouvés exclusivement sur un seul site du 

corps humain. Tirée de Paez-Espino et al., 2016. 
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En outre, cette analyse montre que de nombreux groupes de virus ont été trouvés dans 

des niches écologiques similaires séparées par de grandes distances géographiques (jusqu’à 

plusieurs milliers de kilomètres), ce qui est en accord avec des études antérieures suggérant 

que certains virus sont passivement transportés par les courants océaniques (Fig. 10) (Brum et 

al., 2015). Ce pattern a également été observé pour des écosystèmes isolés, tels que les lacs et 

les sols associés aux plantes, où le mode de dispersion des particules virales est moins évident 

à identifier. Cependant, ce pattern de large distribution n’est pas généralisable, certaines 

espèces virales n’ayant été retrouvées que dans des zones géographiques restreintes (Fig. 10). 

De manière parallèle, chez l’homme, la répartition virale montre également une spécificité du 

site du corps avec seulement quelques espèces virales trouvées conjointement dans les 

échantillons fécaux et oraux. En outre, environ 17% et 9% des espèces virales respectivement 

intestinales et orales, sont propres à chaque individu, le reste de ces espèces étant partagé par 

plusieurs individus (Paez-Espino et al., 2016). 

 

 

Figure 10 : Distribution mondiale de la diversité virale. La présence des mêmes groupes 

ou singletons viraux entre les échantillons (cercles) est représentée par des lignes les 

connectant. Seuls les échantillons partageant deux ou plus de deux groupes ou singletons 

viraux sont présentés. Les couleurs des cercles indiquent les types d'habitats. A : Connexions 

entre échantillons marins. La transparence des lignes reflète le nombre de groupes viraux 

partagés. B : Connexions entre des échantillons non marins provenant du même type d'habitat. 

Tirée de Paez-Espino et al., 2016.  
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De plus, les études menées en métagénomique virale ont mis en lumière une 

importante diversité de virus et de gènes viraux, de nombreux viromes contenant une 

proportion importante de virus possédant de faibles similarités avec les virus auparavant 

connus (Rosario & Breitbart, 2011). La densification des arbres phylogénétiques qui résultent 

de l’ajout de leurs séquences virales permet d’inférer avec d’avantage de fiabilité les liens 

évolutifs entre les taxa viraux, et donc d’améliorer substantiellement nos connaissances sur 

l’évolution virale (Simmonds et al., 2017). La caractérisation de viromes provenant 

d’échantillons anciens, bien que rarement étudiée, a également permis d’améliorer notre 

compréhension de l’évolution virale. Par exemple, l’analyse du virome de fèces humaines 

datant de près de 700 ans a permis de mettre en évidence la présence de bactériophages dont 

la diversité des fonctions métaboliques est similaire à celle actuelle, contenant déjà des gènes 

de résistance aux antibiotiques (Appelt et al., 2014). Autre exemple, l’analyse de viromes de 

fèces de caribous datant de la même période a permis de découvrir deux virus de plantes, liés 

de manière distante à des virus connus. L’un d’entre eux a été reconstitué dans un clone 

infectieux et est capable d’infecter des plants de tabac (Nicotiana benthamiana) (Fei et al., 

2014).  

En outre, ces études ont permis d’améliorer de manière substantielle notre conception 

de l’importance des virus sur la régulation et l’évolution de leurs populations d’hôtes ainsi 

que dans le fonctionnement de certains écosystèmes (Brum et al., 2015; Roux et al., 2016). 

Enfin, dans le cadre de la pathologie, les travaux mené en métagénomique virale ont 

débouché sur la découverte de nouveaux virus pathogènes, et ont permis des avancées sur le 

plan du diagnostic et de l’épidémiologie (Chiu, 2013; Lipkin, 2013).  

La métagénomique virale a ainsi permis des avancées majeures dans notre 

compréhension de la diversité du monde viral et de son impact sur les organismes cellulaires. 

Cependant, cette diversité est loin d’être entièrement explorée. En effet, les études de diversité 

virale se sont principalement basées sur des échantillonnages d’écosystèmes ou d’hôtes 

réalisés de façon unique. D’autres études ont été réalisées à de plus ou moins grandes échelles 

spatio-temporelles, se basant sur des échantillons récupérés sur deux lacs (Roux et al., 2012) à 

ceux récupérés à partir de milliers d’échantillonnages récupérés à des échelles spatiales 

mondiales, dont ceux obtenus lors des expéditions TARA océans (Brum et al., 2015). Ainsi, 

les environnements et les hôtes les plus échantillonnés, i.e. marins et humains, sont ceux dont 

les communautés virales sont le mieux caractérisées. 
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III- Les arthropodes : un modèle de choix pour étudier la diversité 

virale 

 

Impacts des arthropodes  

Les arthropodes sont apparus il y a plus de 450 millions d’années. Ils ont été parmi les 

premiers organismes à coloniser les écosystèmes aquatiques et terrestres (Misof et al., 2014). 

Actuellement, le phylum des arthropodes, comprenant insectes, crustacés, arachnides et 

myriapodes, regroupe les espèces animales les plus diverses sur Terre, avec plus d’un million 

d’espèces décrites (Chapman, 2009; Mora et al., 2011). Cinq ordres d’insectes regroupent 

près de 80% des espèces d’arthropodes recensées : les Coléoptères, les Lépidoptères, les 

Diptères, les Hyménoptères et les Hémiptères (Chapman, 2009). 

Les arthropodes ont un impact important dans une pléthore de processus biologiques et 

écologiques, comme la pollinisation, la décomposition de la matière organique, et les chaines 

trophiques. Des centaines d’espèces d’arthropodes sont élevées pour la consommation 

humaine, comme les crevettes et les vers de farine, ou pour la production de produits comme 

le miel ou la soie. Enfin, le venin de certains arthropodes est utilisé en pharmacologie. Moins 

de 0,5% du nombre total d’espèces d’arthropodes sont considérées comme étant nuisibles, i.e. 

dont l’activité est considérée comme négative pour l’homme, ses animaux d’élevage ou ses 

cultures (FAO, 2002). 

Certaines espèces d’arthropodes sont parasites d’animaux, notamment les arthropodes 

hématophages comme les moustiques (Aedes sp., Culex sp., Anopheles sp., Diptère), les 

tiques (Ixodes sp., Rhipicephalus sp., Ixodida), les glossines (Glossina sp., Diptère), les 

réduves (Triatoma sp., Hémiptère) ou les poux (Pediculus humanus, Phthiraptera). Ces 

parasites ont des impacts négatifs directs sur leurs hôtes de par le coût associé au parasitisme. 

Mais leurs plus forts impacts sont dus à leur rôle de vecteurs d’agents pathogènes. Parmi les 

maladies vectorielles les plus connues figurent la peste, le paludisme, la maladie du sommeil, 

les filarioses, la leishmaniose et la maladie de Lyme. Ces arthropodes sont également vecteurs 

de maladies virales, comme la dengue, la fièvre jaune et la maladie de la langue bleue. Les 

maladies vectorielles ont été – et restent encore -  une des grandes causes de mortalité et de 

morbidité chez les humains. Près de 17% de l’ensemble des maladies infectieuses humaines 

sont d’origine vectorielle, la grande majorité d’entre elles étant transmises par des 
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moustiques. La maladie vectorielle possédant le taux mortalité le plus élevé est le paludisme, 

qui infecte 216 millions de personnes par an et qui a causé près de 627 000 morts en 2012. 

Actuellement, les maladies vectorielles humaines sont présentes dans plus de cent pays, et 

sont prédominantes dans les pays en voie de développement : en Afrique, elles sont 

responsables de 500 à 2000 morts par million d’habitants (McGraw et O’Neill, 2013).  

Enfin, certaines espèces d’arthropodes phytophages induisent des pertes de rendement 

importantes chez les plantes cultivées, de par l’impact direct de l’herbivorie, ou indirectement 

dû à leur rôle de vecteurs d’agents phytopathogènes. La création d'habitats manipulés par 

l'homme correspondant à ses besoins, les agroécosystèmes, où les cultures regroupées en 

grandes densités et sur de grandes surfaces sont sélectionnées pour un rendement et une 

valeur nutritive élevés, fournit également des environnements propices aux pullulations 

d’insectes herbivores de par le déséquilibre créé par la forte densité et la faible diversité des 

cultures. Dans le processus de sélection artificielle de cultures appropriées à la consommation 

humaine, des plantes hautement sensibles à l’infestation par des insectes et des agents 

pathogènes transmis par ceux-ci sont sélectionnées. Par exemple, le virus de la maladie 

bronzée de la tomate, (Tomato spotted wilt virus, Bunyaviridae) transmis par des thrips 

(Frankliniella occidentalis, Thysanoptère), a été responsable de pertes de rendements estimées 

à plus d’un milliard de dollars dans les années 1990 (Scholthof et al., 2011). Les insectes 

phytophages sont responsables de la perte de près d’1/5 de la production agricole annuelle 

totale (FAO, 2002).  

Le changement climatique ainsi que les échanges mondiaux redistribuent les 

arthropodes nuisibles dans le monde entier avec des conséquences imprévues. Le 

réchauffement climatique a entrainé l’expansion de l’aire de répartition géographique de 

certaines espèces de tiques en Europe (Ixodes sp., Ixodida), ce qui a conduit à l’émergence de 

certaines maladies humaines transmises par ces tiques, comme l’encéphalite à tiques, due à un 

virus (virus de l’encéphalite à tiques, Flaviviridae) (Heinz et al., 2015; Lukan et al., 2010; 

Ostfeld et Brunner, 2015). Autre exemple, deux introductions dues au commerce international 

des denrées alimentaires suscitent des inquiétudes concernant les rendements agricoles en 

Europe et en Afrique: celle du moucheron asiatique (Drosophila suzukii, Diptère) et celle de 

la noctuelle américaine du maïs (Spodoptera frugiperda, Lépidoptère), causant 

respectivement de graves dommages aux fruits et aux cultures (Lee et al., 2011; Wild, 2017).  
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Virus et lutte biologique 

L’utilisation massive de produits chimiques dans le cadre du contrôle des populations 

d’arthropodes ravageurs de cultures est expliquée par leur rapidité d’action. Cependant, les 

pesticides posent également de nombreux problèmes dus à leur toxicité, comme la perte de 

biodiversité et l’impact sur la santé humaine. De plus, leur durée d’utilisation est limitée par 

la sélection de populations d’arthropodes résistantes (Tilman et al., 2002). Aujourd’hui, 

l’usage des pesticides est donc limité et l’utilisation de nombreuses molécules a été - et sera - 

interdite en Europe (Ecophyto 2018 in France, European directives 2009/128/CE). Par 

conséquent, il existe un besoin urgent de solutions alternatives et durables pour contrôler les 

populations d’arthropodes ravageurs de cultures.  

La lutte biologique, consiste à contrôler les populations d’espèces dites « nuisibles » 

par l’utilisation de leurs ennemis naturels, qu’il s’agisse de prédateurs ou de parasites, ou de 

leurs dérivés (composés moléculaires). Elle constitue une alternative à l’utilisation des 

pesticides pour contrôler les populations d’arthropodes ravageurs des cultures. En effet, les 

auxiliaires de lutte biologique sont plus sélectifs que les pesticides, ils ont donc des impacts 

moins forts sur la structuration des communautés des agroécosystèmes ainsi que sur la santé 

humaine (Lacey, Frutos, Kaya, & Vail, 2001). La lutte biologique a été utilisée la première 

fois durant l’Égypte ancienne de par l’introduction de chats pour réguler les populations de 

rongeurs infestant les stocks alimentaires. En 1868, une coccinelle (Rodolia cardinalis, 

Coléoptère) fut introduite dans des vergers d’agrumes de Californie pour contrôler les 

populations de la cochenille australienne (Icerya purchasi, Hémiptère) (Greathead, 1995). De 

nos jours, les toxines produites par la bactérie Bacillus thuringiensis (Bt) représentent les 

produits les plus utilisés en lutte biologique. Commercialisées depuis 1972, ils représentaient, 

à la fin du XXème siècle, 2% du marché des insecticides aux États-Unis (Lacey et al., 2015). 

Le but de la lutte biologique est ainsi de recréer un équilibre relatif entre les 

populations d’espèces nuisibles et leurs populations d’antagonistes (OILB-SROP, 1973). 

Cependant, afin de mettre en place des stratégies de lutte biologique, il est nécessaire 

d’acquérir une connaissance précise et approfondie non seulement des populations 

d’arthropodes ravageurs, mais également de celles des auxiliaires et de leurs impacts sur les 

populations de ravageurs et sur les autres compartiments des écosystèmes (Lacey et al., 

2015). Cependant, nos connaissances sur l’écologie des réseaux trophiques ont jusqu’à 

récemment été centrées sur les macroorganismes, comme le sont les prédateurs, tandis que les 
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microorganismes, ainsi que les virus, ont été sous-étudiés (Horner-Devine, Carney, & 

Bohannan, 2004; Horner-Devine & Bohannan, 2006). 

Les virus entomopathogènes représentent des ressources de lutte biologique largement 

inexplorées. En effet, une seule famille virale, celle des Baculoviridae, est à ce jour 

commercialisée en lutte biologique (Lacey et al., 2015). Cependant, ces virus montrent déjà 

leurs limites dans la mesure où des résistances sont apparues dans des populations d’insectes 

cibles. Ces faits mettent en évidence le besoin d’explorer de nouvelles ressources virales 

pathogènes d’arthropodes ravageurs de cultures, ce qui passe par une étape préliminaire 

d’inventaire de ces virus (Lacey et al., 2015).  

 

Les virus associés aux arthropodes : une diversité largement méconnue 

Les arthropodes représentent un bon modèle pour étudier la diversité virale : en plus 

de regrouper les macroorganismes les plus diversifiés sur Terre et d’être ubiquitaires dans 

l’environnement, ils seraient susceptibles d’abriter une grande diversité de virus. En effet, les 

arthropodes interagissent activement avec une grande diversité d’organismes comme les 

plantes, les champignons et les vertébrés, et peuvent donc agir comme source ou puits de 

virus dans les écosystèmes (Gall, 2015).  

En accord avec cette hypothèse, des études menées en métagénomique virale ont mis 

en évidence une grande diversité de familles virales chez les arthropodes (Tab. 1). En effet, 

ces études montrent la présence de familles virales présentes conjointement chez les 

arthropodes et les vertébrés, comme celles des Parvoviridae, Circoviridae, Reoviridae, 

Iridoviridae, Poxviridae, ou Nodaviridae. Elles ont également mis en évidence une grande 

diversité de virus infectant uniquement les arthropodes, ces communautés virales étant 

dominées par les familles des Baculoviridae, Iflaviridae et Dicistroviridae, alors que les 

Mesoniviridae, Bidnaviridae, Ascoviridae, ainsi que les virus appartenant aux genres 

Negevirus et Sinaivirus sont moins présents. Il est également à noter que les viromes de 

moustiques et de tiques contiennent des représentants de l’ordre des Bunyavirales et de la 

famille des Flaviviridae, deux niveaux phylogénétiques au sein desquels on trouve des virus 

transmis aux vertébrés par ces vecteurs (les arbovirus). Les moustiques et les tiques 

contiennent également des virus inféodés aux vertébrés, ce qui est dû au régime alimentaire de 

ces arthropodes. La majorité de ces études font également état de la présence de 
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bactériophages appartenant aux familles des Myoviridae, Podoviridae, Siphoviridae et 

Microviridae chez les arthropodes. Ces résultats sont explicables par le fait que les 

arthropodes abritent un microbiote lui aussi susceptible d’être infecté par des virus. Enfin, 

comme chez les vertébrés, des traces de phytovirus ainsi que de virus de champignons sont 

retrouvées chez les arthropodes, ceux les plus largement retrouvés appartenant aux 

Geminiviridae, Partitiviridae, Tymoviridae, Virgaviridae (Tab 1).  
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Cependant, la diversité des virus infectant les arthropodes est sous-explorée et donc 

sous-évaluée. En effet, alors qu’ils représentent la majorité des espèces animales décrites, ce 

qui prédit une très grande diversité des virus pouvant les infecter, seulement 10% des espèces 

virales décrites infectent les arthropodes (Fig. 11). Cette observation est expliquée par le fait 

que de plus grands efforts de recherche de virus sont investis chez les mammifères et les 

oiseaux. En outre, la majorité des études de diversité virale associée aux arthropodes a été 

réalisée chez des espèces hématophages (Junglen et Drosten, 2013) ainsi que chez une espèce 

d’aleurode vectrice de virus phythopathogènes (Bemisia tabacci, Hémiptère) (Ng, et al., 

2011; Rosario et al., 2015), à cause de l’impact économique ou médical que peuvent 

représenter les virus transmis par ces arthropodes. Les arbovirus sont donc les virus 

d’arthropodes les plus étudiés, le reste de nos connaissances étant encore largement restreintes 

à des virus ayant causé des épizooties (Junglen et Drosten, 2013).  

 

 

 

Figure 11 : Proportion d’espèces de macroorganismes décrites et proportion d’espèces 

virales décrites associées à ces macroorganismes. En jaune : arthropodes ; en rouge : 

vertébrés ; en violet : champignons et en vert : plantes. Ce graphique a été construit d’après 

Chapman, 2009 et d’après Virus-Host Database, 2017. 

 

En 2017, 39 familles de virus infectant les arthropodes sont répertoriées (Fig. 7), 

certains de leurs virus ne sont pas classifiés et beaucoup restent à découvrir si l’on considère 

la diversité des arthropodes (Fig. 11). Dans ce sens, de récentes études de métagénomique 

virale, portant sur des d’arthropodes et du guano de chauves-souris insectivores, ont permis de 
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découvrir plus de 1500 nouvelles espèces de virus, dont certains appartiennent à 16 

potentielles nouvelles familles virales ( Li et al., 2015; Shi et al., 2016; Wu et al., 2012).  

 

Il est donc à prévoir que les études de diversité virale réalisées sur des arthropodes 

éclaireraient un large pan de la diversité ainsi que de l’évolution virale qui restent encore 

inexplorées. De manière plus appliquée, ces apports pourraient avoir des répercussions dans la 

surveillance des virus pathogènes. En effet, surveiller les communautés virales d’arthropodes 

vecteurs de zoonoses ou de maladies phytopathogènes fournirait une stratégie préventive pour 

identifier ou tester la présence de ces virus dans les écosystèmes, et donc limiter leurs impacts 

dans le domaine de la santé humaine, animale et végétale (Rosario et al., 2015; Temmam et 

al., 2014). Enfin, mener ce genre d’études permettrait d’identifier des virus 

entomopathogènes éventuellement utilisables en tant qu’agents de lutte biologique contre des 

arthropodes nuisibles (Levin et al., 2016).  

 

IV- Objectifs de la thèse 

 

Ce travail de doctorat s’est constitué autour de l’étude de la diversité virale associée 

aux arthropodes dans le but de mieux caractériser leur diversité génétique, depuis l’échelle 

des communautés jusqu’à l’analyse de génomes spécifiques. 

Le premier chapitre traitera de la caractérisation in silico de la diversité génétique et 

du spectre d’hôte potentiel d’une famille de virus connue pour infecter arthropodes, vertébrés 

et échinodermes : celle des Parvoviridae. Cette caractérisation sera réalisée in silico par des 

fouilles de bases de données publiques ainsi que de jeux de données privés, dans le but 

d’améliorer notre compréhension de l’évolution de cette famille virale. 

Le second chapitre sera consacré au développement d’un protocole permettant (i) la 

préparation de viromes provenant d’arthropodes et (ii) leur analyse bioinformatique. Le but a 

été de mettre en place un protocole permettant de caractériser l’ensemble des communautés 

virales associées aux arthropodes tout en permettant le multiplexage d’un grand nombre 

d’échantillons. Lors de l’analyse bioinformatique, l’efficacité des étapes d’assemblage et de 

mapping (i.e. l’alignement des reads contre des génomes de référence) sur la réduction de la 
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proportion de séquences non-attribuées taxonomiquement (appelées « matière noire ») sera 

évaluée sur différents types de viromes obtenus à partir de prélèvements environnementaux 

ainsi que réalisés sur des hôtes.  

Enfin, le troisième chapitre portera sur l’analyse des communautés virales associées à 

certaines espèces d’arthropodes ravageurs de cultures. La première étude portera sur la 

comparaison des communautés virales associées à deux populations d’élevage d’un acarien 

(Tetranychus urticae). La seconde étude analysera les viromes de trois insectes 

ravageurs (Helicoverpa armigera, Hypera postica et Acyrthosiphon pisum) ayant été 

échantillonnés dans deux agroécosystèmes adjacents : des champs de luzerne ainsi que des 

prairies. L’ensemble des viromes analysés auront été obtenus et analysés en utilisant la 

méthodologie expliquée dans le chapitre précédent. D’autre part, la distribution de certains 

virus, trouvés dans les ravageurs de cultures, sera étudiée dans les communautés 

d’arthropodes constitutives des agroécosystèmes échantillonnés.   
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Chapitre I - Les Parvoviridae : une famille diversifiée de virus 

d’animaux à ADN simple brin



Chapitre I – Les Parvoviridae : une famille diversifiée de virus à ADN simple brin 

 

46 

Des petits virus pour des hôtes très diversifiés 

 

La famille des Parvoviridae regroupe l’ensemble des virus possédant un génome 

constitué d’une molécule d’ADN simple brin linéaire de 3,7 à 6,3 kilobases (kb) de longueur, 

non segmentée, et dont les extrémités sont composées de régions terminales inversées (ITRs) 

formant des structures secondaires de complexité variable (Bergoin et Tijssen, 2010 ; 

Cotmore et al., 2014). Leurs virions sont non-enveloppés et possèdent une capside de forme 

icosaédrique qui mesure entre 18 et 28 nm de diamètre. Le génome des membres de la famille 

des Parvoviridae code pour deux types de protéines: les protéines non structurales (NS) qui 

permettent la réplication virale, et les protéines structurales (VP) qui forment la capside 

(Cotmore et al., 2014; Cotmore et Tattersall, 2014) 

Cette famille est divisée en deux sous-familles basées sur le spectre d’hôte : la sous 

famille des Parvovirinae regroupe tous les Parvoviridae infectant des vertébrés (mammifères 

et oiseaux), tandis que celle des Densovirinae regroupe ceux infectant des invertébrés, 

essentiellement des arthropodes (crustacés et insectes). Les Parvovirinae sont divisés en huit 

genres ; tandis que cinq genres de Densovirinae sont actuellement reconnus par l’ICTV 

(Cotmore et al., 2014) (Annexe « les densovirus, une massive attaque chez les 

arthropodes »). 

