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Introduction générale 

1. L’effet des changements globaux sur les écosystèmes mondiaux à 

l’heure de l’Anthropocène 

 

a. L’Homme et l’environnement 

 L’idée d’une interconnexion entre l’activité humaine et l’environnement n’est pas 

nouvelle. En 1817, le botaniste-zoologiste Jean-Baptiste de Lamarck disait déjà « On dirait que 

l’homme est destiné à s’exterminer lui-même après avoir rendu le globe inhabitable » (de 

Lamarck, 1817). C’est en 1864, que ce concept reparaîtra dans l’ouvrage l’Homme et la nature 

« Man and nature » écrits par l’érudit George Perkins Marsh, dans lequel il explique qu’à 

l’instar de l’idée prédominante de l’époque « la terre a créé l’Homme » il se pourrait que 

l’Homme puisse également modifier la Terre par ses activités (Perkins Marsh, 1864), et illustre 

cette idée par l’effet de la déforestation sur les paysages naturels dans les Alpes françaises, 

qui ne laisse derrière elle que des zones rocheuses sujettes à une érosion accélérée en raison 

de la disparition des réseaux racinaires qui maintenaient l’humus en place (Perkins Marsh, 

1864). Perkins introduira également quelques notions de conservation en expliquant que 

laisser des arbres vivant sur place aurait pu permettre à ces environnements de se régénérer 

avec le temps, et averti la communauté scientifique de l’époque qu’une surconsommation des 

ressources naturelles par l’Homme pourrait avoir des conséquences irréversibles sur notre 

espèce (Perkins Marsh, 1864, 2008). En lisant cet ouvrage, le géographe Élisée Reclus 

confirmera ces conclusions en ajoutant l’exemple de la disparition et de la raréfaction de 

nombreuses espèces observées depuis l’ère industrielle (Chansigaud, 2013), cependant il 

nuancera cette vision plutôt pessimiste en présentant quelques exemples bénéfiques de 

transformation du paysage par l’Homme, notamment la construction de digues naturelles en 

Aquitaine, Figure 1 (Chansigaud, 2013). 

 Quelques années plus tard, la notion d’interconnectivité entre l’Homme et 

l’environnement se voit renforcée avec l’apparition du concept de la Biosphère (i.e. 

l’ensemble des organismes vivants sur Terre), une notion premièrement proposée par 

Lamarck en biologie puis formalisée en géologie par le géologue Eduard Suess en 1875 
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(Rotmans & Vries, 1997; Vernadsky, 2000). Suess propose ce terme afin de différencier le 

vivant de la lithosphère (i.e. couche externe du globe terrestre composée du manteau 

supérieur et de la croûte terrestre ; Vernadsky, 2000). Ce sera en 1