 

Cependant, il existe une différence flagrante quant au nombre d’espèces virales 

répertoriées entre ces deux sous-familles. En effet, 41 espèces de Parvovirinae sont 

actuellement reconnues par l’ICTV, contre 21 espèces seulement chez les Densovirinae 

(ICTV, 2017). Cette différence serait due au fait que les Parvovirinae soient bien plus étudiés 

que les Densovirinae du fait de la nature de leurs hôtes (Vertébrés). En effet, les Densovirinae 

ont été décrits essentiellement dans des arthropodes d'intérêt économique, médical ou 

vétérinaire, à savoir des noctuelles (El-Far et al., 2012), des pucerons (Ryabov et al., 2009), 

des blattes (Mukha et Schal, 2003), des moustiques (Ma et al., 2011), et des crevettes 

(Kaufmann et al., 2010), suggérant d'avantage un biais d'échantillonnage qu'une réalité 

biologique (Bergoin et Tijssen, 2010). Par exemple, de nouvelles espèces de Densovirinae 

infectant des oursins et des étoiles de mer, chez lesquels elles sont associées à des mortalités 
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massives, ont été récemment découvertes (Gudenkauf et al., 2013 ; Hewson et al., 2014).  

Notre manque de connaissance concernant la diversité des hôtes infectés par les Parvoviridae 

pose un frein à notre compréhension de l’impact de ces virus sur les animaux ainsi que de leur 

histoire évolutive qui remonte à au moins 98 millions d’années (Liu et al., 2011).  

Or, les Parvoviridae présentent une grande diversité dans leurs séquences et leur 

organisation génomique qui, mise en parallèle avec la grande diversité des animaux qu’ils 

infectent, laisse penser que ces virus seraient ubiquitaires dans l’environnement, et que 

beaucoup resteraient à découvrir (Bergoin et Tijssen, 2010). En accord avec cette hypothèse, 

des études menées en métagénomique virale ont mis en évidence la présence de nouvelles 

espèces de Densovirinae dans des échantillons d’eaux usées (Cantalupo et al., 2011; Ng et al., 

2012), des fèces de chauves-souris (Ge et al., 2012; He et al., 2013; Li et al., 2010; Wu et al., 

2012), ou des plantes (François et al., 2014 ; Annexe « A Novel Itera-Like Densovirus 

Isolated by Viral Metagenomics from the Sea Barley Hordeum marinum »). 

 

Deux approches permettraient de mieux caractériser le spectre d’hôte de la famille des 

Parvoviridae. La première consiste à échantillonner des taxa animaux chez lesquels la 

présence de Parvoviridae n’a pas été mise en évidence et à y rechercher la présence de ces 

virus, par exemple en utilisant des amorces dégénérées ou par métagénomique virale. 

Cependant, ce procédé peut s’avérer coûteux de par la nécessité d’avoir un échantillonnage 

d’hôtes exhaustif pour statufier de la présence ou de l’absence de ces virus chez les 

organismes testés.  

La seconde, à moindre coût, consiste à rechercher la présence de Parvoviridae dans 

des bases de données « omiques », en partant du postulat que certains organismes utilisés dans 

le cadre de ce type d’études aient pu être infectés par ces virus, et qu’ils serait donc possible 

de trouver les traces de ces infections sous forme de séquences. En effet, de par le 

développement des outils « omiques », des quantités exponentielles de séquences d’acides 

nucléiques sont présentes dans les bases de données, ce qui augmente la probabilité d’y 

retrouver la présence de virus, dont des Parvoviridae (Radford et al., 2012). De nombreux 

virus ont ainsi été mis en évidence dans des jeux de données de métagénomique microbienne 

(Paez-espino, Pavlopoulos, Ivanova, & Kyrpides, 2017; Roux, Enault, Hurwitz, & Sullivan, 
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2015), de transcriptomique (Clavijo et al., 2016; DeBoever et al., 2013) et de génomique 

(Bovo et al., 2017; Metegnier et al., 2015).  

 

J’ai effectué une analyse de la diversité génétique ainsi que du spectre d’hôte potentiel 

de la famille des Parvoviridae par une fouille de bases de données publiques de 

transcriptomique et de génomique. La diversité des séquences virales - appelées ici 

Parvoviridae-related séquences (PRS) car pouvant appartenir aux Parvoviridae ou 

représenter des groupes externes de cette famille virale - ainsi que des hôtes potentiels mis en 

évidence lors de cette étude pourront apporter un nouvel éclairage sur l’histoire évolutive de 

la famille des Parvoviridae. 
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Bilan et perspectives 

Les bases de données regorgent d’informations non traitées pouvant permettre de 

mener des études préliminaires en écologie et en évolution virale. La fouille de transcriptomes 

et de génomes nous a permis de mettre en lumière une importante diversité d’hôtes potentiels 

de Parvoviridae-related virus chez 29 ordres d’animaux au sein lesquels leur présence n’avait 

auparavant jamais été décrite, comprenant notamment 14 ordres d’arthropodes (dont des 

Coléoptères et des Phasmoptères) et 4 ordres de vers plats. Elle a également permis de mettre 

en évidence pour la première fois leur présence au sein des mollusques, annélides, nématodes 

et cnidaires. Cette étude montre donc que les Parvoviridae-related virus sont présents dans 

une  part importante de la diversité actuelle des animaux. Elle se place dans la continuité 

d’autres études ayant notamment mis en évidence la présence de Parvoviridae-related virus 

endogénéisés chez un ver plat (ici un schistosome), de tiques, d’une cione et d’un cloporte 

(Arriagada et Gifford, 2014; Belyi et al., 2010; Kapoor et al., 2010; Liu et al., 2011; Thézé et 

al., 2014). L’ensemble de ces découvertes suggère que le spectre d’hôte de ces virus est, ou a 

été, plus important que celui que l'on connait actuellement.  

L’ensemble de ces résultats remettent également en question l’existence des sous-

familles des Parvovirinae et des Densovirinae qui est basée sur le fait que les Parvovirinae 

infecteraient les vertébrés tandis que les Densovirinae infecteraient les arthropodes. Cette 

classification est d’autant plus contestable qu’il existe des Densovirinae infectant des 

échinodermes (Gudenkauf et al., 2014; Hewson et al., 2014). 

 

En outre, le fait que certains virus aient été endogénéisés soutient l'hypothèse d'une 

considérable coévolution entre les Parvoviridae-related virus et leurs hôtes. Deux hypothèses 

se posent sur l’origine de ces virus. D’une part, ils ont pu coévoluer avec les animaux depuis 

le début de la radiation évolutive de ces derniers, qui remonte au Cambrien, il y a plus de 500 

millions d’années. D’autre part, il est possible que leur origine soit postérieure à l’apparition 

des grands groupes d’animaux actuels, et que ces virus auraient pu être transmis à l’ensemble 

des animaux via des phénomènes de sauts d’hôtes. Cependant, nos connaissances encore 

parcellaires de ces virus ne permettent pas de trancher entre ces deux hypothèses. Avec 

l’augmentation de la masse de données chaque année, il est à prévoir que la fouille de données 
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permette de continuer à améliorer nos connaissances sur la diversité des hôtes des 

Parvoviridae-related virus.  

Cette étude a enfin permis d’avoir une vision plus holistique sur la diversité génétique 

des Parvoviridae-related virus en mettant en lumière près d’une vingtaine de nouveaux 

genres viraux potentiels. Cependant, les génomes viraux trouvés dans les bases de données 

sont souvent parcellaires. De plus, notre étude permet seulement de mettre en évidence la 

présence de ces virus au sein de divers hôtes, ce qui ne signifie pas forcément que ces hôtes 

soient infectés par des Parvoviridae-related virus, mais que la présence de ces virus soit due à  

des contaminations potentielles. Il serait donc intéressant de reconstituer leur génome entier, 

puis de tester la virulence de ces virus, en particulier pour ceux retrouvés chez des animaux 

distants des hôtes actuellement reconnus comme pouvant être infectés par des Parvoviridae, 

comme les vers plats. 

De plus, cette vision de la diversité génétique des Parvoviridae-related virus reste 

limitée, notamment par la faible diversité d’espèces animales représentées dans les bases de 

données génomiques et transcriptomiques. Enfin, étant donné que nos recherches dans les 

bases de données ont été basées sur la recherche de similarités en comparaison avec des 

génomes de Parvoviridae connus, cette vision est également restreinte par nos connaissances 

actuelles sur leur diversité génétique. Un changement d’échelle dans notre compréhension de 

la diversité du monde viral consiste à passer de l’étude de la diversité de certains taxa viraux à 

l’étude des communautés virales dans leur ensemble. Ce changement d’échelle est rendu 

possible notamment par l’utilisation de la métagénomique virale.  
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Préparation et analyse de viromes multiplexés d’arthropodes et de 

plantes  

 

Durant la dernière décennie, l’essor de la métagénomique virale a entrainé un 

développement important d’outils moléculaires et bioinformatiques dédiés à la préparation et 

à l’étude des viromes. La comparaison de l’efficacité de différents protocoles de préparation 

de viromes (Conceição-neto et al., 2015; Corinaldesi et al., 2017; Hall et al., 2014; 

Lewandowska et al., 2017; Temmam et al., 2015), de pipelines et de logiciels 

bioinformatiques a été réalisée (Tangherlini et al., 2016). Cependant, il n’existe pas encore de 

protocole universel de production et d’analyse de viromes.  

De plus, une des limitations principales de l’utilisation de la métagénomique virale sur 

un grand nombre d’échantillons repose sur le coût relativement élevé du séquençage. Cela a 

amené au développement de techniques de multiplexage, i.e. permettant le mélange (pool) de 

plusieurs échantillons préalablement identifiés individuellement, ces échantillons étant ensuite 

séquencés dans une même réaction de séquençage. Le multiplexage repose sur l’ajout d’un 

identifiant moléculaire (souvent nommé « tag » ou « barcode ») spécifique de chaque 

échantillon. Ces tags permettent, lors du traitement bioinformatique  des données issues du 

séquençage, de réassigner chaque séquence générée à son échantillon d’origine. En outre, ils 

sont utilisés en tant qu’amorces lors des étapes d’amplification. Il est possible d’utiliser des 

kits de multiplexage provenant de fournisseurs, comme le kit Nextera XT (Illumina). 

Cependant, leur prix élevé a conduit au développement et la publication de protocoles 

« maisons » de multiplexage dont l’efficacité varie (Meyer et Kircher, 2010). Par exemple, il 

a été montré que certains tags ne sont parfois pas fonctionnels, ou amplifient les séquences de 

manière biaisée (Hamady et Knight, 2009). Par ailleurs, lorsque l’on traite plusieurs 

échantillons à la fois, il existe un risque inhérent de contamination inter-échantillons (Degnan 

et Ochman, 2011). Cette contamination amène à la génération de faux positifs difficiles à 

identifier et qui peuvent amener à une vision biaisée de la diversité des virus présents dans les 

échantillons traités. Il existe cependant des logiciels permettant d’identifier et de retirer 

certains contaminants (Schmieder et Edwards, 2011).  

 



Chapitre II – Développement d’un protocole dédié à la préparation et à l’analyse de viromes 

 

82 

Nous avons mis en place un protocole explicatif de la préparation ainsi que de 

l’analyse bioinformatique de viromes produits à partir d’échantillons d’arthropodes et de 

plantes. Ce protocole permet de traiter les virus appartenant à l’ensemble de la classification 

de Baltimore. Il se base sur la filtration des particules virales puis leur concentration via 

ultracentrifugation. Ces étapes sont suivies d’une digestion par DNase et RNase afin de 

réduire la proportion d’acides nucléiques non-encapsidés. Ensuite, les acides nucléiques 

restants (ARN et ADN) sont extraits. Les ADNc sont synthétisés par rétro-transcription suivie 

de la synthèse de leur brin complémentaire. Ces ADNc double brin sont amplifiés par PCR. 

Après mélange des produits de PCR et leur purification, ils sont envoyés à séquencer par des 

services externes (Candresse et al., 2014). Nous avons testé les technologies de séquençage 

HiSeq et MiSeq (Illumina).  

Notre protocole permet de multiplexer jusqu’à 96 échantillons. Ce multiplexage est 

possible par l’ajout d’adaptateurs, des « linkers » (96 différents) permettant également 

d’amorcer les réactions de rétro-transcription et de synthèse du brin d’ADNc 

complémentaire ; et, lors de l’étape de PCR, par l’ajout de tags complémentaires de chaque 

linker qui sont utilisés comme amorces de la réaction de PCR. Nos linkers sont des séquences 

de 24 bases de longueur qui contiennent 14 bases uniques à chaque linker et 12 bases 

aléatoires permettant leur fixation en 5’ et 3’ sur les acides nucléiques présents dans les 

échantillons. Nos tags font 22 bases de longueur, ils comportent 12 bases complémentaires 

d’un linker ainsi que 10 autres bases spécifiques de chaque tag.  

Les reads obtenus par séquençage à haut débit sont ensuite démultiplexés, c’est-à-dire 

réattribués à leur échantillon d’origine par des analyses bioinformatiques se basant sur la 

reconnaissance des « codes-barres » spécifiques de chaque échantillon. Ensuite, les reads sont 

« nettoyés » (retrait des séquences des linkers et des tags, et filtrage selon la qualité et la 

longueur des reads),  puis les contig sont créés par assemblage de novo. L’abondance relative 

de chaque contig dans les échantillons est mesurée par mapping (i.e. par alignement des reads 

contre les contigs). Enfin, une analyse par BLAST contre des bases de données de séquences 

de référence permet l’assignation taxonomique des contigs ainsi que des reads orphelins (i.e. 

n’ayant pas pu être assemblés ni mappés).  
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Chapter – Running head: Viral metagenomics for multiplexed arthropod and plants samples 

 

Viral metagenomics approaches for high resolution screening of 

multiplexed arthropod and plant viral communities 

 

Sarah François, Denis Filloux, Emmanuel Fernandez, Mylène Ogliastro and Philippe 

Roumagnac 

 

Abstract 

Viral metagenomic approaches have become essential for culture-independent and sequence-

independent viral detection and characterization. This chapter describes an accurate and 

efficient approach to: (i) concentrate viral particles from arthropods and plants, (ii) remove 

contaminating non-encapsidated nucleic acids, (iii) extract and amplify both viral DNA and 

RNA and (iv) analyze High Throughput Sequencing (HTS) data by bioinformatics. Using this 

approach, up to 96 arthropod or plant samples can be multiplexed in a single HTS library. 
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1 Introduction 

While viruses are the most numerous biological entities on Earth, the number of 

currently classified virus species is probably dramatically underestimated [1,2]. Several 

factors can account for this lack of knowledge, including intrinsic characteristics of viruses 

such as their small size, their rapid rate of evolution, or the lack of universally conserved viral 

genetic markers [3]. In addition, the genetic material recovered from animal or plant samples 

is mostly of non-viral origin [4], which renders difficult the study of the host virome (the 

collection of all viruses that are found in or on the host). 

Viral metagenomics, which is the direct genetic analysis of viral genomes contained 

within a sample, has revolutionized the last decade the field of virus discovery [5–7]. Viral 

metagenomics approaches have targeted four main classes of nucleic-acids, including total 

RNA or DNA; virion-associated nucleic acids (VANA) purified from viral particles; double-

stranded RNAs (dsRNA) and virus-derived small interfering RNAs (siRNAs) [8–14]. While 

each of these approaches have advantages and drawbacks, the VANA approach has gained 

popular because it takes advantage of the hardiness of many viral capsids for concentrating 

and purifying the viral nucleic acids and allows the detection of both RNA and DNA viruses 

[15–18]. 

Here, we provide a detailed protocol for the VANA-based metagenomics 

determination of arthropods and plants viromes. Starting from arthropod and plant samples, 

we first concentrate viral particles by filtration and centrifugation prior to partially remove the 

non-encapsidated material by DNase and RNase digestion [19,20]. Encapsidated DNA and 

RNA are then extracted and RNA is converted to cDNA using a 26 nt primer (Dodeca Linker) 

composed by a 14 nt linker linked at 3’ end to N12 (Fig. 1). Noteworthy, we present here a set 

of 96 Dodeca Linkers. Double-stranded DNA is synthetized from single-stranded DNA using 

Large (Klenow) fragment DNA polymerase and the Dodeca Linker used during the reverse 

transcriptase (RT) step (Fig. 1). Double-stranded DNA are further amplified using one 24 nt 

PCR multiplex identifier primer composed by the 14 nt linker used during the RT step linked 

at 5’ end to a 10 nt tag (Fig. 1). This PCR yields amplicons that are all tagged at both 

extremities with the same multiplex identifier primer (Fig. 1) [21]. Pools of up to 96 multiplex 

identifier amplicons can then be mixed, which reduces the cost of library preparation in case 

of numerous samples. This protocol finally describes the bioinformatic data analysis (data 

demultiplexing, clean-up, de novo assembly, taxonomic assignment and read-mapping). 
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2 Materials 

Prepare and store reagents according to their individual specifications (room temperature if 

not specified). HBSS 1X solution should be prepared using sterilized ultrapure water. Special 

care should be taken to keep enzymes at −20 °C until use. Follow all waste disposal 

regulations when disposing waste materials. To reduce laboratory contaminations during 

nucleic acid extraction and amplification, working in a clean environment is recommended. 

 

2.1 Purification of viral particles 

1. Tissue homogenizer (FastPrep-24 Instrument; MP Biomedicals) and sterile ceramic beads 

(MP Biomedicals) or sterile mortar, pestle, carborundum (Sigma-Aldrich) and liquid nitrogen. 

2. Conical tubes (15 mL) (Falcon). 

3. Hanks’ Balanced Salt solution (HBSS) 10X (Invitrogen Ref. 14065056). 

4. 0.45 μm syringe filters (Sarstedt Filtropur Ref. 83.1826). 

5. 5 mL syringes (CarlRoth Omnifix Ref. C537.1). 

6. Centrifuge Eppendorf 5810R (rotor A-4-62 and F34-6-38 15mL tubes). 

7. Ultracentrifuge polycarbonate bottles (Tube 26.3 mL, Ref. 355654). 

8. Ultracentrifuge (Beckman Coulter Optima LE-80 K with rotor 50.2 TI). 

9. Deionized water. 

10. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

11. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/1,000-5,000 µL). 

12. 0.5 mL PCR 8 tube strips.  

13. 10 µL pipette filter tips 

14. 200 µL pipette filter tips. 

15. 1,000 µL pipette filter tips. 

16. 5,000 mL pipette filter tips.  

17. DNase I (Biotech CAS#9003-98-9).  

18. RNase A (Biotech CAS#9001-99-4).  

19. Oven.  

20. Ice. 
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2.2 Viral nucleic acid extraction 

1. Nucleospin 96 virus Core kit (Macherey Nagel Ref. 740691.4) (see Note 1). 

2. Square-well Block (Macherey Nagel Ref. 740481.24).  

3. Absolute ethanol. 

4. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

5. 10 µL long pipette filter tips (see Note 2). 

6. 200 µL pipette filter tips. 

7. 1,000 µL pipette filter tips. 

8. Centrifuge Sigma 4-16K (Qiagen Sigma 09100 Microplate Rotor). 

9. Heat block or water bath. 

 

2.3 Reverse transcription 

1. Thermocycler. 

2. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

3. 10 µL long pipette filter tips (see Note 2).  

4. 200 µL pipette filter tips. 

5. 1,000 µL pipette filter tips. 

6. PCR plate (96) 0.5 mL (VWR). 

7. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

8. Nuclease-free water. 

9. Dodeca Linkers (10 µM) (Tab. 1). 

10. SuperScript III reverse transcriptase (200 U/μL) (Invitrogen Ref. 18080093). 

11. Reverse transcriptase (RT) buffer (5X; supplied with reverse transcriptase). 

12. Dithiothreitol (DTT) (0.1 M). 

13. dNTP mix (10 mM). 

14. Ice. 

 

2.4 cDNA purification 

1. RNase A (Invitrogen). 

2. Thermocycler. 

3. Column-based PCR purification kit, e.g., QIAquick PCR Purification Kit (Ref. 28181). 

4. Absolute ethanol. 
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5. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

6. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

7. 10 µL long pipette filter tips (see Note 2). 

8. 200 µL pipette filter tips. 

9. 1,000 µL pipette filter tips. 

10. Square-well Block (Macherey Nagel Ref. 740481.24). 

11. Centrifuge Sigma 4-16K (Qiagen Sigma 09100 Microplate Rotor). 

12. Ice. 

 

2.5 Klenow amplification 

1. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

2. 10 µL long pipette filter tips (see Note 2). 

3. 200 µL pipette filter tips. 

4. 1,000 µL pipette filter tips. 

5. PCR plate (96) 0.5 mL (VWR). 

6. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

7. Thermocycler. 

8. Dodeca Linkers (100 µM) (Tab. 1). 

9. Exo(−) Klenow DNA polymerase I (5 U/μL; e.g., Promega Ref. M2206). 

10. Exo(−) Klenow Buffer (10X; supplied with Exo(−) Klenow DNA polymerase). 

11. Nuclease-free water. 

12. dNTP mix (10 mM). 

13. Ice. 

 

2.6 PCR amplification 

1. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

2. 10 µL pipette filter tips. 

3. 200 µL pipette filter tips. 

4. 1,000 µL pipette filter tips. 

5. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

6. PCR plate (96-Well) 0.5 mL (VWR). 

7. HotStar Taq Plus Master Mix kit (Qiagen Ref. 203645). 
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8. PCR Primers (10 µM) (see Tab. 1). 

9. Nuclease-free water. 

10. Thermocycler. 

 

 

2.7-2.8 Verification of the composition and concentration of the PCR products 

1. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

2. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

3. 10 µL pipette filter tips. 

4. 200 µL pipette filter tips. 

5. 1,000 µL pipette filter tips. 

6. TBE buffer (0.5X): 45 mM Tris–HCl (pH 8.3), 45 mM boric acid, 1 mM EDTA. 

7. Agarose (type LE) gel (1 %): Prepare in 0.5X TBE buffer. Add GelRed or ethidium 

bromide for visualization. 

8. DNA ladder. 

9. 1 kb Plus DNA Ladder (Invitrogen Ref. 10787026). 

10. UV transilluminator. 

11. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

12. NucleoSpin gel and PCR clean-up (Macherey Nagel Ref. 740609.250). 

13. Absolute ethanol. 

14. Nuclease-free water. 

15. Qubit 2.0 Fluorometer with Qubit Assay HS Kit for dsDNA (ThermoFisher Scientific Ref. 

Q32851). 

 

2.9 Data handling and Bioinformatics 

1. Intel-based server: 4 X 2 Intel Xeon, 256 GB memory per processor or similar capacity. 

2. UNIX-based operating system. 

3. FastQC software (http://www.bioinformatics.babraham.ac.uk/projects/fastq_screen/). 

4. FASTX-Toolkit (http://hannonlab.cshl.edu/fastx_toolkit/). 

5. Cutadapt software (https://pypi.python.org/pypi/cutadapt/). 

6. SPAdes software (http://cab.spbu.ru/software/spades/). 

7. BLAST+ software package (ftp://ftp.ncbi.nlm.nih.gov/blast/executables/blast+/). 
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8. Bowtie2 software (http://bowtie-bio.sourceforge.net/bowtie2/). 

9. Integrative Genomics Viewer (http://www.broadinstitute.org/igv/). 

10. Web-based resources: NCBI GenBank (https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/). 

 

2.10 Confirmation and retrieval of near-full genome sequences 

1. Primer3 software (http://primer3.sourceforge.net/). 

2. Single channel pipettes (0.5-10 µL/10-200 µL/100-1,000 µL). 

3. 10 µL long pipette filter tips. 

4. 200 µL pipette filter tips. 

5. 1,000 µL pipette filter tips. 

6. Column-based DNA extraction kit with proteinase K: QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen Ref. 

51304). 

7. Column-based RNA extraction kit: RNeasy MiniKit (Qiagen Ref. 74104). 

8. First-strand cDNA synthesis kit: SuperScript III reverse transcriptase kit (Invitrogen Ref. 

18080093). 

9. Nuclease-free water. 

10. PCR plate (96) 0.5 mL (VWR). 

11. Microtubes (1.5 mL) (Eppendorf). 

12. Thermocycler. 

13. HotStarTaq Plus Master Mix kit (Qiagen Ref. 203645). 

14. Viral-specific PCR primers (10 µM). 

15. TBE buffer (0.5X): 45 mM Tris–HCl (pH 8.3), 45 mM boric acid, 1 mM EDTA. 

16. Agarose (type LE) gel (1 %): Prepare in 0.5X TBE buffer. Add GelRed or ethidium 

bromide for visualization. 

17. DNA ladder. 

18. 1 kb Plus DNA Ladder (Invitrogen). 

19. UV transilluminator. 

20. Ice. 
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3 Methods 

The following methods outline the extraction of virion-associated nucleic acids (DNA and 

RNA) from arthropod and plant samples for the construction of NGS sequencing libraries and 

the basic bioinformatics analysis of the data. 

 

3.1 Purification of viral particles (modified from [15]) 

1. Grind 200 mg to 800 mg of arthropod or plant material in 15 mL tubes containing 4 sterile 

ceramic beads using tissue homogenizer. Alternatively, grind material in liquid nitrogen with 

about 100 mg of carborundum using a pestle and a mortar. Perform all the following steps, 

until library preparation, on ice. 

2. Dilute the Hanks’ Balanced Salt solution (HBSS) 10X to 1X with sterile deionized water. 

Add 8 mL of HBSS 1X and homogenize. 

3. Centrifuge at 4,000xg for 5 min at 4 °C. 

4. Transfer the supernatant in 15 mL tubes. 

5. Centrifuge at 8,000xg for 3 min at 4 °C to pellet debris. 

6. Use a 5 mL syringe and a 0.45 µm syringe filter (see Note 3) to transfer the supernatant in 

26.3 mL ultracentrifuge polycarbonate bottles to remove any remaining debris.  

7. Fill the ultracentrifuge polycarbonate bottles with HBSS 1X solution.  

8. Centrifuge at 148,000xg for 2h30 at 4°C. 

9. Discard the supernatant by pipetting. Be careful not to remove the pellet.  

10. Add 200 µL of HBSS 1X. Tilt the bottles so that the pellet is immersed in the buffer. 

11. Keep the tubes overnight at 4°C to resuspend the pellet. 

12. Transfer 150 µL of the viral particles suspension to 0.5 mL PCR 8 tube strips. 

13. Dilute the DNase I and the RNase A to the working concentration using nuclease-free 

water. Gently mix by pipetting or by flicking the tube a few times. Keep on ice until use. 
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14. Add 1 µL of DNase I (5 mg/mL) and 2 µL of RNase A (10 mg/mL) and 47 µL of HBSS 

1X solution. Incubate at 37°C for 1 h 30 min. Store at -80°C or proceed directly to stop DNA 

and RNA degradation. 

 

3.2 Viral nucleic acid extraction 

1. Extract DNA and RNA from the total volume of viral particle digested suspension obtained 

at the previous step (approximately 200 µL) with the NucleoSpin 96 Virus Core Kit 

(Macherey-Nagel, Ref: 740452) according to the manufacturer’s protocol (see Note 1). 

2. Store at – 80°C or proceed directly. 

 

3.3 Reverse transcription 

1. Dilute Dodeca Linkers to 10 μM with nuclease-free water. Add 1 µL of Dodeca Linkers 

(10 µM) in 10 µL of extracted viral nucleic acid.  

2. Denature at 85°C for 2 min in a thermal cycler and chill on ice for 2 min.  

3. Add 2 µL of DTT (100 mM), 1.25 µL of dNTP mix (10 mM), 4 µL of 5X SuperScript 

buffer, and 1 µL of SuperScript III (5 U) and 0.75 µL of nuclease-free water. Mix gently. 

4. Perform the reverse transcription by incubating in a thermocycler at 25°C for 10 min, 42°C 

for 60 min, 70°C for 5 min and at 4°C for 2 min. Store at -80°C or proceed directly. 

 

3.4 cDNA purification 

1. Add 1 µL of RNase A (10 mg/mL) and mix gently.  

2. Incubate at room temperature for 15 min. 

3. Heat at 85°C in a thermocycler during 2 min and keep at room temperature.  

4. Purify the cDNA using the QiaQuick PCR cleanup kit (Qiagen) according to the 

manufacturer's protocol. Store at -80°C or proceed directly. 
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3.5 Klenow amplification 

1. Put 20 µL of cleaned cDNA in PCR plate. Add 0.5 µL of Dodeca Linker (100 µM). Mix. 

2. Place the plate in a thermocycler at 95°C for 2 min and immediately in 4°C for 2 min.  

3. Add 0.5 µL of Klenow DNA polymerase (5 U/µL), 2.5 µL of Klenow reaction buffer 10X, 

1 µL of dNTP mix (10 mM) and 0.5 µL of nuclease-free water.  

4. Incubate in a thermocycler at 37°C for 60 min followed by 75°C enzyme heat inactivation 

for 10 min. Store at -80°C or proceed directly. 

 

3.6 PCR amplification 

1. Put 5 µL of the Klenow product in a PCR plate. Add 4 µL of PCR Primer (diluted to 10 

µM in nuclease-free water), 10 µL of HotStar Taq Plus Master Mix (Qiagen) and 1 µL of 

nuclease-free water. 

2. Place the plate in a thermocycler and perform the following PCR cycling conditions: 1 

cycle of 95°C for 5 min, five cycles of 95°C for 1 min, 50°C for 1 min, 72°C for 1.5 min and 

35 cycles of 95°C for 30 sec, 50°C for 30 sec, 72°C for 1.5 min +2 sec at each cycle. Perform 

an additional final extension for 10 min at 72°C.  

 

3.7 Verification of the composition and concentration of the PCR products 

1. Verify the yield of the PCR products by the migration of 6 µL of PCR products loaded with 

1 µL of DNA ladder to a 1% agarose gel. Migrate at 100 V for 45 min. Visualize PCR 

products under UV after staining with ethidium bromide or GelRed (Fig. 2).  

2. Pool 2 to 6 µL of each PCR product in a 1.5 mL tube according to the smear intensity. 

3. Clean the pooled PCR products using the NucleoSpin Gel and PCR clean-up (Macherey-

Nagel, Ref: 740609) according to the manufacturer's protocol (see Note 4).  

4. Measure the DNA concentration of cleaned PCR products using the Qubit dsDNA HS 

Assay kit (Thermo Fisher Scientific) according to the manufacturer’s protocol.  
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3.8 Library construction and sequencing  

1. Send the cleaned PCR products to an external High Throughput Sequencing provider which 

carries out the library construction and the sequencing. The PCR products can be sequenced 

on 454 pyrosequencing platform as well as on a number of different Illumina platforms. Most 

existing HTS platforms have their own protocols to convert PCR products into a sequencing 

library suitable for subsequent cluster generation and sequencing. These protocols differ in the 

quantity and quality of the starting material, but they are usually comprised of end repair, 

modification, and ligation of adapters, which enable DNA amplification by adapter-specific 

primers and size selection of DNA molecules with a length optimal for the sequencing 

strategy. The example reported here used the Illumina MiSeq platform 300 pb as paired-end 

reads. For the example, the sequencing generated about 18 million paired-end reads.  

 

3.9 Data handling and bioinformatics 

The bioinformatics data analysis can be divided into four sections: raw data demultiplexing 

and clean-up, de novo assembly, taxonomic assignment and read-mapping (Fig. 3). All the 

presented steps rely on bioinformatical softwares. In most of the cases, standard settings 

should be sufficient. Consult the software manuals for suggested settings and required 

preprocessing of data. 

3.9.1 Data demultiplexing and clean-up 

1. Verify the number of reads and evaluate their average quality using FastQC software.  

2. Identify each PCR Primers in each raw reads using the “agrep” command [22] in order 

to assign them to the particular samples from which they originated 

(demultiplexing)(see Note 5). 

3. Remove the Illumina adaptors and the PCR Primers, and perform a quality filtering of 

the reads (remove sequence regions with quality score <q30 and reads smaller than 15 

nt) using Cutadapt version 1.9 [23]. 

3.9.2 De novo assembly 

1. Assemble the reads into longer continuous sequences (contigs) using the SPAdes 

assembler 3.6.2 [24] (or similar software). K-mer length can be modified to improve 

the assembly. Consult the assembler manual for suggested settings of data. 
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3.9.3 Taxonomic assignment 

1. Perform BLASTn and BLASTx searches [25] against local homologs of NCBI 

nucleotide and protein databases using NCBI’s BLAST program for taxonomic 

classification (see Note 6). This can be performed for both reads and contigs.  

2. For potential viruses identified during the evaluation of BLAST results, retrieve 

candidate reference genomes from GenBank in FASTA format.  

3.9.4 Read mapping 

1. Cleaned unassembled reads can be mapped on viral contigs produced by de novo 

assembly, or on viral reference sequences that can be found in GenBank. Map reads 

and/or contigs using Bowtie 2.1.0 (options end-to-end very sensitive) [26,27] (or 

similar software) against the reference genomes or contigs to allow analysis and 

visualization of similarities and coverage distribution. The results from alignment can 

be checked using the Integrative Genomics Viewer (IGV) or similar viewers (Fig. 

4)[28]. 

 

3.10 Confirmation and retrieval of near-full genome sequences 

1. Based on the results from the alignments, use the Primer3 program [29] (or similar 

software) to design specific PCR primers to confirm the presence of virus in the original 

material and to close gaps. 

2. Extract DNA and/or RNA from the original material using QIAamp DNA Mini Kit 

(Qiagen) or RNeasy MiniKit (Qiagen) following manufacturer’s protocols. In case or RNA 

extraction, generate cDNA using a SuperScript III reverse transcriptase kit with random 

hexamers according to the manufacturer’s instructions. 

3. Amplify the viral nucleic acid using a PCR kit such as the HotStarTaq Plus Master Mix kit 

(Qiagen) according to the manufacturer’s protocol. 

4. Visualize a fraction of the amplified products on an agarose gel and perform Sanger 

sequencing from the remaining volume of the PCR products. Otherwise, extract the DNA 

bands of interest by using a UV transilluminator and a scalpel, purify the PCR products using 

a column-based gel extraction kit and perform Sanger sequencing. PCR with overlapping 

primers can be used to sequence PCR fragments that are too long to be sequenced in a single 

round of Sanger sequencing.  

 



 

 

96 

4 Notes 

1. Nucleospin 96 virus Core kit (Macherey Nagel) is well suited for the simultaneous 

extraction of encapsidated DNA and RNA nucleic acids. 

2. Only 10 µL long pipette filter tips allow pipetting small quantities of solution in MN square 

well blocks. 

3. The use of a 0.45 µm filter may prevent the recovery of giant viruses [30]. 

4. The NucleoSpin Gel and PCR clean-up (Macherey Nagel) allows size selection of the PCR 

products. Consult the kit manual for further details. 

5. Using the multiplexing method detailed in this chapter, about 50% of Illumina MiSeq 300 

pb paired-end raw reads are correctly assigned to their samples of origin.  

6. The BLAST software suite released by NCBI can perform a number of different types of 

homology searches using nucleotide sequences as query against databases of nucleotide and 

amino acid sequences (e.g. BLASTn, BLASTx). Updated and preformatted nucleotide and 

protein databases can be obtained from NCBI as compressed archives 

(ftp://ftp.ncbi.nih.gov/blast/db/). When performing a BLAST search, it is possible to 

configure parameters of the BLAST search to specify BLAST algorithm, database(s) to be 

searched, output format, cutoff levels, etc. For more information, see the manual at 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/books/NBK1763/.  
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Figures 

 

Table 1: 96 Dodeca Linkers and corresponding PCR primers used to tag each arthropod or 

plant sample. 
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Figure 1: Schematic outline of the VANA-based metagenomics method. Top-left: conversion 

by random priming of viral ssRNA or dsRNA to sequence-ready cDNA, including a reverse 

transcription step followed by a Klenow reaction step. Top-right: conversion by random 

priming of viral DNA (e.g. circular ssDNA) to sequence-ready cDNA, including a Klenow 

reaction step (strand displacement amplification). Bottom: Double-stranded DNA are 

amplified using one PCR multiplex identifier primer, which yields amplicons that are all 

tagged at both extremities with the same multiplex identifier primer. 
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Figure 2: Agarose gel analysis of PCR amplicons obtained from arthropod and plant samples 

using the VANA-based metagenomics approach. Lane 1 and 25: 1 kb plus ladder size marker 

(Invitrogen); lane 2 to 24: VANA-based metagenomics amplicons smears. 
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Figure 3: General workflow of the bioinformatics analysis of High Throughput Sequencing 

data. 
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Figure 4: An example of viral genome reconstitution using the protocol presented here. This 

viral contigs was created using SPAdes 3.6.2 with standard parameters. It represented a nearly 

complete genome of 9654 nucleotides in length. BLASTn analysis showed that this viral 

contig shared 98% of nucleotide identity with the Aphid lethal paralysis virus (Dicitroviridae, 

accession number KX884276). 119474 reads from an Acyrthosiphon pisum virome were 

mapped against this viral contig, using Bowtie 2.1.0 options end-to-end very sensitive, which 

corresponded to an average coverage of 400X. 
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Bilan et perspectives 

Notre protocole complet de préparation et d’analyse de viromes fonctionne sur les 

échantillons d’arthropodes et de plantes testés dans le cadre d’un séquençage par la 

plateforme Illumina. Il permet d’obtenir des contigs pouvant représenter la quasi-totalité de 

génomes viraux appartenant à l’ensemble de la classification de Baltimore. De plus, il permet 

le multiplexage de 96 échantillons, ce qui induit une réduction des coûts de séquençage.   

Cependant, ce protocole présente plusieurs limitations.  

- Étant donné que l’ensemble des virus ne possède pas de marqueur moléculaire 

commun, il est nécessaire d’amplifier de manière aléatoire leur génome afin d’étudier leur 

diversité. Or, avant cette amplification, il convient de réduire au maximum la proportion 

d’acides nucléiques d’origine cellulaire présente dans les échantillons. Cette réduction de la 

quantité de contaminants passe par la digestion des acides nucléiques non-encapsidés ainsi 

que par la concentration des particules virales par filtration suivie d’une ultracentrifugation. Si 

une réduction de la taille du filtre permet de réduire la proportion de contaminants cellulaires, 

elle réduit conjointement la proportion de virus de grande taille (comme les représentants de 

la famille des Mimiviridae) présents dans les viromes (Halary et al., 2016). Le biais de taille 

induit par le filtre utilisé ne permet donc pas d’étudier de façon exhaustive la diversité des 

communautés virale. Enfin, il a été reporté que l’utilisation de certains linkers-tags, peut 

induire des biais d’amplification, compliquant les analyses quantitatives (Roossinck et al., 

2010).   

- Il existe également un impact de l’amplification aléatoire sur la représentativité des 

viromes obtenus dans le cas d’échantillons multiplexés. En effet, avant de réaliser le pool des 

produits de PCR purifiés des échantillons, le succès de l’amplification a été testé, de manière 

relative, par visualisation de l’intensité des trainées d’ADN (smears) après migration des 

produits de PCR. La quantité d’ADN présente après l’amplification aléatoire peut donc être 

différente entre les échantillons. Cependant, le pool des produits PCR a été réalisé en utilisant 

un volume identique de produits de PCR par échantillon. Cette méthode privilégie donc, en 

terme de quantité de reads obtenus après séquençage, les échantillons dont l’amplification a 

été la plus efficace (Harris et al., 2010). Afin d’éliminer ce biais, il est nécessaire de procéder 

au pool d’une quantité égale d’ADN entre les échantillons. 
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- Nous avons enfin remarqué qu’il existe un impact de la technologie de séquençage 

utilisée sur la qualité du démultiplexage. En effet, le séquençage par MiSeq (générant des 

séquences de 250pb et de 300pb dans le cas de notre étude) permet de réattribuer de façon 

sûre 60% des reads à leur échantillon d’origine ; alors que la technologie HiSeq (générant des 

séquences de 150pb) n’en réattribue que 40%. Cette incertitude dans le démultiplexage d’une 

grande partie des reads est inhérente au séquençage par haut-débit, notamment du fait que les 

extrémités des reads sont moins bien séquencées que leur centre. Cela peut causer des erreurs 

dans les séquences des linkers et des tags situés aux extrémités des reads qui ne seront donc 

plus reconnus par les scripts permettant leur démultiplexage. Il est cependant important de 

préciser le fait que des reads ne soient pas demultiplexables n’empêche pas leur utilisation 

lors de l’étape d’assemblage de novo permettant la création de contigs viraux. Enfin, il est 

nécessaire de relativiser la balance entre efficacité du démultiplexage et profondeur de 

séquençage en fonction de la technologie de séquençage utilisée et du nombre d’échantillons 

multiplexés. En effet, dans le cadre du traitement d’un grand nombre d’échantillons, il serait 

préférable d’utiliser le séquençage par HiSeq, plus profond que le MiSeq, afin de permettre à 

chaque échantillon de posséder une couverture suffisante permettant l’analyse convenable de 

leur virome (Genohub-ngs-instrument-guide).  

Il est également à noter que notre technique de multiplexage influence le rendement du 

séquençage par la technologie Illumina. En effet, le fait que les séquences d’ADN possèdent 

des séquences identiques à leurs deux extrémités auraient une influence négative sur la 

génération des clusters, ce qui induirait un séquençage moins efficace concernant la quantité 

de reads produits (ingénieur de la société Genewiz, communication personnelle). 

Enfin, les technologies de séquençage évoluent rapidement, si bien que les 

technologies de séquençage par MiSeq ou HiSeq, donnent aujourd’hui au maximum 

respectivement jusqu’à 25 000 000 de reads de 600pb de longueur et 375 000 000 reads de 

300pb, sont déjà dépassées par la technologie NovaSeq de la plateforme Illumina. Cette 

dernière permet d’obtenir près de 10 000 000 000 reads de 300pb, ce qui représente un 

rendement 25 fois supérieur à celle de HiSeq (Genohub-ngs-instrument-guide). Ce gain de 

profondeur permet aux études de métagénomique virale de traiter un grand nombre 

d’échantillons en parallèle, ce qui est important dans le cadre de l’étude comparative de 

viromes. 
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La matière noire, limitation de l’étude des viromes 

 

Une des limitations principales rencontrées dans l’étude de la majorité des viromes 

obtenus par métagénomique virale est le pourcentage élevé de séquences ne pouvant être 

taxonomiquement attribuées (Rosario et Breitbart, 2011). Nommées « matière noire » (dark 

matter), ces séquences peuvent appartenir à des virus inconnus ou à des contaminants 

d’origine cellulaire. Elles représentent une part significative, voire la majorité, des séquences 

présentes dans les viromes (Krishnamurthy et Wang, 2017; Rosario et Breitbart, 2011). Cette 

matière noire représente un frein important à notre compréhension du monde viral. D’une 

part, elle représente une source de diversité génétique inexploitable ; et d’autre part, elle peut 

amener à surestimer la diversité virale présente dans les échantillons testés.  

 

 La présence de matière noire dans les viromes est explicable par deux faits : notre 

connaissance parcellaire de la diversité des virus couplée à un manque d’efficacité des outils 

d’attribution taxonomique.   

 

- En effet, l’attribution taxonomique des séquences issues des viromes repose 

majoritairement sur leur comparaison avec les séquences virales présentes dans les bases de 

données. Or, de par nos connaissances fragmentaires de la diversité des virus, les bases de 

données virales sont incomplètes. Par exemple, en janvier 2015, 1531 virus entièrement 

séquencés étaient disponibles dans la base de données NCBI RefSeq, et la majorité d’entre 

eux (86%) dérivent seulement de 3 phyla hôtes sur 61 (Roux, et al., 2015).  

Des études ont été récemment effectuées dans le but de compléter les bases de données 

virales en y incorporant des séquences de virus infectant des organismes peu étudiés comme 

les archées et certains groupes de bactéries. Ces études ont été réalisées par métaprotéomique 

avec annotation de protéines virales à grande échelle à partir d’un virome marin (Brum et al., 

2016), par séquençage de cellule unique (single cell genomics) (Rinke et al., 2013), ou par 

fouille de bases de données (Roux et al., 2015).  



Chapitre II – Développement d’un protocole dédié à la préparation et à l’analyse de viromes 

 

 

108 

- Une approche complémentaire consiste à améliorer l’efficacité de l’attribution 

taxonomique en développant ainsi qu’en optimisant des outils d’attribution taxonomique. Les 

outils d’attribution taxonomique regroupent majoritairement ceux se basant sur des 

alignements (BLAST (Altschul et al., 1990), USEARCH (Edgar, 2010)), sur l’HMM (profile 

Hidden Markov Models) (Remmert et al., 2012; Skewes-Cox et al., 2014) et l’analyse de la 

composition des k-mers (motif nucléotidique de longueur k) (Ren et al., 2017; Rosen et al., 

2011). Enfin, l’analyse de signatures oligonucléotidiques propres aux virus d’un 

environnement donné (Willner et al., 2009), et l’analyse de la circularisation des contigs ou de 

la structure des cadres de lecture ouverts (ORFs) (Labonté et Suttle, 2013) sont également 

possibles. Il est également possible de combiner plusieurs de ces approches afin d’améliorer 

l’attribution taxonomique des séquences issues des viromes.  

Le BLAST est l’outil le plus fréquemment utilisé en attribution taxonomique. Il a été 

montré que cette méthode permet d’assigner de  manière plus efficaces de grandes séquences 

que de courtes séquences (Fancello et al., 2012). L’utilisation de l’assemblage de novo 

couplée au mapping permettrait d’augmenter la proportion de reads taxonomiquement 

attribués par des analyses sans étape de mapping avant l’attribution taxonomique 

(Krishnamurthy et Wang, 2017). Cependant, l’efficacité de cette approche sur la réduction de 

la proportion de matière noire n’a pas été clairement quantifiée.  

 

Le but de l’étude qui suit était de quantifier l’efficacité de l’assemblage de novo et du 

mapping avant l’attribution taxonomique par BLAST sur la réduction de la proportion de 

matière noire. Pour ce faire, deux protocoles, intégrant ou non l’assemblage de novo des reads 

en contigs couplée à une étape de mapping précédant l’attribution taxonomique des contigs 

par BLAST, ont été testés comparativement sur des viromes provenant d’échantillons 

diversifiés. Ils ont été testés sur huit de nos viromes d’arthropodes et de plantes, ainsi que sur 

sept viromes réalisées lors de cinq études de métagénomique virale indépendantes, et 

provenant d’échantillons de sols, d’eau, de fèces humains et de moustiques. Cette étude 

montre que l’ajout d’une étape d’assemblage de novo et de mapping en amont de l’étape 

d’attribution taxonomique permet de réduire de près d’un facteur cinq la quantité de matière 

noire présente dans l’ensemble des jeux de données testés. 
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Supplementary materials 

 

Supplemental Table 1: Comparison of the performance of BLASTx searches against the 

viral published sequence database with or without a prior read to contig mapping step. 

BLASTx searches were performed on raw reads and after mapping of reads to contigs.   
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Supplemental Table 2: Five most abundant viral families found across the 15 viromes used 

in this study 
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Supplemental Table 3: Global diversity in samples (BLASTx searches on 10.000 reads) 
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Bilan et perspectives 

Nos analyses bioinformatiques, menées sur des viromes provenant d’échantillons 

d’origine diverse et ayant été obtenus par différents procédés, montrent que l’association 

d’une étape de mapping à l’assemblage de novo permet d’augmenter en moyenne d’un facteur 

cinq la proportion de séquences virales attribuées dans les viromes analysés, comparativement 

à une analyse n’effectuant pas ces étapes. Ce résultat serait explicable par le fait que les reads 

sont moins longs que les contigs, longueur qui, liée au faible degré de similitudes de certains 

reads avec les séquences présentes dans les bases de données, réduit en conséquence 

l’efficacité de l’attribution taxonomique par BLAST (García-López et al., 2015). 

Il est à noter que la proportion de matière noire résiduelle dans les viromes est 

dépendante du type d’échantillon d’où proviennent les viromes, ceux disponibles 

publiquement contenant plus de matière noire résiduelle que les nôtres. Cette différence 

pourrait provenir du fait que l’ensemble des viromes publics utilisés lors de cette étude ont été 

obtenus par amplification par la polymérase phi29 qui est connue pour introduire des biais 

d’amplification en faveur des génomes constitués d’ADN circulaire (Kim et Bae, 2011). Cette 

différence pourrait également être expliquée par le fait que les virus environnementaux sont 

peu présents dans les bases de données, et que donc certains virus contenus dans des viromes 

provenant d’échantillons environnementaux n’aient pas été identifiés par BLAST. 

En conclusion, afin de réduire la quantité de matière noire présente dans les viromes, il 

est nécessaire : 

- De diminuer la contamination des échantillons par des acides nucléiques d’origine cellulaire, 

notamment en améliorant les étapes de filtration et de digestion des acides nucléiques non-

encapsidés ; 

- D’utiliser des technologies de séquençage maximisant soit le nombre de reads soit leur 

longueur en complémentarité, afin de faciliter l’assemblage des reads en contigs ; 

- D’améliorer les outils servant à l’attribution taxonomique, et d’utiliser plusieurs outils en 

combinaison ; 

- D’enrichir les bases de données en y déposant des séquences virales divergentes de celles y 

étant actuellement référencées. 
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Chapitre III - Diversité des communautés virales associées à 

des arthropodes ravageurs de cultures
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Impact des arthropodes ravageurs dans les agroécosystèmes 

 

Les agroécosystèmes, écosystèmes simplifiés par les activités humaines, représentent 

un bon modèle d’étude de la diversité ainsi que de la circulation des virus, et en particulier de 

ceux associés aux arthropodes qui y représentent la composante animale majeure. Améliorer 

le fonctionnement des agrosystèmes et favoriser le biocontrôle des populations d’insectes 

ravageurs et/ou vecteurs nécessite de comprendre les équilibres des communautés associées, 

incluant les communautés virales. Il est donc nécessaire d’établir en préliminaire l’inventaire 

des virus dans un agrosystème modèle.  

La métagénomique virale appliquée aux agroécosystèmes est encore rare, limitée à ce 

jour aux virus de plantes. Ces études ont permis de mettre en évidence une grande diversité de 

virus associés aux plantes cultivées et sauvages (Palanga et al., 2016; Roossinck, 2011b; 

Roossinck et al., 2010; Roumagnac et al., 2015). À notre connaissance, les seuls viromes 

d’arthropodes ravageurs de cultures publiés sont ceux associés l’aleurode du tabac (Bemisia 

tabaci, Hémiptère), les auteurs de cette étude s’étant principalement intéressés aux phytovirus 

présents dans cette espèce d’insectes, ne décrivant pas les virus potentiellement 

entomopathogènes (Ng, Duffy, et al., 2011; Rosario et al., 2014, 2015). Une grande part de la 

diversité des virus associés aux arthropodes ravageurs de cultures reste donc sous-explorée. 

 

L’objectif des deux études suivantes a été de caractériser, par une approche de 

métagénomique basée sur la purification de particules virales, l’ensemble de la diversité et de 

la composition des communautés virales présentes chez certaines espèces d’arthropodes 

ravageurs de cultures. 

- La première étude porte sur le tétranyque tisserand (Tetranychus urticae, Acarien). T. 

urticae est un acarien ravageur de cultures possédant une répartition mondiale (Jeppson et al., 

1975). Cette espèce est également extrêmement polyphage, et a un impact négatif important 

sur la production agricole (Jeppson et al., 1975). Enfin, cette espèce présente des records de 

résistance aux pesticides (Van Leeuwen et al., 2010). Les viromes de deux populations de T. 

urticae provenant de deux élevages différents ont été comparés.  
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- La seconde étude porte sur la caractérisation des viromes de trois espèces d’insectes 

ravageurs de cultures possédant également une répartition mondiale : l’armigère de la tomate 

(Helicoverpa armigera, Lepidoptère), le phytonome de la luzerne (Hypera postica, 

Coleoptère) et le puceron vert du pois (Acyrthosiphon pisum, Hemiptère), ce dernier étant 

vecteur de virus phytopathogènes (CABI). Ces insectes ont été échantillonnés dans deux 

agroécosystèmes adjacents : des champs de luzerne et des prairies. Des plantes, ainsi que deux 

espèces d’arthropodes prédateurs ont également été échantillonnées. La distribution des 

espèces virales les plus abondamment présentes dans les viromes obtenus a enfin été 

examinée dans les communautés d’arthropodes présentes dans les agroécosystèmes testés.  

Les résultats de ces deux études ont permis d’améliorer nos connaissances sur la 

diversité des communautés virales associées aux arthropodes ravageurs de cultures.  
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Abstract  

The two-spotted spider mite Tetranychus urticae is a cosmopolitan agricultural pest 

that displays an extensive host plant range and extreme records of pesticide resistance. A 

better understanding of their virome could hence allow developing new biological tools to 

control this pest using their natural virus-based enemies.  Here, we present T. urticae viromes 

obtained by viral metagenomics based on viral particle purification. We recovered contigs that 

could putatively be attributed to ten new viral species, including a mini-densovirus, 

representing extant as well as new viral lineages. Two of these viruses were also found in T. 

urticae transcriptomic but not in genomic datasets. These findings offer new insights into 

arthropod virus evolution and may provide new opportunities for developing biological 

control agents against this pest.  

 

Keywords: Arthropod, Mite, Tetranychus urticae, Viral Metagenomics, virus diversity, 

phylogeny, agricultural pests. 
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Introduction 

Mites and ticks are small arachnids belonging to Acari that are mostly known for their 

detrimental impact on human, animal and plant health1. While ticks represent a relatively 

small number of taxa (around 900 species) all sharing a parasitic, blood-feeding alimentary 

regime, mites are extraordinarily diversified (more than 40 000 species) exhibiting a large 

diversity of lifestyles, including plant feeders, mite-predators or arthropod ectoparasites and 

are found in all ecosystems, both terrestrial and aquatic. Unlike ticks that can vector a number 

of pathogenic bacteria and viruses, only a few species of mites present direct threats to plant 

or animal health. Among them, the two-spotted spider mite, Tetranychus urticae is an 

agricultural pest2 that produces a silk-like web micro-habitat protecting colonies against 

predators or abiotic stresses3. T. urticae disperses actively or passively, it is spread by the 

wind or through plant movments2 and displays a worldwide distribution. This mite is highly 

polyphagous and feeds on more than 1000 plant species corresponding to more than 140 

botanical families (http://www1.montpellier.inra.fr/CBGP/spmweb/; 

https://www.pesticideresistance.org/) making this pest particularly problematic in greenhouses 

and crops, where they can cause significant damage to a number of food-producing cultures 

(such as tomato, cucumber, maize, soybean, grape and citrus) and flowers (chrysanthemums 

and orchids)2. As predicted by computational modelling, global warming is expected to 

worsen this situation by accelerating T. urticae development, leading to increase populations 

and expand their distribution, which raises concerns about control solutions4. Indeed, 

conventional treatments against T. urticae mostly involve synthetic acaricides. Although 

efficient, their heavy use to control T. urticae has resulted in one of the highest incidence of 

pesticides resistance recorded in arthropods5. Moreover, acaricides also compromise 

biocontrol by eliminating T. urticae natural predator mite Phytoseiulus persimilis. Decreasing 

the predation pressure has then led to increase even more the use of acaricides, thus increasing 
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selection of resistance in T. urticae populations6. In this context, the development of 

alternative solutions to chemicals is strongly encouraged; one promising way consists in 

diversifying of the use of T. urticae natural enemies and particularly to include their 

pathogens. 

Very little is known about the diversity of mite pathogens, the small size (~1 mm long) 

of most mites may have been a major obstacle to explore their pathologies and their 

pathogens; this is particularly true for mite viruses. Only one virus has been described for T. 

urticae: it is an enveloped, rod-shaped virus, discovered in laboratory populations7, that 

infects the mite gut cells. Nowadays, the development of whole genome sequencing (WGS) 

methods allows overcoming the size limitation of organisms, making feasible the exploration 

without a priori knowledge of the microbial communities associated with tiny animals. 

Indeed, metagenomics has revolutionized microbiology including virology, showing an 

unexpected diversity and persistence of viruses in all organisms. The next challenge is now to 

understand these interactions and the roles viruses play in ecosystems functioning at all levels, 

from the individual organism to populations.  

Viral metagenomics applied to Acari have been first used to explore the virus 

communities (so-called the virome) associated with blood-feeding ticks, which revealed the 

extraordinary diversity of viruses in these small arthropods8,9. Recently, a similar approach 

has been used to analyze the viral population specific to Varroa destructor, a bee ectoparasitic 

mite that also transmits to the insect several viruses that may contribute to colony collapse10. 

This work revealed new viruses infecting V. destructor, belonging to Baculoviridae, 

Circoviridae, Dicistroviridae and Iflaviridae families, confirming the interest of 

metagenomics to analyze viromes in very small animals.  
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In the study presented here, we investigated the viral community associated with T. 

urticae by in depth sequencing of virion-associated nucleic acids (VANA)11. We analyzed the 

virome composition of two T. urticae laboratory populations from different geographic 

origins and host plants. We found ten new viruses belonging to taxa associated with 

arthropods, five viruses being shared by both mite populations. In particular, we discovered a 

new densovirus that was present in abundance in both viromes and in two other T. urticae 

laboratory populations. This highly divergent novel virus, which has an unusual small genome 

size, is likely to represent a new species in the Ambidensovirus genus.  

These discoveries illuminate our knowledge of viruses associated with an arthropod 

taxon which has been long neglected by virologists. In addition to, this work outlines the 

importance of understanding virus association and dynamics in T. urticae for developing 

biocontrol strategies.  

 

Results 

Overview of the Spider mite virome. To explore the viral diversity of T. urticae, we semi-

purified viral particles from two laboratory populations (respectively called the Portuguese (P) 

and French (F) population) (see Methods). A total of 680 600 cleaned reads were obtained, 

including 219 982 reads from the French population and 460 618 reads from the Portuguese 

population.  

Fourteen viral contigs (1.6 to 8.6 kb in length) were obtained by de novo assembly of 

the VANA reads in both populations (Tab.1). Thirteen out of the fourteen contigs were 

mostly related to non-enveloped DNA and RNA viruses belonging to clades infecting 

arthropods, including Dicistroviridae, Parvoviridae, Birnaviridae, Nodaviridae and 
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unclassified picornavirales. In addition, one viral contig (2481nt) had similarity with yeast 

and fungi-infecting viruses of the Narnaviridae family, which might come from environment 

contamination (e.g. food), even though we cannot exclude its replication in spider mites. 

While nine viral contigs were isolated in the P population only, five viral contigs were found 

in both populations (Tab.2 ; Fig. 1A). 

Among the five viral contigs that are common to both viromes, one assigned to the 

Parvoviridae family largely dominates in terms of reads abundance (>28% of viral reads in 

both populations), the others being found at much lower frequencies (0.1% to 10.6%) (Fig.1 

B). Sequence analysis and open reading frame (ORF) prediction showed that this parvovirus 

has an ambisense genomic organization, and its NS1 shares 39% aa identity with its closest 

relative Lupine feces-associated densovirus 2 (accession number: ASM93489. According to 

the new species demarcation threshold in the Densovirinae sub-family proposed to the ICTV 

(i.e. <85% related by NS1 amino acid sequence identity12, this virus might represent a new 

divergent species in the Ambidensovirus genus and the first densovirus isolated from 

Arachnids (Fig.2, Tab.1). This virus is hereafter referred to as Tetranychus urticae associated 

ambidensovirus (TuaDV). 

Although the Birnaviridae family has been poorly investigated so far, the phylogenetic 

analyses showed that two contigs found in T. urticae viromes (representing of 3.8% of reads) 

clustered within the insect-infecting entomobirnaviruses (Fig.3). The polymerase and capsid 

proteins of this putative novel entomobirnavirus share 30% aa identity with the Infectious 

bursal disease virus virus; accession number AAS10174.1 and 33% aa identity with the 

Blotched snakehead virus virus; accession number YP_052864.1, respectively. Therefore, this 

putative novel entomobirnavirus species-level lineage could represent the first 

entomobirnavirus isolated from Arachnids (Tab.1).  
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Concerning the three viral contigs clustering within the Nodaviridae family (Fig.4, 

Tab.1), coding for capsid protein, and found in the P population only (representing 1.35% of 

reads), they share up to 58% aa identity with Hubei noda-like virus 9 capsid protein 

(accession number: YP_009337880.1), an unclassified RNA virus. According to the ICTV 

species demarcation threshold (<87% of capsid protein aa identity) and to their position in the 

phylogenetic tree, these contigs may correspond to three novel species-level lineages in a 

novel genus-level lineage in the Nodaviridae family (Fig.4, Tab.1).  

Five contigs were assigned to the Picornavirales order. While two contigs cluster in 

the Dicistroviridae family (hereafter referred to as Tetranychus urticae associated 

dicistrovirus 1 and 2 (Tuad1 and Tuad2), the other three remain unclassified. The capsids of 

Tuad1 and Tuad2 both share 20% aa identity with Beihai picorna-like virus 70 virus 

(accession number APG78062.1; Tab.1). Based on the current species demarcation criteria 

used by the ICTV Dicistroviridae study group (less than 90% aa identity of capsid protein 

identity with closest relatives) and the phylogenetic analyses (Fig.5, Tab.1), it is likely that 

both contigs could represent two novel species-level lineages of the Dicistroviridae family. 

Interestingly, the CP of one of the three unclassified picorna-like viruses shared >99% 

aa identity with the unclassified picorna-like virus Aphis glycines virus 1 (Tab.1). In addition, 

the proteins of the two remaining unclassified picorna-like viruses (hereafter referred to as 

Tetranychus urticae associated picorna-like virus 1 and 2) share 53% to 75% aa identity with 

Aphis glycines virus 1 and Hubei picorna-like virus 80  (Tab.1). Their phylogenetic trees 

showed that they might belong to a highly divergent lineage within the Picornavirales order 

(Fig.5). Moreover, Tetranychus urticae associated picorna-like virus 1 and 2 contigs could 

represent new species-level lineages according to the species demarcation criteria defined by 

the ICTV (<90% of capsid protein identity with closest relatives) (Tab.1).  
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Finally, the Tetranychus urticae associated narnavirus, present in 0.15% and 0.2% of reads in 

P and F populations respectively, was the only one in this study that clustered with fungi 

viruses. Although these viruses are poorly known, the phylogenetic position of this contig 

within the Narnavirus genus suggests that it might represent a new species-level lineage 

according to the ICTV species demarcation threshold (<50% of protein sequence identity 

compared to the closest relative) (Fig.6, Tab.1). 

 

Discovery of a new densovirus species in spider mites. As pointed above, the size of the 

densovirus contig (i.e. 2.8 kb) found in the T. urticae viromes was smaller than the size of the 

viruses characterized so far in the Ambidensovirus genus and typically ranging from 5.3-6 

kb12. Ambidensoviruses usually display a single ORF encoding for four structural proteins 

(VP1-4) that are produced by leaky scanning, and three ORFs encoding for non-structural 

(NS) proteins. Viruses in the Parvoviridae family are characterized by two typical domains, i) 

a phospholipase A2 (PLA2) motif located in VP1 of most parvoviruses, including in all 

species described so far in the Ambidensovirus genus. ii) A Super Family 3 (SF3) helicase 

domain located in the NS1 protein and common to all parvoviruses.  

Analysis of the new densovirus contig predicted three open reading frames, one 

encoding a VP protein and one a NS1 protein with respective sizes of 506 and 354 aa, which 

would be the smallest proteins described so far among densoviruses. As expected, the NS1 

sequence included the SF3 domain and displayed 39% identity with Lupine feces-associated 

densovirus 2 
13. One additional incomplete ORF was also predicted although with lower 

confidence, corresponding to 164 aa. Interestingly, the VP sequence lacked the typical PLA2 

domain and displayed 30% identity with the VP of Lupine feces-associated densovirus 2. 
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Based on the current species demarcation criteria used by the ICTV, such features suggest that 

the novel densovirus represents a new species among the Ambidensovirus genus.  

To confirm the presence of this new ambidensovirus in the P and F populations and its 

sequence, we realized overlapping PCRs with specific primers and sequenced the PCR 

products by the Sanger method. Our results showed that this densovirus was confirmed in 

both populations and displayed identical consensus sequences.  

 

Genomic and transcriptomic database screening. To gain insights into the diversity and the 

distribution of viruses in T. urticae, we further screened genomic and transcriptomic datasets 

of this mite using as queries all ten viruses identified in this study. Our search highlighted that 

T. urticae transcriptomes contained sequences displaying >95% of nucleotide identity to 

Aphis glycines virus 1 and Tetranychus urticae associated picorna-like virus 1 (Tab.3). 

Interestingly, one sequence related to an ambidensovirus was found in the genome of T. 

urticae but this sequence was different from TuaDV (70% of nt identity); no sequence 

corresponding to this virus was found in any of the transcriptomes analyzed suggesting that 

TuaDV corresponds to an extant virus, which origin remains to be clarified. 

Last, it has to be mentioned that one transcriptomic sequence (accession number 

GW017620.1) matched with the Tetranychus urticae associated nodavirus segment B1, but 

could not be assigned with high confidence because of its small size (Tab.3). 
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Discussion 

In this work, we explored the diversity of viruses associated with the spider mite 

Tetranychus urticae, an Acari that has been long neglected by virologists. We compared the 

virus communities of two laboratory populations with different spatial (geographical) origins 

and rearing history using a viral metagenomics approach and we combined this approach with 

virus screening in T. urticae genomic and transcriptomic databases.  

We discovered a panel of 10 potentially new virus species belonging to seven families 

of small, non-enveloped viruses, which considerably increased our knowledge of viruses 

associated with this mite. Interestingly, most of the virus genotypes found in this study were 

classified within arthropod-infecting taxa supporting their direct association with mites; 

although, the host range of viruses cannot be assigned with high confidence with this 

approach, as viral sequences can result from trophic (e.g. feeding behavior) or laboratory 

contaminations. However, the presence of the same viruses (for which the closest 

phylogenetic taxa are associated to arthropods) within different independent host populations 

suggest that these viruses could infect spider mites. 

The phylogenetic trees we obtained also highlighted the poor knowledge we have on 

arthropod viruses14–16. Indeed, the viruses revealed in the present study were often located at 

the base of the phylogenetic trees of the largest taxa, such as for Picornavirales and 

Parvoviridae, or were grouped into poorly documented viral families, suggesting that many 

more viruses remain to be discovered in arthropods, and particularly in spider mites.  

The comparative analyses of the viromes highlighted the unexpected feature that both 

mite populations display a (rather small) set of identical viruses (5). The probability is clearly 

low that five phylogenetically distant viruses randomly infect two independent host 

populations. Considering on one hand the different geographical origin and rearing history of 
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the populations and on the other hand the propensity of viruses to diversify, these 

observations suggest at simplest that cross-contamination might have occurred between the 

two laboratory populations, due to material exchanges that have not been traced. 

Alternatively, this community may highlight some properties of this mite-virus system: i) 

these five virus species might have a uniform and wide distribution in mite populations; ii) 

some behavior and/or rearing conditions (e.g. feeding, social organization, host density) may 

select virus communities17. To verify the reality of the spider mite common virome, further 

studies are needed to explore virus prevalence and diversity more thoroughly: i) by improving 

mite sampling (spatial and temporal) in ecosystems and ii) by increasing sequencing coverage 

to better determine the genetic structure of spider mite viromes.  

Among the five viruses that are common to both mite populations, we found a new 

densovirus, related to members of the Ambidensovirus genus and tentatively called TuaDV. 

Interestingly, this new Ambidensovirus species (noticeably infecting the two F and P host 

populations) has never been described in databases. Moreover, TuaDV displays original 

features, in particular an unusual small size of its coding sequence and the absence of a PLA2 

motif so far found in all the related species in this genus12. Database screening showed no 

sequence corresponding to TuaDV, although a number of other viral sequences could be 

found, including one corresponding to another densovirus in the genome of T. urticae. 

However, we cannot exclude that TuaDV genome could have been eliminated during T. 

urticae genome assembly or was not detected in transcriptomes due to low depth sequencing.  

Metagenomics allows to make inventories of within-host viral communities, which is 

the first step towards the understanding of viral associations18. It is becoming clear that multi-

infections and persistent viruses are important to be considered to better understand infection 

processes and the pathogenicity of specific strains18. In experimental colonies, mite density 

can vary, due to variation in mortality levels which can occur without knowledge of the causal 
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agent(s)/conditions (A. Duncan, personal communication). Whether or not the viruses found 

in this study are pathogenic for mites remains to be assessed by experimental infections. 

Alternatively, we cannot exclude that these viruses could represent a non-virulent “core 

virome”, which role if any, remains to be determined. Experimental mite colonies could 

provide a powerful system to combine descriptive and manipulative experiments to test virus 

pathogenicity in individual hosts and their dynamics (prevalence and persistence) and 

evolution in host populations.  

 

Methods 

Mite populations. Two laboratory T. urticae populations from Portugal and France were 

processed using the VANA metagenomics-based approach. The Portuguese (P) population 

was established at the University of Lisbon from around 200 females collected in January 

2014 in Spain (Almeria) on roses and kept on bean plants (Phaseolus vulgaris, Fabaceae, var. 

Enana; Germisem Sementes Lda, Oliveira do Hospital, Portugal) ever since. This population 

also contained a mix of two other experimental lines, London S and EtoxR. The London 

strain, originally collected in the Vineland region, Ontario, Canada, originates from the 

culture used in the T. urticae genome project19, maintained at the University of Logroño and 

later transferred to the University of Ghent. The EtoxR strain was originally collected in Japan 

and maintained for 5 years in the laboratory at Bayer CropScience before being transferred to 

the University of Ghent’s, where it was further maintained on potted bean plants and sprayed 

until runoff with 1,000 mg active ingredient per liter of etoxazole. Both strains were 

established at the University of Lisbon, from approximately 2000 individuals sampled from 

the Ghent stock. They were maintained on bean (Phaseolus vulgaris, Fabaceae, var. Enana; 

Germisem Sementes Lda, Oliveira do Hospital, Portugal) at the University of Lisbon, since 
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July 2013. The Montpellier population (so-called the French (F) population here) originated 

from Netherlands (Pijnacker) and was collected in May 1994 on cucumber plants. This 

population was maintained at the University of Amsterdam until September 2007, and it was 

then transferred to Montpellier. In 2011, it was transferred to tomato plants. London S was 

also used for virus screening in this study. The London strain, originally collected in the 

Vineland region, Ontario, Canada, originates from the culture used in the T. urticae genome 

project19, maintained at the University of Logroño and later transferred to the University of 

Ghent. The London strain was maintained on bean (Phaseolus vulgaris, Fabaceae, var. 

Enana; Germisem Sementes Lda, Oliveira do Hospital, Portugal) at the University of Lisbon, 

since July 2013. 

 

Viromes preparation and sequencing. Samples were made of pools of around 200 T. 

urticae individuals from where viral particles were purified using the method described by 

Palanga et al. 11. Briefly, T. urticae pools were ground in HBSS buffer with beads using a 

tissue homogenizer. The homogenized extracts were filtered through a 0.45 µm filter, and 

centrifuged at 148.000xg for 2.5hrs at 4°C to concentrate viral particles. Then, non-

encapsidated nucleic acids were partially eliminated by DNase and RNase digestion for 1.5h 

at 37°C. Encapsidated DNA and RNA were then extracted and RNA was converted to cDNA 

using a 26nt primer (Dodeca Linker) composed of a 14nt linker linked at the 3’ end to N12. 

Double-stranded DNA was synthetized from single-stranded DNA using Large (Klenow) 

fragment DNA polymerase and the Dodeca Linker. Double-stranded DNA was further 

amplified using one 24nt PCR multiplex identifier primer composed of the 14nt linker used 

during the RT step linked at the 5’ end to a 10nt tag that allowed sample identification. PCR 

products were cleaned and libraries were sequenced on Illumina MiSeq 2x300nt (Genewiz, 

USA).  
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Bioinformatics analyses. After a demultiplexing step using agrep command-line tool in order 

to assign reads to the samples from which they originated20, adaptors were removed and reads 

were filtered for quality (q30 quality and read length >45nt) using Cutadapt 1.921. The cleaned 

reads were de novo assembled into contigs using SPAdes 3.6.2 (K-mer lengths 

21,33,55,77,125)22. Mapping was performed on contigs by cleaned reads alignment using 

Bowtie 2.1.0 (options local very sensitive)23. Taxonomic assignment was obtained through 

searches against the NCBI RefSeq viral database and against the non-redundant (nr) GenBank 

database using BLASTx with an e-value cutoff of <10-3 24.  

 

Viral diversity analyses. Viral contigs were classified as viral operational taxonomic units 

(vOTU). In order to remove inter-sample and laboratory contamination, we focused on the 

most abundant vOTU by using an arbitrary abundance cutoff of <0.1% that was applied for 

each vOTU in all samples. To assess whether vOTUs represent novel or already described 

viruses, their full-length proteins were aligned and compared with their closest relative viral 

proteins (found in GenBank database) using MUSCLE 3.7 (16 iterations) according to the 

species demarcation thresholds recommended within the online (9th or 10th) Reports of the 

ICTV (https://talk.ictvonline.org/ictv-reports/ictv_online_report/). 

 

Phylogenetic analyses. The putative amino acid sequences of T. urticae associated vOTU 

were used for phylogenetic analyses. All ORFs were translated in silico using ORF finder (cut 

off >300nt, ATG start codon) on Geneious 1.725 and aligned with the corresponding proteins 

fragments of relative viruses deposited on GenBank nr database using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) with default settings26. Aligned sequences were manually edited to remove gaps. 

Maximum likelihood phylogenetic trees were produced from these alignments using PhyML 



 

 

136 

3.127,28 with substitution models chosen as the best-fit using Prottest 2.429. One thousand 

bootstrap replicates were used to test the support of branches. Trees were visualized with 

FigTree 1.4 (http://tree.bio.ed.ac.uk/software%20/figtree/). Outgroups were used when 

possible, otherwise trees were mid-point rooted.  

 

Database screening. Sequences of all viral contigs were used as queries to perform BLASTn 

searches within the T. urticae genome: RefSeq genomic database (GCF_000239435.1, 641 

sequences), WGS (CAEY00000000.1, 2035 sequences) and transcriptomes: EST (txid32264, 

80855 sequences) and TSA (BioProject 78685, 9614 sequences; BioProject 78689, 17739 

sequences; BioProject 6829 sequences) with and an percentage of identity cutoff of >95% and 

a e-value cutoff of <10-3.  

 

Validation of a full-length viral sequence. To confirm the presence of T. urticae associated 

Parvoviridae in our samples and to validate its complete coding sequence, we screened our 

pools of mite populations with PCR specific overlapping primers (Table S2). PCR amplicons 

were sequenced using the Sanger method. In order to obtain the ITRs, RACE PCR, using the 

5’/3’ RACE kit, 2nd Generation (Roche), was used unsuccessfully due to the difficulty to 

amplify and sequence Parvoviridae ITRs. 
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Figures 

 

Table 1: Description of the fourteen contigs found in T. urticae viromes.  
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Table 2: Abundance of the viral contigs found in T. urticae viromes. In bold: viral contigs 

representing > 0.1 of read abundance.  

 

 

Table 3: Summary of the number of sequences found in found in Tetranychus urticae 

genomic and/or transcriptomic databases (Refseq_genomic, EST and TSA) that display 

homologies with viral species discovered in the viromes generated in this study (for further 

details, see Table S1). 
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Figure 1. (A) Viruses common and uncommon to T. urticae laboratory and wild populations 

(overlapping and not overlapping circles, respectively). Numbers of virus species are 

indicated in the circles. (B) Relative abundance of viral species in T. urticae laboratory and 

wild populations. 
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Figure 2. Maximum Parvoviridae likelihood phylogenetic tree based on partial SF3 domain 

of the NS1 protein, including 77 parvovirus species and Tetranychus urticae associated 

ambidensovirus (in bold). The alignment of 126 amino acids in length was produced using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) and was hand ungapped. The tree was rooted with the SF3 

domain of the Variola virus D5 protein. Bootstrap values > 50% are indicated at each node. 

Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of the Parvoviridae family 

are indicated in brackets. Genomic organization of Tetranychus urticae associated 

Ambidensovirus is also indicated. Grey arrows and rectangles: predicted open reading frames 

(ORF), Light grey: putative non-structural protein; dark grey: putative structural protein. 

Arrow: complete ORF; Rectangle: truncated ORF. 
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Figure 3. Maximum Birnaviridae likelihood phylogenetic tree based on the partial 

polyprotein, including 8 birnavirus species and Tetranychus urticae associated 

entomobirnavirus (in bold). The alignment of 328 amino acids in length was produced using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) and hand ungapped. The tree was mid-point rooted. Bootstrap 

values > 50% are indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions 

per site. Genera of the Birnaviridae family are indicated in brackets. Genomic organization of 

Tetranychus urticae associated entomobirnavirus is also indicated. Grey arrows and 

rectangles: predicted open reading frames (ORF), Light grey: putative non-structural protein; 

dark grey: putative structural protein. Arrow: complete ORF; Rectangle: truncated ORF. 
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Figure 4. Maximum Nodaviridae likelihood phylogenetic tree based on the partial capsid 

protein, including 14 nodavirus species and Tetranychus urticae associated nodaviruses (in 

bold). The alignment of 122 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and hand ungapped. The tree was mid-point rooted. Bootstrap values > 50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of 

the Nodaviridae family are indicated in brackets. Genomic organization of Tetranychus 

urticae associated nodaviruses is also indicated. Grey arrows and rectangles: predicted open 

reading frames (ORF), Light grey: putative non-structural protein; dark grey: putative 

structural protein. Arrow: complete ORF; Rectangle: truncated ORF. 
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Figure 5. Maximum Picornavirales likelihood phylogenetic tree based on the partial 

polymerase protein, including 86 species and Tetranychus urticae associated picornaviruses 

(in bold). The alignment of 325 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and hand ungapped. The tree was mid-point rooted. Bootstrap values > 50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Families of 

the Picornavirales order and genera of the Dicistroviridae family are indicated in brackets. 

Genomic organization of Tetranychus urticae associated picornaviruses is also indicated. 

Grey arrows and rectangles: predicted open reading frames (ORF), Light grey: putative non-

structural protein; dark grey: putative structural protein. Arrow: complete ORF; Rectangle: 

truncated ORF. 
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Figure 6. Maximum Narnaviridae likelihood phylogenetic tree based on the partial 

polymerase protein, including 29 narnavirus species and Tetranychus urticae associated 

narnavirus (in bold). The alignment of 127 amino acids in length was produced using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) and hand ungapped. The tree was mid-point rooted. Bootstrap 

values > 50% are indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions 

per site. Genera of the Narnaviridae family are indicated in brackets. Genomic organization 

of Tetranychus urticae associated narnavirus is also indicated. Grey arrows and rectangles: 

predicted open reading frames (ORF), Light grey: putative non-structural protein; dark grey: 

putative structural protein. Arrow: complete ORF; Rectangle: truncated ORF. 
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Supplementary figures 

 

Table S1: Detailed information about sequences found in found in Tetranychus urticae 

genomic and/or transcriptomic databases (Refseq_genomic, EST and TSA) that display 

homologies with viral species discovered in the viromes generated in this study. 
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Abstract 

 

Viral metagenomics is a powerful tool to decipher virus diversity and prevalence in 

agroecosystems, which may help to improve their functioning and their management. Toward 

that goal, we need to bring ecological concepts into virology, first establishing an inventory of 

viruses circulating between plants and insects. We defined prototypic agroecosystems in 

Montpellier area, made of two adjacent ecosystems, alfalfa field and grassland. In these fields 

and localities, we sampled plants and three invasive pest species, cotton bollworm 

(Helicoverpa armigera) and alfalfa weevil (the curculionid Hypera postica) larvae and pea 

aphids (Acyrthosiphon pisum). The viromes of about 4000 individuals, grouped in 169 

samples, were obtained by viral metagenomics. We discovered a high diversity of new 

potential arthropod and plant virus species. Arthropod viruses’ composition differs completely 

between pest species, and plants viruses were shared between pest and plants. Finally, we 

analyzed the distribution of thirteen abundant viral species found in crop pests’ viromes in 

arthropod communities using PCR approach. Sampled arthropods represent twelve orders 

grouping about 3500 individuals. Five virus contigs found in pest viromes were associated 

with other arthropod species, and were mainly present in predators. Our results showed that 

coupling viral metagenomics with PCR give insights into the viral diversity and distribution 

in arthropods.  
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Introduction 

 

Agroecosystems, e.g. agricultural ecosystems, represent about 10% of emerging lands. 

They are mainly constituted of fields and grasslands which differ in term of plant diversity, 

and therefore in arthropod diversity and abundance (Lewinsohn and Roslin, 2008; Nyman et 

al., 2012; Siemann et al., 1998). There is an increasingly evidence that the level of internal 

regulation of function in agroecosystems is largely dependent on the level of plant and animal 

biodiversity present. Biodiversity performs a variety of ecological services, including for 

example suppression of undesirable organisms and thus can enhance the production of food 

(Altieri, 1999). But over the last decades the rural areas have undergone habitat 

homogenization and fragmentation. The development of agricultural production thus resulted 

in a diminution of plant species and plant  genetic diversity and in increasing in the densities 

and surfaces of field crops (Planning et al., 2002).  

These factors are responsible for the presence of arthropod pests in agroecosystems. 

Arthropods are the most abundant and diverse animals in agroecosystems. Less than 0.5% of 

arthropod species are considered as pests, however, some of them are a serious threat to crops 

(http://www.fao.org/). Indeed, they are responsible for the loss of almost 1/15 of the total 

annual agricultural production, due to their herbivory. Moreover, the role of some of them in 

the propagation of phytoviruses also contributes to the reduction of agricultural yields. For 

example, the Tomato spotted wilt virus, transmitted by thrips, was responsible for yields 

reduction estimated at more than $ 1 billion in the 1990s (Scholthof et al., 2011). 

The regulation of crop pest populations is mainly achieved through the use of 

chemicals. However, the use of pesticides poses many problems, such as loss of biodiversity, 

impact on human health and the selection of resistant arthropod pests populations (Tilman et 

al., 2002). Therefore, there is an urgent need for sustainable alternatives to pesticides. 

Biological control, i.e. the use of auxiliary organisms to prevent or reduce damage caused by 

pests, has gained in interest in recent years as it is less dangerous to human health and more 

selective than chemical insecticides (Lacey, Frutos, Kaya, & Vail, 2001). Entomopathogenic 

viruses, that naturally occurring in arthropod populations, represent largely unexplored 

biological control resources. Indeed, viruses are known to play a major role in the regulation 

of their host populations, as shown by the impacts of some of the emerging viruses on 

humans, crops and livestock (Jones et al., 2008; Woolhouse and Gowtage-sequeria, 2005), 
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which can have up to fundamental consequences in biochemical processes on a global scale 

(Suttle, 2007; Yoon et al., 2011). However, only few viruses belonging to the Baculoviridae 

family are currently used in biological control (Lacey et al., 2015). However, baculoviruses 

already show their limitations as resistances have appeared in target insect populations. All 

these facts highlight the need to explore new pathogenic viral resources for arthropod pests 

regulation. 

For all the reasons mentioned above, the characterization of viral communities 

associated with agroecosystems, and particularly with arthropod pests, is important in both 

terms of theoretical and applied outcomes in cultivated plants health. Viral metagenomics that 

represents without molecular a priori viral enrichment technics coupled to high throughput 

sequencing is a powerful tool for exploring viral diversity. The use of viral metagenomics 

allowed to gain exponential knowledges of viral communities diversity found in a high 

varieties of hosts and ecosystems (Labonté and Suttle, 2013; Lecuit and Eloit, 2013; 

Mohiuddin and Schellhorn, 2015; Rosario and Breitbart, 2011; Roux et al., 2016; Zablocki et 

al., 2014). A first step toward the comprehension of viral importance in agroecosystems is to 

establish an inventory of viruses circulating between plants and insects. However, to our 

knowledge, the only published arthropod pests viromes are those of whiteflies (Bemisia 

tabaci), and the authors of these study focused on phytoviruses present in this insect species 

(Ng et al., 2011; Rosario et al., 2015, 2014).  

To gain insights into diversity and composition of agroecosystems viral communities, 

we defined prototypic agroecosystems in Montpellier area, made of two adjacent ecosystems: 

alfalfa field and grassland. Alfalfa (Medicago sativa), cultivated as forage to livestock, 

represents the most cultivated legume in the word, with an annual production of 454 million 

of tons/year (FAO, 2002). Alfalfa is attacked by many pests, as alfalfa weevils and caterpillars 

that cause direct damage to the foliage. Some of them, as pea aphid (as Acyrthosiphon pisum), 

can be vectors of plant viruses (Frame et al., 1998), as the alfalfa mosaic virus that has caused 

yield losses of 24% to 67% (Forster et al., 1997).  

In these ecosystems, we sampled three invasive pest species displaying a worldwide 

geographical distribution: the cotton bollworm Helicoverpa armigera (Lepidoptera, 

Noctuidae) (http://www.cabi.org/isc/datasheet/26757), the alfalfa weevil Hypera postica 

(Coleoptera, Curculionidae) (http://www.cabi.org/isc/datasheet/28335) and the pea aphid 

Acyrthosiphon pisum (Hemiptera, Aphididae) (http://www.cabi.org/isc/datasheet/3147). We 
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also sampled plants: Alfalfa (Medicago sativa) and grassland plants. The viromes of about 

4000 individuals, grouped in 169 samples, were obtained by viral metagenomics.  

Finally, to analyze the circulation of arthropod pest associated viruses, PCR screening 

was performed in arthropod communities that comprise twelve orders grouping about 3500 

individuals. Coupling viral metagenomics with PCR gave us insights into viral diversity and 

distribution in arthropods.  

 

Material and Methods 

 

Arthropod pests, predators and plants sampling  

Arthropod species and plant species were collected from two adjacent ecosystems that 

were not treated with pesticides: alfalfa fields and grasslands. The same sampling effort was 

carried out for both ecosystems. Helicoverpa armigera larvae individuals (cotton bollworm, 

Lepidoptera) were sampled between 2014 and 2016 in 5 different localities in Southern 

France (Prades le Lez, Mauguio, Lattes, St Martin de Londres and Candillargues) and in 

Spain (Sevilla and Cordoba). In April 2015, Hypera postica (alfalfa weevil, Coleoptera) 

larvae and Acyrthosiphon pisum (aphid, Hemiptera) individuals were collected in Prades le 

Lez. Arthropods were collected using nets on a surface of 100m2/samples. Alfalfa (Medicago 

sativa, Fabales) and grassland plants were randomly collected in each ecosystem between 

2015 and 2016 (Fig. 1 - Tab. 1. – SM1). After collection, samples were maintained in ice and 

transferred to the lab within 5h and stored at -80°C without addition of any preservative 

solutions. 

 

Virome preparation and sequencing 

Viromes were obtained by the method described by Candresse et al. (Candresse et al., 

2014). Briefly, one gram of insect or plant material were processed using a virion-associated 

nucleic acids (VANA) based metagenomics approach to screen for the presence of DNA and 

RNA viruses. After material grounding, supernatant were then filtered through a 0.45 µm 

filter. The filtrate was then centrifuged at 140000g for 2.5 hrs to concentrate viral particles. 

The resulting pellet was suspended and nonencapsidated nucleic acids were eliminated by 



 

 

157 

adding DNase and RNase incubation at 37°C for 1.5 hrs. Total nucleic acids were extracted. 

After reverse transcription and creation of the complementary strand, random PCR 

amplification was carried out. Tagging steps occurred during RT and PCR steps. Amplified 

and tagged DNA products produced by the VANA approach were sequenced using an 

Illumina platfom (MiSeq sequencing: 2x300 bp and 2x250 bp paired-end sequencing with V3 

chemistry, Beckman Coulter Genomics, USA). 

 

Viromes cleaning, de novo assembly, mapping, and taxonomic assignment  

Raw reads were first demultiplexed using a agrep (Wu and Manber, 1992). Illumina 

adaptors were removed using Cutadapt 1.9 (Martin, 2011) and they were filtered for quality 

(q30, elimination of reads < 15 nt length) and. The cleaned reads were subjected to de novo 

assembly using SPAdes (different kmer sizes: 21,33,55,77,125) (Bankevich et al., 2012) 

followed with CAP3 with default parameters (Huang, 1999). Mapping step of cleaned reads 

was performed on contigs produced by de novo assembly using Bowtie 2.1.0 (with local and 

very sensitive options on) (Langmead, 2010; Toland et al., 2013). All contigs and 

unassembled reads were then subjected to BLASTx searches against the non-redundant 

GenBank protein sequences database for taxonomic attribution (e-value cutoff of < 10-3; 

Altschul et al., 1990). Putative viral genomes ORF were obtained using ORF finder on 

Geneious 1.7 (Kearse et al., 2012). Viral contigs were classified as viral operational 

taxonomic units (vOTU). In order to remove inter-sample and laboratory contamination, we 

focused on the most abundant vOTU by using an arbitrary abundance cutoff of <0.1% that 

was applied for each vOTU in all samples. Each viral species found below this threshold was 

discarded from further analyses. Moreover, samples containing <5000 reads, resulting from a 

failed nucleic acid extraction, were discarded for further analyses. To assess whether vOTUs 

represent novel or already described viruses, their full-length proteins were aligned and 

compared with their closest relative viral proteins (found in GenBank database) using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) according to the species demarcation thresholds recommended 

within the online (9th or 10th) Reports of the ICTV (https://talk.ictvonline.org/ictv-

reports/ictv_online_report/). 
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Arthropods communities sampling and viral screening 

To analyze the prevalence of viruses found in arthropod pests in the ecosystems, 

arthropods communities were also sampled in the same fields and grasslands than those where 

crop species were sampled. The sampling was carried out in 2016 over June-November. The 

sampling was carried out with net on a surface of 300 m2. The harvested arthropods were 

pooled by species, a sample being composed of individuals of the same species collected at a 

given date, location and ecosystem (Fig.1). We next screened these pools for the presence of 

thirteen abundant viral species found in crop pests’ viromes using PCR approach (Tab. 2). 

PCR primers were tested with success on arthropod pest samples.  

Samples were washed with MilliQ water before adding of 200 – 500 µl of PBS buffer. 

For steel balls of 2-3 mm in diameter were placed in each samples, and they were grounded 

for 3 min using Tissue Lyser (Qiagen). RNA extraction was performed on grounded samples 

using RNeasy Mini Kit (Qiagen) floowing manufacturer instructions. Reverse transcription 

step was carried out using SuperScript III Reverse Transcriptase kit (Invitrogen) according to 

manufacturer’s instructions. PCR mix was prepared using Hot Star Master mix (Qiagen) using 

manufacturers protocol. PCR was performed with the following cycling conditions: 95°C for 

2 min, 35 cycles of 95°C for 2 min, 55°C for 1 min, 72°C for 2 min and an additional final 

extension for 5 min at 72°C. Visualization, purification and sequencing of the PCR products 

has been performed as previously described. 

 

Identification of arthropod species 

Arthropod species were identified visually and by PCR barcoding using the COI gene 

primers Uni-MinibarF1: 5'-TCC ACT AAT CAC AAR GAT ATT GGT AC-3' and Uni-

MinibarR1: 5'- GAA AAT CAT AAT GAA GGC ATG AGC-3’ (Meusnier et al., 2008). 

Insect DNA was extracted from 1 to 10 grinded individuals using Wizard DNA purification 

kit (Promega). The amplification was performed by PCR using the HotStarTaq Master Mix 

Kit (Qiagen) according to the manufacturer’s protocol. PCR products were purified using 

Wizard cleanup kit (Promega) according to the manufacturer's protocol. The following 

cycling conditions were used: one cycle of 95°C for 2 min, 5 cycles of 95°C for 1 min, 46°C 

for 1 min, 72°C for 30 sec and 35 cycles of 95°C for 1 min, 53°C for 1 min, 72°C for 30 sec. 

An additional final extension for 5 min at 72°C was then performed. The yield of the PCR 
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products was verified by migration of 8µl of PCR products to agarose gel and visualized by 

staining with ethidium bromide. PCR products were cleaned up using Wizard SV Gel and 

PCR Clean-Up kit (Promega) according to the manufacturer's protocol. The cleaned PCR 

products were sequenced using Sanger’s method (Beckman Coulter Genomics, France). After 

quality cleaning, taxonomic assignment was performed by comparing sequences against 

BOLD database by BLASTn (Ratnasingham and Herbert, 2007). 

 

Statistical analyses  

Statistical analyses were performed using R 3.3.3. Viral diversity accumulation curves 

of Helicoverpa armigera viromes were made using the Vegan package (Oksanen, 2016). 

Differences in viromes diversity and composition of arthropod pest species and plants were 

analyzed using Venn diagrams. The impact of the spatio-temporality, of arthropod taxonomy 

and of the number of individuals per sample on viral presence and abundance was analyzed 

by global linearized models (GLM). 

 

Database screening  

All the near complete viral genomes were used as queries to perform BLASTn 

searches within the Helicoverpa armigera, Acyrthosiphon pisum, and Medicago sativa 

RefSeq (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/refseq/) and WGS genomic databases 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/wgs/), as well as in EST 

(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucest/) and TSA (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/tsa) 

transcriptomic databases with a minimum percentage of nucleotides similarity cutoff of 

!95% and an e-value cutoff of <10-10.  

 

Phylogenetic analyses  

The putative amino acid sequences of viral polymerase proteins viral were used for 

phylogenetic analyses. All ORFs were translated in silico using ORF finder (cut off >300bp) 

on Geneious 1.7 (Kearse et al., 2012). They were aligned with the corresponding polymerase 

fragments of relative viruses deposited on Genbank nr database using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) with default settings (Edgar, 2004). Aligned sequences were edited by Gblocks 
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0.91 with default setting to eliminate poor aligned regions (Talavera and Castresana, 2007), or 

were manually edited to remove GAPs (Parvoviridae and Picornavirales alignments). 

Maximum likelihood phylogenetic trees were produced from these alignments using PhyML 

3.1 (Dereeper et al., 2008; Guindon et al., 2010) with substitution models chosen as the best-

fit using Prottest 2.4 (Abascal et al., 2005). One thousand bootstrap replicates were used to 

test the support of branches. Trees were visualized with FigTree 1.4 

(http://tree.bio.ed.ac.uk/software /figtree/). Outgroups were used when possible, otherwise 

trees were mid-point rooted.  

 

Results 

 

Viromes overview 

After reads quality cleaning and low quality samples removal, we obtained cleaned 

viromes of three arthropod pests and plants. Helicoverpa armigera cleaned viromes were 

obtained for 132 samples (114 field samples - 18 grassland samples) comprising 1590 

individuals. A total of 9 318 409 cleaned reads were obtained from H. armigera viromes 

(representing on average 70 600 reads/sample). Hypera postica viromes were obtained for 14 

samples (11 field samples - 3 grassland samples), comprising about 1400 individuals. A total 

of 2 928 803 cleaned reads were obtained from these viromes (~210 000 reads/sample). 

Acyrthosiphon pisum viromes contained 4 samples (2 field samples- 2 grassland samples) of 

about 400 individuals. 1 450 147 cleaned reads were obtained (~362 536 reads/sample). 

Medicago sativa (alfalfa) and grassland plants viromes were obtained from 530 individuals 

(10 field samples - 9 grassland samples). 1 423 462 cleaned reads were obtained from plant 

viromes (~75 000 reads/sample) (Tab. 1 - SM1). 

H. armigera viromes are dominated by arthropod virus sequences (5% of reads), as 

well as H. postica viromes (72%) (Fig. 2). A. pisum viromes are dominated by one 

bacteriophage species: Acyrthosiphon pisum associated bacteriophage (NC_000935) which 

infects its secondary endosymbiont Candidatus Hamiltonnella defensa (56%). A. pisum 

viromes also contained arthropod virus sequences (9%). Arthropod viromes finally contained 

a significant proportion of plant virus sequences: 5,8% for H. postica and 0,6% for H. 

armigera. A. pisum viromes do not contained plant virus sequences. Finally, plant viromes 
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were dominated by plant virus sequences (12,5% of reads), and traces of arthropod viruses 

and bacteriophages (0,1% and 0,22%, respectively) (Fig. 2). 

 

Viral discovery  

Based on species demarcation threshold recommended by the ICTV on the most 

complete virus coding sequences obtained by de novo assembly; a total of 21 new arthropod 

virus species and of 6 new plant virus species could have been discovered in the viromes of 

the three crop pest species (H. armigera: 10 arthropod viruses and 2 plant viruses; H. postica: 

6 arthropod viruses and 4 plant viruses and A. pisum: 5 arthropod viruses). Finally, alfalfa 

viromes contained contigs that could represent 2 new plant virus species (Tab. 3). Contigs 

displaying sufficient length were placed in phylogenetic trees based on polymerase proteins 

using maximum likelihood method and bootstraps as branch support.  

H. armigera associated Rhabdoviridae contig is clustered with Spodoptera frugiperda 

rhabdovirus (NC_025382) with which it shared about 90% of amino acid similarities on its 

polymerase protein. This contig is placed in a clade grouping other arthropod associated 

unclassified Rhabdoviridae that could represent a new genus-level lineage (Fig. 3). H. 

armigera associated Phenuiviridae contig belongs to an unassigned clade (Fig 4). H. 

armigera associated Nodaviridae contigs are clustered in the Alphanodavirus genus (SM2). 

H. armigera associated Reoviridae contig belongs to an unclassified clade within the 

Spinareovirinae subfamily (SM3). A. pisum associated Parvoviridae contig is clustered in the 

Ambidensovirus genus with a densovirus infecting an aphid (Myzus persicae densovirus) 

(SM4). A. pisum associated Carmotetraviridae contig is grouped with the Providence virus 

(NC_014126) which is the only one described Carmotetraviridae species. H. postica and H. 

armigera associated Alphatetraviridae contigs could belong to new genus-level lineage 

species within the Alphatetraviridae family (Fig 5). Sinaivirus tree shows that H. armigera 

associated sinaivirus contig is clustered into this genus while the H. postica associated 

sinaivirus contig is basal to this group, so it could represent a new genus-level lineage (Fig. 

6). The Picornavirales order tree grouped 5 new species-level lineages associated with H. 

postica and H. armigera, all are clustered within the Iflavirus genus (Fig. 7). 

Concerning plant viruses, contigs that potentially belong to five new Sobemovirus 

species-level lineages were found in our viromes. They are clustered in a monophyletic clade 

separated from the other sobemoviruses (Fig. 8). Concerning the Tymoviridae family, M. 
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sativa associated Tymoviridae contig is clustered within the Marafivirus genus (Fig. 9). H. 

postica associated Alphaflexiviridae contig is clustered within the genus Sclerodarnavirus 

genus (SM5). The two M. sativa associated Partitiviridae contigs coding for polymerase 

proteins are clustered within the Alphapartitivirus genus (SM6). Overall, 80% of the contigs 

placed in phylogenetic trees could represent new species-level lineages. Moreover, 

phylogenetic analyses show that 5 of these contigs could represent viruses belonging to 

undescribed genus-level lineages. 

 

Diversity and composition of crop pests viromes 

H. armigera viromes contained contigs belonging to 15 arthropod families and 

unclassified genera. They belong to dsDNA viruses: Baculoviridae (H. armigera granulovirus 

(NC_010240.1) and Xestia c nigrum granulovirus (NC_002331.1), Nudiviridae and 

Polydnaviridae (Hyposoter didimator ichnovirus and fragments of another species-level 

lineage). They also contained ssDNA viruses: Bidnaviridae, Parvoviridae; dsRNA viruses: 

Reoviridae, ss+RNA viruses Flaviviridae, Nodaviridae (2 potential species-level lineages), 

Tetraviridae, Dicistroviridae (Aphid lethal paralysis virus), Iflaviridae (2 potential species-

level lineages), Negevirus (1 potential species-level lineage), Sinaivirus (1 potential species-

level lineage) and ss-RNA viruses: Phenuiviridae (1 potential species-level lineage), 

Rhabdoviridae (1 potential species-level lineage) (SM7).  

The three most prevalent arthropod virus families present in H. armigera viromes are 

Phenuiviridae (present in 51,5% of samples), Baculoviridae (present in 36,4% of samples), 

and Rhabdoviridae (present in 19,7% of samples) (Fig.10A). The influence of the spatio-

temporal factors and of the number of individuals sampled on viral species presence was 

tested by GLM models. Statistical analyses show that Phenuiviridae are more present in crops 

than in grasslands (Chisq test, p=9,7x10-5) and that there is a correlation between the presence 

of H. armigera associated Phenuiviridae and H. armigera associated Rhabdoviridae species 

(Chisq test, p=8.4x10-5). The presence of one of these viruses increased by a factor two the 

probability that the other is present in the same sample (IC 95%: relative risk between 1,5 - 

2,5). H. armigera viromes contained fragments of dsDNA bacteriophages: Podoviridae (18% 

of samples), Siphoviridae (16%) and Myoviridae (2%); and ssDNA bacteriophages 

Microviridae (3%). H. armigera viromes finally comprise contigs belonging to 8 phytovirus 

families: ssDNA: Gemicirculavirus, dsRNA: Amalgaviridae and Partitiviridae, and ss+RNA: 
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Alfaflexiviridae, Bromoviridae, Tymoviridae, Virgaviridae and Sobemovirus. They finally 

contained one fungus virus family: Totiviridae (dsRNA). The three most prevalent families of 

plant or fungus viruses in H. armigera viromes are Partitiviridae (37,1% of samples), 

Totiviridae (17,4% of samples) and Sobemovirus (9% of samples) (SM7). Statistical analyses 

show that the sampling date and locality have a statistical influence on the presence of 

Partitiviridae and Totiviridae in H. armigera viromes (Chisq test, p<0,0009). 

Accumulation curve made on H. armigera viromes reaches an asymptote, so the viral 

family diversity present in this arthropod species was correctly represented (Fig. 11) 

Statistical analyses show that the ecosystems sampled have an influence on arthropod virus 

richness in H. armigera viromes: there are less arthropod viruses on grasslands than in crops 

(F test, p=0,003). This result can be correlated to the fact that, for the same sampling effort 

between crop and grassland ecosystem, there are less H. armigera individuals in grasslands 

(55 individuals) than in crops (1535 individuals) (F test, p=0,002). The model finally also 

show that increase the number of individuals sampled increased also the number of plant 

viruses detected (F test, p=0,007) and the probability of detecting Phenuiviridae (F test, 

p=0,0002) in H. armigera viromes.  

 

 H. postica viromes contained contigs that could belong to 6 arthropod virus species, 

all are ss+RNA viruses belonging to Alphatetraviridae, Iflaviridae (3 potential species), 

unclassified Picornavirales (2 potential species), and Sinaivirus. The three most prevalent 

arthropod viruses species found in H. postica, present in all samples, are H. postica associated 

Iflaviridae 1 (average read abundance of 36%), H. postica associated Iflaviridae 3 (~28%), 

H. postica associated Iflaviridae 2 (~7,6%). They represent the core virome of H. postica 

(Fig. 10B – SM8). H. postica viromes contained contigs that could belong to 4 plant virus 

species-level lineages. The three most prevalent plant viruses families found in H. postica 

viromes are Partitiviridae (present in all samples – average read abundance of 2,8%), 

Luteoviridae (present in 92% of samples – average read abundance of 0,45%) and 

Alphaflexiviridae (present in 79% of samples – average read abundance of 1,9%) (SM8). 

A. pisum viromes contained contigs that could represent 7 arthropod virus species: 

ssDNA viruses belonging to Parvoviridae family (1 species), and ss+RNA viruses: 

Carmotetraviridae (1 species), Ilfaviridae (H. postica associated Iflaviridae 3 present in one 

sample at low abundance), Negevirus (2 species), and two unclassified viruses: Wuhan aphid 
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virus 2 and one other unclassified virus. The three most prevalent arthropod viruses species 

found in A. pisum viromes are A. pisum associated Parvoviridae (present in ¾ samples – 

average read abundance of 7,5%), A. pisum associated unclassified ss+RNA virus (present in 

¾ samples – average read abundance of 2,9%) and A. pisum associated Negevirus 1 (present 

in all samples – average read abundance of 1,4%) (Fig. 10C – SM8). Statistical analyses 

show that ecosystems sampled don’t have a statistical influence on virus presence nor on 

abundance in H. postica and A. pisum viromes, but these results should be taken with caution 

because of the low number of samples.  

 

Alfalfa and grassland plants viromes contained contigs belonging to 10 families of 

plant or fungus infecting viruses: ssDNA viruses (Geminiviridae), dsRNA viruses 

(Amalgaviridae (1 potential species), Partitiviridae (2 potential species), Totiviridae, and 

ss+RNA viruses (Alphaflexiviridae (1 potential species), Bromoviridae (Alfalfa mosaic virus), 

Luteoviridae (Bean leafroll virus), Potyviridae (1 potential species), Secoviridae (1 potential 

species), and Tymoviridae (1 potential species)). The most prevalent viral families found in 

plant viromes are Amalgaviridae (present in 16/19 samples – average read abundance of 

2,8%), Partitiviridae (present in 14/19 samples – average read abundance of 5,4%), 

Totiviridae (present in 10/19 samples – average read abundance of 1,4%) and Bromoviridae 

(present in 10/19 samples – average read abundance of 2,2%) (Fig. 10D – SM9). Plants 

viromes also contain traces of arthropod viruses (between 0% and 0,32% of read abundance 

per plant sample) and traces of bacteriophages (between 0% and 2,75%) (SM9). Concerning 

the 19 plant viromes, spatio-temporal factors don’t show a statistical influence on virus 

diversity and abundance. But these results should be taken with caution because of the small 

number of samples. 

 

Arthropod virus virome composition differs totally between the three crop pest 

species. H. armigera viromes are dominated – in terms of prevalence - by ss-RNA viruses 

(Phenuiviridae and Rhabdoviridae) and by dsDNA viruses (Baculoviridae) while H. postica 

viromes are dominated by ss+RNA viruses (Picornavirales) and those of A. pisum by the 

Acyrthosiphon pisum associated bacteriophage (NC_000935) (dsDNA virus). The arthropod 

viruses found in common between two pests are present a very low read abundance and were 

identified in only one sample, this could reflect inter sample contamination rather than 
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infecting viruses (Fig. 12A). These results are confirmed by GLM models analyses showing 

that the presence of arthropod viruses (Chisq test, p=0,0004) and of Acyrthosiphon pisum 

associated bacteriophage (Chisq test, p=0,0006) are statistically explained by the host 

taxonomy.  

Some plant viruses are shared between the crop pests and plants. Sequences from five 

plant virus contigs are shared between plants and two crop pest species, they represent the 

most abundant plant viruses identified in viromes (e.g. H. postica associated 

Alphaflexiviridae, M. sativa associated Partitiviridae 1, M. sativa associated Tymoviridae, M. 

sativa associated Amalgaviridae and Alfalfa mosaic virus). Four viruses are shared between 

H. armigera and plants and 1 virus contig is shared between H. postica and plants (Fig. 12B). 

Finally, 3 plant viruses were only found in pest viromes while two plant viruses were only 

found in plant viromes.  

 

Worldwide distribution of viruses found in crop pests and in alfalfa viromes  

To obtain insights into the geographical distribution of the viruses found in this study, 

they were searched in genomic and transcriptomic databases with a threshold of !95% of 

nucleotide identity. Five of eight aphid virus contigs were found in the transcriptome of A. 

pisum: Acyrthosiphon pisum bacteriophage, Aphid lethal paralysis virus, Acyrthosiphon 

pisum associated Negevirus 1, Wuhan aphid virus 2 and Acyrthosiphon pisum associated 

unclassified ss+RNA virus. A. pisum transcriptome came from an English strain (Cambridge). 

The A. pisum symbiont bacteriophage was also found in its genome derived from an USA 

strain, which suggests that this bacteriophage may have a wide geographical distribution 

(Tab. 4, SM10). These findings ask questions about the impact of these viruses on aphid 

fitness as infected individuals come from laboratory rearing. Moreover, the two aphid viruses 

that belong to already described species were described in USA (Aphid lethal paralysis virus) 

or in China (Wuhan aphid virus 2) (Liu et al., 2014; Shi et al., 2016).  

The Baculoviridae species found in H. armigera viromes were described in Japan 

(Hayakawa et al., 1999).  

Finally, two alfalfa associated viruses were also found in alfalfa transcriptomes: 

Medicago sativa associated Amalgaviridae, and Medicago sativa associated Partitiviridae 2. 
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These transcriptomes came from studies made in China (TSA) and in USA (EST) (Aziz et al., 

2005).  

Thus, all these viruses could also have a worldwide distribution. 

 

Distribution of crop pest viruses in arthropod communities 

Arthropod communities’ samples represent 295 pools of individuals containing 

sufficient RNA amount for RT-PCR. These sampled comprise 12 orders containing a total of 

3492 individuals. To be sure that there was the same sampling effort between communities 

sampled, we tested the influence of the date, the ecosystem, the locality and the taxonomy on 

the number of sampled individuals. Globally, the spatio-temporal factors don’t show 

significant influence on the number of individuals sampled, showing that there was the same 

sampling effort between the communities sampled. Only the taxonomy had a significant 

influence on the number of individuals, with four orders grouping about 80% of individuals: 

Hemiptera (23%), Hymenoptera (23%), Coleoptera (20%) and Orthoptera (13%) (Tab. 5) (F 

test, p=6,2x10-12). The principal factor structuring arthropod communities is the ecosystem 

from which they came: there are more individuals sampled in fields than in grasslands in 3/13 

orders (Hemiptera, Lepidoptera and Arenae) (F test, p<0,001). On the other side, sampling 

date played a significant role in the presence of 2/13 orders: there are more Hemiptera and 

Arenae sampled in summer than in autumn (F test, p<0,003). Finally, Hemiptera seemed to be 

more abundant in one locality than in other localities (F test, p=0,004).  

 

These communities were screened for the presence of contigs that could belong to 13 

arthropod virus species that are abundant in arthropod pest species: 6 H. armigera associated 

virus species, 4 A. pisum associated virus species, 2 H. postica associated virus species and 

Aphid lethal paralysis virus (NC_004365) than was found in a virome of aphid predator 

Coccinella septempunctata (Coleoptera, Coccinellidae) (Tab. 2).  

Eight virus species were not found in arthropod communities samples: all A. pisum 

associated viruses, H. postica associated Iflaviridae 3, H. armigera associated reoviruses and 

Xestia c-nigrum granulovirus (NC_002331).  
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Three viruses were found in low prevalence in arthropod communities. H. postica 

associated Iflaviridae 1 (2,4% of positive pools) and H. armigera associated 

Alphatetraviridae (1,7% of positive pools) are only present in predators (as spiders, daddy-

long-legs, ladybugs and ants). H. armigera associated Nodaviridae 2 (4,1% of positive pools) 

are mainly present in predators but also in crickets pools (Tab. 5). These results could rather 

represent predator diet contamination rather than infection.  

Virus absence - or presence in few samples - could reflect host low abundance in 

arthropod communities: for example A. pisum were absent in sampled communities and none 

of its viruses were found in these communities. They could also represent viruses that are 

found in low frequencies in their hosts (rare viruses), although H. postica associated 

Iflaviridae 3 and Xestia c-nigrum granulovirus (NC_002331) were highly present in crop pest 

viromes.  

Finally, two viruses are prevalent in arthropod communities - particularly in predators. 

Aphid lethal paralysis virus (NC_004365) (10,8% of positive pools) is particularly present in 

ladybugs. This virus has been shown to have a wide host range as it can infect leafhoppers 

(Liu et al., 2014). This virus is also present in low abundance in one plant virome. And H. 

armigera associated Iflaviridae 2 (21,4% of positive pools) is present in Diptera and 

Lepidoptera (Tab. 5). Statistical analyses show these 2 virus species are statistically more 

present in fields than in grasslands (F test, p<0,0007). This result could reflect differences in 

host abundance between to the ecosystem (3% of H. armigera individuals were sampled from 

grasslands). Moreover, H. armigera Iflaviridae shows a prevalence peak in summer (Chisq 

test, p=2,4x10-6).  

To conclude, the 5/13 pest viruses present in arthropod communities are present in 

predators (particularly in spiders, daddy-long-legs and ladybugs), potentially indicating viral 

accumulation by trophic network.  
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Discussion 

 

Viruses are among the most abundant and diverse biological entities on Earth (Suttle, 

2005). With the expansion of viral metagenomics, we gained exponential knowledges about 

viral diversity (Rosario and Breitbart, 2011). However viral diversity associated with 

agroecosystems, and particularly with arthropods, is poorly documented. This can be 

explained by the lack of viral diversity studies on non-bloodsucking arthropods compared to 

huge number of viral diversity studies on Human, economically important vertebrates and 

cultivated plants (Junglen and Drosten, 2013). However, gaining knowledges on viral 

communities present in agroecosystems may help to improve their functioning and their 

management. Toward that goal, we need to bring ecological concepts into virology, first 

establishing an inventory of viruses circulating in plants and insects communities. To develop 

such approach, we sampled three pest species displaying a worldwide distribution: the cotton 

bollworm (Helicoverpa armigera), larvae of the alfalfa weevil (Hypera postica) and aphids 

(Acyrthosiphon pisum), and plants, in alfalfa fields and grasslands in the Montpellier area. 

The viromes of about 4000 individuals, grouped in 169 samples, were obtained by viral 

metagenomics.  

Crop pests and alfalfa viromes contained contigs representing already described 

viruses, and their presence is congruent with literature that already reported these viruses in 

the same hosts. But our viromes could contain a majority of new virus-species lineages (80% 

of contigs). These results are congruent with those obtained from other arthropod viral 

diversity studies (Li et al., 2015; Shi et al., 2015; Tokarz et al., 2014; Webster et al., 2015). 

Moreover, phylogenetic analyses show that some of these viruses could belong to undescribed 

genus-level lineages. These results reflect our lack of knowledge about arthropod viral 

diversity. The high viral diversity found in arthropods is consistent to the fact that, taken into 

account the co-evolution between some of virus and the arthropods, the arthropod viral 

diversity may overcome the vertebrate viral diversity (Li et al., 2015; Marklewitz et al., 2015; 

Shi et al., 2016).  

The composition of arthropod virus communities differs totally between the three crop 

pests. H. armigera viromes are dominated – in terms of read abundance - by ss-RNA viruses 

(Phenuiviridae and Rhabdoviridae) and by dsDNA viruses (Baculoviridae) while H. postica 

viromes are dominated by ss+RNA viruses (Picornavirales) and those of A. pisum by the 
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Acyrthosiphon pisum associated bacteriophage (NC_000935) (dsDNA virus). It is interesting 

to note that there was no effect of the read number per sample on the viral diversity; however, 

reads number has significant influence in viral genomes reconstitution. For example, H. 

postica and A. pisum viromes contained a higher sequencing depth than H. armigera viromes 

(3 to 5 fold); and are dominated by small viruses (<10 kb in length) unlike H. armigera 

viromes in which baculoviruses (80-180 kb in length) are highly present. Consequently, H. 

armigera viral genomes are more scattered than those of the other two crop pest species.  

In our viral diversity analyses, viruses that were present in low abundance (<0.1%) 

were not taken into account. These restrictions have for consequence to greatly reduce the 

overestimation of viral diversity and laboratory contaminations, at the expense of not taking 

into account rare viruses that could be present in samples. Moreover, our sampling was made 

on regional or local scales. So our sampling is not representative of the whole viral diversity 

found in the sampled hosts, and complementary studies are needed draw a general conclusion 

about the diversity and composition of these crop pest viral communities. However, it is to 

notice that 20% of virus species were found in crop pest and alfalfa genomes and 

transcriptomes or belong to species already described in England, China and USA and Japan. 

Thus, these viruses seemed to display a large geographical distribution and could thus 

constitute crop pests and alfalfa core viromes.  

To better apprehend viral circulation in agroecosystems, plants and arthropod 

communities were sampled. Viromes of arthropod pests and plants were obtained, and the 

presence of some pest associated viruses was tested on the other members of arthropod 

communities. The results seemed to show viral accumulation by trophic network. Indeed, 

plants viromes contained a majority of phytoviruses and traces of arthropod viruses that could 

be due to contamination of plant surface by infected arthropod feces (François et al., 2014). 

On the other side, arthropod pests contained significant proportion of plant viruses, while 

there was arthropod pests associated viruses in arthropod predators that indicates that they 

could be used as monitors for virus surveillance in agroecosystems, as it was tested with 

success in other viral metagenomics studies (Dayaram et al., 2014, 2013; Ng et al., 2011; 

Rosario et al., 2015).  

One of the main caveats of this study, as well as other viral metagenomic studies, is an 

uncertainty about the newly discovered viruses host range. As this study is only based on 

virus sequences presence, even if some of them are very abundant in the viromes, it is not a 
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proof that the organisms from which the viromes were prepared are their hosts (Mokili et al., 

2012). Further studies are needed to identify the hosts, as well as the virulence, of these 

viruses.  

To conclude, viral metagenomics represent a without molecular a priori approach 

allowing viral discovery; while PCR approach allows the screening of known viral taxa in a 

high number of samples. The combination of these two approaches gave us insights into the 

diversity and composition of agroecosystems viral communities. That may help to improve 

agroecosystems functioning and management. 
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Figures 

 

Figure 1: Summary of sampling places. Silhouettes represent the arthropod sampled.  

 

 

 

Figure 2: Percentage of arthropod viruses (blue), plant viruses (green) and bacteriophages 

(red) found in crop pests and in predators viromes. 
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Figure 3: Maximum Rhabdoviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 81 rhabdovirus species and Helicoverpa armigera associated 

Rhabdoviridae (in red). The alignment of 148 amino acids in length was produced using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. 

Bootstrap values ≥50% are indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid 

substitutions per site. Genera of the Rhabdoviridae family are indicated in brackets.  
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Figure 4: Maximum Phenuiviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 51 phenuivirus species and Helicoverpa armigera associated Phenuiviridae 

(in red). The alignment of 351 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of 

the Phenuiviridae family are indicated in brackets.  
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Figure 5: Maximum Tetraviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 9 tetravirus species and Helicoverpa armigera associated 

Alphatetraviridae, Hypera postica Alphatetraviridae and Acyrthosiphon pisum 

Carmotetraviridae (in red). The alignment of 400 amino acids in length was produced using 

MUSCLE 3.7 (16 iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. 

Bootstrap values ≥50% are indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid 

substitutions per site. Genera of the Tetraviridae are indicated in brackets. 
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Figure 6: Maximum Sinaivirus likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 11 sinaivirus species and Helicoverpa armigera associated Sinaivirus, 

Hypera postica associated Sinaivirus (in red). The alignment of 535 amino acids in length 

was produced using MUSCLE 3.7 (16 iterations) and was hand ungapped. The tree was 

midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are indicated at each node. Scale bars correspond to 

amino acid substitutions per site. 
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Figure 7: Maximum Picornavirales likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 71 picornavirales species and 5 viromes picornavirales (in red). The 

alignment of 494 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 iterations) and 

was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are indicated at 

each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Families of the 

Picornavirales order are indicated in brackets.  
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Figure 8: Maximum Sobemovirus likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 18 sobemovirus species and 5 viromes sobemoviruses (in red). The 

alignment of 127 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 iterations) and 

was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are indicated at 

each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site.  
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Figure 9: Maximum Tymoviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 37 tymovirus species and 1 viromes tymovirus (in red). The alignment of 

727 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 iterations) and was hand 

ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are indicated at each node. 

Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of the Tymoviridae family 

are indicated in brackets.  
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Figure 10: Percentage of samples for which viral families presence was found for 

Helicoverpa armigera viromes (A), Hypera postica viromes (B), Acyrthosiphon pisum 

viromes (C), and plants viromes (D).  

 

 

 

Figure 11: Accumulation curves of viral families in Helicoverpa armigera viromes. This 

accumulation curve is based on viral families that were represented by >0.1% of total reads. 
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Figure 12: Venn diagrams on arthropod viruses shared between crop pest species (A) and of 

plant viruses shared between crop pests species and plants (B). 

 

 

 

Table 1: Summary of arthropods and plants sampled in alfalfa fields and in grasslands. 
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Table 2: Summary of crop pests associated viruses searched in arthropods communities, 

including PCR primers sequences. 
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Table 3: Summary of viral contigs found in arthropod pests and plants viromes.  
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Table 4: Summary of the number of sequences found in putative host genomic and/or 

transcriptomic databases (Refseq_genomic, WGS, EST and TSA) that display significant 

homologies with viral species discovered in the viromes generated for this study. 

 

 

 

 

Table 5: Summary of the five crop pests associated viruses that were found in arthropods and 

molluscs viromes, and details about the composition of arthropods and molluscs communities. 
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SM1: Detailed information about crop pests and plants samples. 
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SM2: Maximum Nodaviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 14 nodavirus species and 2 Helicoverpa armigera associated nodaviruses 

(in red). The alignment of 762 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of 

the Nodaviridae family are indicated in brackets.  
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SM3: Maximum Reoviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase protein, 

including 54 nodavirus species and Helicoverpa armigera associated Reoviridae (in red). The 

alignment of 287 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 iterations) and 

was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are indicated at 

each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of the 

Reoviridae family are indicated in brackets.  
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SM4: Maximum Parvoviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 77 parvovirus species and Acyrthosiphon pisum associated Parvoviridae (in 

red). The alignment of 158 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and was hand ungapped. The tree was rooted using variola D5 protein. Bootstrap 

values ≥50% are indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per 

site. Genera of the Parvoviridae family are indicated in brackets.  
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SM5: Maximum flexiviruses likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 69 flexivirus species and Hypera postica associated Alphaflexiviridae (in 

red). The alignment of 337 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of 

the flexiviruses are indicated in brackets.  
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SM6: Maximum Partitiviridae likelihood phylogenetic tree based on partial polymerase 

protein, including 47 partitivirus species and Medicago sativa associated partitiviruses (in 

red). The alignment of 173 amino acids in length was produced using MUSCLE 3.7 (16 

iterations) and was hand ungapped. The tree was midpoint rooted. Bootstrap values ≥50% are 

indicated at each node. Scale bars correspond to amino acid substitutions per site. Genera of 

the Partitiviridae family are indicated in brackets.  
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SM7: Detailed information about the abundance of viral families (in terms of read number) 

found in Helicoverpa armigera viromes.  
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SM8: Detailed information about the abundance of viral families (in terms of read number) 

found in Hypera postica, Acyrthosiphon pisum, Coccinella septempunctata and Synaema 

globosum viromes.  

 

 

SM9: Detailed information about the abundance of viral families (in terms of read number) 

found in plants viromes.  
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SM10: Detailed information about sequences found in putative host genomic and/or 

transcriptomic databases (Refseq_genomic, WGS, EST and TSA) that display significant 

homologies with viral species discovered in the viromes generated for this study. 
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Bilan et perspectives 

Étant donné notre manque d’information sur la diversité des virus d’arthropodes, afin 

de comprendre le rôle qu’occupent ces virus dans le fonctionnement des agroécosystèmes, et 

en particulier ceux associés aux espèces d’arthropodes ravageurs de cultures, il est d’abord 

nécessaire d’établir un inventaire des virus circulants chez ces arthropodes, puis de comparer 

leur distribution dans différents environnements spatio-temporels occupés par leurs hôtes.  

Nos études ont permis de mettre en évidence que la composition des viromes différait 

drastiquement entre les espèces de ravageurs étudiées. En outre, certaines séquences virales 

ont été retrouvées dans l’ensemble des viromes d’une même espèce de ravageurs. Il est 

néanmoins nécessaire de pondérer ces résultats par l’effort d’échantillonnage limité réalisé ici, 

allant d’un prélèvement unique à plusieurs prélèvements réalisés durant deux ans à une 

échelle spatiale régionale, ne permettant pas d’étudier la diversité virale inféodée aux espèces 

d’arthropodes testées de manière holistique (Breitbart, 2012). De plus, l’utilisation d’un filtre 

d’abondance – ici fixé arbitrairement - lors du traitement bioinformatique des données, afin de 

limiter les contaminations inter-échantillons, a pu éliminer des virus y étant faiblement 

abondants. Ainsi, la diversité virale contenue dans les échantillons traités n’a pas été 

entièrement explorée. Cependant, la présence de virus qui seraient inféodés à des espèces 

d’arthropodes particulières pose la question de l’impact de ces virus sur leurs hôtes, ainsi que 

celle de la prévalence de ces virus dans leurs populations d’hôtes à une échelle géographique 

plus large.  

Ces deux études ont également permis de mettre en évidence une grande variété de 

contigs pouvant représenter des membres de nouvelles espèces – voire de nouveaux genres- 

de virus entomopathogènes ou phytopathogènes. Ainsi, l’étude de viromes de ravageurs de 

cultures permet d’améliorer notre appréhension de la diversité virale associée aux arthropodes 

ainsi qu’aux plantes dont ils se nourrissent. 

Enfin, la distribution de virus associés aux ravageurs d’arthropodes a été étudiée à 

l’échelle des communautés d’arthropodes. Sur les 13 contigs viraux testés, 5 ont été mis en 

évidence par PCR chez différentes espèces d’arthropodes. De plus, ces virus sont presque 

exclusivement présents chez des espèces prédatrices, ce qui indiquerait d’avantage leur 

présence dans le bol alimentaire des prédateurs que leur infection par ces virus.  
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En effet, bien que nos études ont mis en évidence la présence de virus potentiellement 

entomopathogènes chez des espèces d’arthropodes données, cela ne signifie pas 

nécessairement que ces virus infectent ces espèces : ils peuvent être issus de contaminations 

du bol alimentaire par l’ingestion de matériel souillé, ou présents sur la cuticule des 

arthropodes testés. Il est donc nécessaire de réaliser des études complémentaires pour 

déterminer le potentiel infectieux de ces virus chez les ravageurs de cultures étudiés.  

Quant aux virus potentiellement entomopathogènes découverts dans ces viromes, de 

nombreuses études restent à faire pour tester leur potentiel réel pour la lutte biologique, 

notamment leur spectre d’hôte et leur spécificité. En effet, répandre un virus dans 

l’environnement requiert des connaissances préalables sur son impact phénotypique sur les 

espèces ciblées ainsi que sur ses potentialités d’infection d’autres espèces d’arthropodes 

(Lacey et al., 2015).  

 

En conclusion, la métagénomique virale représente un ensemble d’outils puissants  

permettant d’étudier, de manière fondamentale, l’écologie virale dans les agroécosystèmes. 

Intégrée à des études fonctionnelles portant sur la virulence et le spectre d’hôte des virus 

découverts, elle pourrait aider à améliorer le fonctionnement et le management des 

agroécosystèmes.  



 

 

200 

Discussion



Discussion 

 

201 

Résumé des travaux réalisés lors de la thèse 

 

Les travaux réalisés au cours de cette thèse ont permis des avancées de notre 

connaissance de la diversité et de la distribution des communautés virales associées aux 

arthropodes. 

Dans un premier temps, l’étude de la diversité génétique et du spectre d’hôte de la 

famille des Parvoviridae, réalisée à partir d’analyses de données issues de génomique et de 

transcriptomique, a permis de mettre en évidence leur présence au sein d’une très grande 

diversité d’animaux, ce qui indique la potentielle ubiquité de ces virus dans le règne animal 

(Chapitre I). De plus, cette étude a montré que ces virus sont bien plus diversifiés 

génétiquement que ne le laissent supposer les souches isolées jusqu’ici, ce qui a permis 

d’améliorer notre point de vue sur leur histoire évolutive.  

Dans un second temps, nous avons mis en place un protocole de métagénomique 

virale, basé sur la purification de particules virales et l’amplification aléatoires des acides 

nucléiques, permettant la préparation ainsi que l’analyse de viromes à partir d’échantillons 

d’arthropodes et de plantes. Notre méthode permet de multiplexer des échantillons et de 

caractériser des virus appartenant à l’ensemble de la classification de Baltimore (Chapitre II). 

L’utilisation de ce protocole nous a permis d’analyser la diversité ainsi que la composition de 

communautés virales associées à quatre espèces d’arthropodes ravageurs de cultures (Chapitre 

III). Ces analyses ont notamment permis de mettre en évidence la présence d’un virome 

spécifique de chaque espèce hôte étudiée, ainsi que de mettre en évidence une grande 

diversité génétique de virus d’arthropodes et de plantes. Ces découvertes ont permis 

d’améliorer nos connaissances sur la diversité des virus circulants dans les agroécosystèmes, 

et pourraient avoir des applications potentielles en lutte biologique.  

L’ensemble de ces résultats ont ainsi apporté des éléments de réponses à des questions 

fondamentales plus larges concernant l’histoire évolutive des virus ainsi que leur prévalence 

dans les écosystèmes. Cependant, la métagénomique virale se heurte à des défis d’ordres 

techniques et conceptuels.   
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Développement de la métagénomique virale : de nombreux défis à 

relever  
 

L’important développement des disciplines « omiques » - en particulier la 

métagénomique - a bouleversé notre conception de la diversité et de l’impact des virus au sein 

des écosystèmes et de leurs hôtes. Cependant, la métagénomique virale fait face à de 

nombreux défis, autant techniques que conceptuels, qui limitent pour l’instant son utilisation 

dans le cadre de l’épidémiologie et du diagnostic. 

 

Limites méthodologiques 

Il existe plusieurs limitations d’ordre technique liées à l’usage des approches de 

métagénomique virale. 

Outre les biais liés à l’échantillonnage, inhérents à tout type d’études, la méthode de 

traitement des échantillons utilisée peut entrainer des biais dans la représentativité des virus 

au sein des viromes. Tout d’abord, l’utilisation d’un filtre peut amener à l’élimination de virus 

de grande taille (Halary et al., 2016). De plus, chaque technique d’amplification des acides 

nucléiques peut induire des biais d’amplification. Par conséquent, la métagénomique virale ne 

peut pas caractériser les communautés virales de façon strictement quantitative (Kim et Bae, 

2011). Les analyses de viromes indiquent donc une tendance générale des différentes 

quantités de chaque type de virus présents initialement dans l’échantillon sous forme de 

virions. Il est donc nécessaire de mettre en place des protocoles robustes de préparation de 

viromes, et des réplications d’analyses pour permettre des analyses statistiques rigoureuses, 

afin de remplacer ces données qualitatives par des données quantitatives. Par exemple, on 

pourrait tester l’impact de différents protocoles de purification et d’amplification, à partir de 

communautés virales préalablement connue provenant d’échantillons diversifiés et dont la 

quantité de chaque type de virions a préalablement été quantifiée, afin d’évaluer si les 

quantités de séquences virales concordent avec la composition initiale du virome (Conceição-

neto et al., 2015). Enfin, la contamination des jeux de données par des virus présents dans les 

laboratoires d’études ou dans les kits d’extraction et/ou d’amplification peut nuire à notre 

appréhension de la diversité des communautés virales (Naccache et al., 2013; Smuts et al., 

2014). Une solution contre ce type de contamination consiste notamment à ne prendre en 
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compte que les séquences virales les plus abondantes dans les viromes, au risque de ne pas 

prendre en compte certains virus rares.  

En outre, bien que les technologies de séquençage à haut débit soient puissantes, elles 

présentent elles aussi des limitations. Il existe de nombreuses méthodes de séquençage qui 

génèrent des quantités de données différentes, ainsi que différents niveau d’erreurs de 

séquençage (Genohub-ngs-instrument-guide). Cette diversité de résultats issus du séquençage 

à haut débit a rendu nécessaire la création d’outils bioinformatiques spécifiques dédiés à leur 

analyse. Un grand nombre de pipelines, de logiciels et de bases de données dédiés à l’étude 

des viromes est actuellement disponible, mais souvent l’évaluation comparative de ces outils, 

ainsi que leur mise à jour, n’est pas effectuée (Roossinck, 2016), ce qui rend leur utilisation 

confuse pour un scientifique ne réalisant pas de veille bibliographique régulière.  

Enfin, les biais liés à l’analyse des données par traitement bioinformatique peuvent 

aussi induire des biais dans la représentativité des viromes. Par exemple, les outils 

d’attribution taxonomique les plus utilisés reposent sur l’utilisation de bases de données 

incomplètes, restreignant nos connaissances des virus à des formes connues. Autre exemple, 

des biais bioinformatiques induisent une surestimation de la proportion de matière noire dans 

les viromes, ce qui entraine une surestimation de la diversité génétique qui y est présente. 

Enfin, des erreurs pouvant se produire lors de l’assemblage des reads en contigs peuvent 

mener à la création de chimères artéfactuelles (Charuvaka et Rangwala, 2011). Ces biais 

techniques ont des répercussions importantes, car ils ont une influence directe sur notre vision 

du monde viral.  

 Cette pléthore de méthodes de génération et d’analyse de viromes induisant différents 

types de biais, rend les études transversales (e.g. comparatives des différents types de 

viromes) difficiles à mettre en place. Il est donc nécessaire de mettre en place des protocoles 

permettant l’étude comparative de viromes (Lin et al., 2017). 

 

 Enfin, des technologies de séquençage de plus en plus performantes en matière de 

quantités d’informations produites, et sont utilisées de manière de plus en plus régulière. Par 

exemple, le dernier instrument de séquençage de la plateforme Illumina, le NovaSeq 6000 S4, 

disponible depuis 2017, permet d’obtenir au maximum 10 milliards de reads d’une longueur 

de 150 nt, ce qui représente 3000 Go de données (Genohub-ngs-instrument-guide). En 
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comparaison, lors de mon doctorat, j’ai analysé près de 120 millions de séquences de 250 à 

300 nt de longueur, ce qui a représenté 70 Go de données. Les grandes quantités de données 

produites par les approches « omiques » posent le problème de leur traitement, de leur 

stockage à long terme, de leur partage et de leur communication (Vayssier-Taussat et al., 

2014).  

 

Limites conceptuelles 

En plus d’être liée aux limitations techniques citées précédemment, la métagénomique 

virale se heurte à des problèmes d’ordre conceptuel concernant notamment la classification 

virale, l’intégration des virus au sein de l’holobionte, ainsi que les interprétations écologiques 

ou thérapeutiques des données.  

 

Métagénomique virale et classification taxonomique des virus 

Comme expliqué en introduction, les différentes études menées en métagénomique 

virale ont permis la description d’une diversité virale très importante, auparavant 

insoupçonnée, dans une grande diversité d’environnements et d’êtres vivants (Brum et 

Sullivan, 2015; Chandler et al., 2015; Fierer et al., 2012; Houldcroft, 2015; Whon et al., 

2012). Une partie des séquences virales caractérisées lors de ces études a été déposée dans des 

bases de données, dont le contenu a augmenté de manière exponentielle ces dernières années 

(Fig. 12). 
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Figure 12 : Nombre de séquences virales et de viroïdes déposées dans la base de 

données « International Nucleotide Sequence Database Collaboration » (ligne noire), et 

dans la base de données RefSeq virus (GenBank) (histogramme). Les segments de virus 

de la grippe déposés sur la base de données « International Nucleotide Sequence Database 

Collaboration » n’ont pas été inclus dans ce graphique. Tirée de Brister, Ako-adjei, Bao, & 

Blinkova, 2015. 

 

Afin d’intégrer les nombreux virus découverts ces dernières années au sein de la 

taxonomie virale (n’incluant actuellement que 4404 espèces) (ICTV, mai 2017), un 

assouplissement des conditions d’intégration a récemment été accepté. Elle repose à présent 

uniquement sur la caractérisation des séquences virales, la caractérisation phénotypique des 

virus devenant optionnelle (Simmonds et al., 2017). Cette modification des critères 

d’acceptation permet de mieux appréhender la diversité des virus, notamment en prenant en 

compte les séquences virales possédant des similitudes très faibles avec celles actuellement 

présentes dans les bases de données. 

Cependant, il est à noter que le concept d’espèce virale étant évolutif (i.e. soumis à une 

révision constante), cela pose des problèmes quant à l’attribution taxonomique des séquences 

virales. En effet, lors des affiliations taxonomiques, il est nécessaire d’imposer des seuils 

permettant de délimiter les taxas. La définition du seuil est cruciale si l’on veut interpréter la 

variabilité génomique des virus. Concernant les bactéries, un seuil de pourcentage de 
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similarité supérieur à 97% au niveau du gène codant pour l’ARN ribosomal 16S permet de 

délimiter des séquences appartenant à la même espèce (Thompson et al., 2013). Or, l’ICTV a 

déterminé un seuil propre à la démarcation des espèces spécifique à chaque famille de virus. 

Ces changements de seuil de démarcation des familles virales sont expliqués par des 

caractéristiques biologiques propres aux virus appartenant aux familles concernées et au 

nombre de virus connus dans une famille donnée; cependant, ils compliquent l’étude de la 

diversité des virus à l’échelle de l’espèce. De plus, des phénomènes de recombinaison viables 

entre des virus ne partageant que 80% d’identité au niveau nucléotidique ont été reportés 

(Vuillaume et al., 2011). Ces limitations illustrent le fait que la notion d’espèce pourrait être 

remplacée par la notion d’OTU chez les virus.  

 

Intégration des virus à l’holobionte  

Les technologies de séquençage à haut débit ont permis de changer l’échelle d’étude 

des virus ainsi que des microorganismes, passant d’une espèce en particulier à celui des 

communautés. Les nombreuses découvertes qui en résultèrent, notamment sur l’influence 

qu’ont certains microorganismes symbiotiques sur leurs hôtes, ont mené à la création du 

concept d’holobionte. L’holobionte est ici défini comme un métaorganisme, i.e. un organisme 

et l’ensemble des microorganismes qui lui sont associés ainsi que les virus (Guerrero et al., 

2013).   

Au sein des différents membres de cet holobionte, il existe un continuum entre 

parasitisme et mutualisme obligatoire, certains virus ayant des impacts positifs sur la survie 

ou la reproduction de leurs hôtes de par leurs impacts négatifs sur d’autres organismes 

(Roossinck et Bazán, 2017). Par exemple, le bactériophage APSE-3 (Podoviridae), infectant 

la bactérie Hamiltonella defensa, encode une toxine qui participe à la défense de l’hôte de 

cette bactérie, le puceron vert du pois (Acyrthosiphon pisum, Hémiptère), contre le 

développement d’œufs de parasitoïdes (Oliver et al., 2009). Autre exemple, le virus nommé 

D. coccinellae paralysis virus (Iflaviridae), stocké dans les oviductes d’une guêpe parasitoïde 

(Dinocampus coccinellae, Hyménoptère), est transmis à l’hôte de cette guêpe, la coccinelle 

maculée (Coleomegilla maculata, Coléoptère), lors de la ponte de l’œuf de la guêpe dans la 

coccinelle. Ce virus se réplique dans le système nerveux de la coccinelle, ce qui induit une 

modification du comportement de cette dernière lorsque la larve de la guêpe émerge de son 

corps et entame sa pupation. La coccinelle est alors paralysée par l’action du virus, et protège 
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la larve de la guêpe jusqu’à l’émergence de la guêpe adulte. Ensuite, la coccinelle récupère de 

ces symptômes, retournant à son état normal (Dheilly et al., 2015).  

Or, la majorité de la communauté scientifique considère encore les virus uniquement 

en tant qu’agents pathogènes ; leur rôle positif sur l’holobionte est donc sous-évalué 

(Roossinck et Bazán, 2017). De plus, les communautés de virologues et de microbiologistes 

sont encore cloisonnées. En conséquence, le nombre d’études incorporant l’analyse des 

communautés virales à celle des autres représentants de l’holobionte est extrêmement réduit, 

ce qui limite l’apport de connaissances concernant la place qu’occupent les virus au sein de 

l’holobionte. Ainsi, il est à prévoir que l’instauration de collaborations entre ces deux 

communautés de scientifiques  permettra d’obtenir une vision holistique de l’holobionte. 

 

De la description à la prédiction : diversité virale et écologie 

La grande majorité des études menées en métagénomique virale se basent sur l’analyse 

d’un seul ou d’un faible nombre d’échantillons. Ces études descriptives ne permettent donc 

pas d’inférer des hypothèses ou des modèles explicatifs des variations de diversité et de 

composition des communautés virales observées entre les échantillons.  

Récemment, des métaanalyses ont été menées sur des milliers de viromes dans le but 

de caractériser l’impact de la distance géographique ainsi que du type d’environnement sur la 

structuration des communautés virales (Brum et al., 2015; Paez-Espino et al., 2016). Ces 

analyses, portant en majorité sur des viromes océaniques, ont mis en évidence un impact 

important du type d’habitat, en comparaison de l’impact de la distance géographique, sur la 

structuration des communautés virales. D’autres études comparatives, menées à des échelles 

spatiales plus faibles, ont testé l’impact de la distance géographique ou temporelle sur la 

composition des communautés virales (Gustavsen et al., 2014; Johannessen et al., 2017). 

Cependant, ce type d’étude est réalisé de manière parcellaire et est encore peu répandu 

en comparaison des études de phylogéographie virale menées à l’échelle intraspécifique qui 

permettent régulièrement de décrire la variabilité et la distribution de certains virus à l’échelle 

mondiale (Dudas et al., 2017; Faria et al., 2015; Global Consortium for H5N8 and Related 

Influenza Viruses., 2016). En outre, l’impact des facteurs biotiques (i.e. immunitaires, régime 

alimentaire, stress) sur la structuration des communautés virales est sous-étudié (Vayssier-
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Taussat et al., 2014). Enfin, afin de permettre le développement des métaanalyses de viromes, 

il est nécessaire de développer des méthodes d’analyses statistiques ainsi que de mettre en 

place des modèles mathématiques adaptés à leur étude comparative (Anthony et al., 2015).   

 

Métagénomique virale et diagnostic 

La métagénomique virale a permis d’identifier des virus pathogènes, comme le virus 

de Merkel (Polyomaviridae) responsable d’un cancer cutané humain nommé « carcinome de 

Merkel » (Feng et al., 2008). Le virus de Schmallenberg (Orthobunyaviridae), responsable de 

malformations et de mortalité de fœtus de bétail et transmis par des moucherons 

hématophages (Culicoides sp., Diptère) a également été découvert par métagénomique virale 

(Hoffmann et al., 2012).  

Cependant, l’utilisation de la puissance des outils de métagénomique virale en santé 

humaine, animale et végétale reste essentiellement limitée – pour des raisons que nous 

verrons plus tard - à la surveillance de la circulation de virus pathogènes dans des animaux 

d’élevage (Blomström et al., 2009; Munang’andu, 2016), des plantes cultivées (Idris et al., 

2014; Palanga et al., 2016), des animaux vecteurs (Rosario et al., 2016; Temmam et al., 

2014), des aliments (Nieuwenhuijse et Koopmans, 2017) ou d’espèces animales menacées 

d’extinction (Conceição-neto et al., 2017). Ces études fournissent ainsi une stratégie 

prophylactique pour  « surveiller » la circulation de virus pathogènes. Bien que l’utilisation 

des technologies de séquençage à haut débit permette actuellement la caractérisation de 

génomes viraux en près de 48h (Roossinck et al., 2015), l’utilisation de la métagénomique 

virale dans le cadre du diagnostic est restreinte à l’étude descriptive de maladies pour 

lesquelles aucun agent causal n’est identifié. Ce type d’études passe par la comparaison entre 

les viromes d’individus asymptomatiques et d’individus malades (Fancello et al., 2014; Li et 

al., 2015; Zhang et al., 2017).  

 

Ces faits sont explicables par le fait que la plus grande limitation de la métagénomique 

virale repose sur le fait qu’elle permet seulement de mettre en évidence la présence de 

génomes viraux dans un échantillon donné, ce qui ne permet pas de déterminer leur spectre 

d’hôte ni si ils sont à l’origine des symptômes observés. Afin de compléter les résultats issus 
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de métagénomique il est actuellement nécessaire de procéder à une étape de vérification en 

retournant à des études de virologie classiques reposants sur l’isolation des virus et l’infection 

des hôtes potentiels (Soueidan et al., 2014).  

Pour ce faire, on revient aux postulats de Koch établis en1890 : (1) L’organisme 

soupçonné doit être présent dans tous les individus malades et absent des individus sains ; (2) 

L’organisme candidat doit être isolé et cultivé en laboratoire ; (3) L’organisme cultivé doit 

provoquer la maladie chez un individu sain ; (4) Le même organisme doit pouvoir être isolé 

de l’individu ainsi inoculé. Si toutes ces conditions sont remplies, on peut conclure que 

l’organisme étudié est responsable de la pathologie. Les postulats de Koch ont notamment 

permis d’identifier l’agent responsable de la tuberculose, et sont encore d’une grande utilité 

en médecine. En revanche, ils rencontrent assez vite leurs limites : (1) on ne peut actuellement 

pas cultiver tous les microorganismes ni tous les virus ; et (2) on commence à décrire des 

maladies où plusieurs microorganismes et/ou virus sont impliqués à la fois, et dans ce cas, 

c’est une analyse de corrélation qui pourra nous dire quels microorganismes pourraient être 

causatifs des maladies observées (Vayssier-Taussat et al., 2014). 

 Une solution intermédiaire pour l’utilisation des résultats issus des disciplines  

« omiques » en diagnostic passe par une actualisation des postulats de Koch (Mokili et al., 

2012). Une de ces approches, décrite par Mokili et al., repose sur la comparaison de 

marqueurs moléculaires, comme peuvent l’être les marqueurs métatranscriptomiques et/ou 

métaprotéomiques, entre individus sains et malades (Fig. 13). Une autre approche, décrite par 

Lipkin, consisterait à : (1) mettre en évidence l’agent pathogène dans les séquences ; (2) 

trouver le même agent dans des cellules malades, qu’il soit similaire à d’autres agents 

pathogènes connus, trouver des taux élevés d’anticorps indiquant une exposition récente et (3) 

prévenir la maladie par des médicaments, anticorps ou vaccins spécifiques (Lipkin, 2013). Le 

critère (3) ne s’appliquant pas aux phytopathogènes, des petits ARN interférents (siRNA) 

pourraient être utilisés en tant que preuve d’une réponse de défense par la plante (Roossinck, 

2016). 

En résumé, l’utilisation d’une approche actualisée des postulats de Koch ainsi que 

d’outils permettant une caractérisation non biaisée des viromes pourrait permettre la création 

d’un nouveau type de diagnostic des maladies infectieuses virales. 
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Figure 13 : Actualisation des postulats de Koch pour leur utilisation en métagénomique. 

La comparaison entre un animal sain et un animal malade indique une différence significative 

au sein des données obtenues (représentées par les histogrammes montrant par exemple 

l’abondance relative de reads). Pour vérifier les postulats de Koch en métagénomique, il faut 

(1) que des traits « omiques » du sujet malade soient significativement différents du sujet sain, 

(2) que l’inoculation d’échantillons provenant de l’animal malade à un animal sain induise la 

maladie, (3) que l’inoculation des traits purifiés dans un animal sain induise la maladie. Tirée 

de Mokili et al., 2012. 
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Conclusion 
 

La métagénomique appliquée à la virologie est une sous-discipline scientifique en 

plein essor qui a permis la découverte et la description d’une biodiversité virale extraordinaire 

et jusque-là largement sous-évaluée. Elle a entrainé un bouleversement de notre perception du 

rôle évolutif et écologique des virus. Nous sommes à l’ère du naturalisme moléculaire, 

passant par la réalisation d’inventaires génétiques d’espèces virales et microbiennes. Il en 

résulte que la majorité de ces études sont essentiellement descriptives. Or, ces travaux 

montrent surtout qu’il est extrêmement difficile de décrire l’ensemble de la diversité virale. 

En effet, cela demanderait un effort d’échantillonnage colossal afin de prendre en compte les 

virus les moins prévalents dans les hôtes ou les écosystèmes étudiés, ce qui demanderait des 

moyens financiers très importants. Par exemple, il a été estimé que chez les mammifères, 

regroupant près de 6 000 espèces, il resterait près de 320 000 espèces virales à découvrir 

(Anthony et al., 2013). Si l’on accepte l’hypothèse que la diversité virale est proportionnelle à 

la diversité des hôtes, ce nombre donne une idée de la quantité de virus restant à découvrir 

chez les arthropodes possédant plus d’un million d’espèces. De plus, la description pure est 

d’un intérêt restreint pour notre compréhension holistique du rôle écologique et évolutif des 

virus, ainsi que pour des problématiques plus appliquées en épidémiologie et en diagnostic.  

Il est à prévoir que les progrès qui seront réalisés dans l’organisation et l’analyse de la 

masse de données provenant du séquençage à haut débit permettront de dépasser un niveau 

encore majoritairement descriptif des résultats en leur donnant du sens dans le contexte des 

différents fronts de recherche. Les données qualitatives actuellement obtenues seront enrichies 

par des données quantitatives robustes basées sur les réplications d’analyses dans le temps et 

dans l’espace, et soumises à des analyses statistiques rigoureuses. Le développement de 

l’utilisation des technologies liées au séquençage haut débit, et plus particulièrement la 

métagénomique virale, permettraient ainsi leurs applications plus larges en évolution, en 

écologie, en épidémiologie, ou en diagnostic. De plus, la métagénomique virale a permis la 

découverte d’une importante diversité génétique qui pourrait être explorée dans le cadre de 

son utilisation en biotechnologie ou en médecine (par exemple, la rétrotranscriptase, utilisée 

en biologie moléculaire, est d’origine virale) (Rosario & Breitbart, 2011), ainsi que dans le 

cadre de la lutte biologique (Valles et al., 2013). Enfin, ces travaux permettront de faire 

évoluer notre conception des virus et de leur place au sein de la biosphère. L’utilisation de ces 

nouveaux outils serait ainsi bénéfique pour la biologie toute entière. 
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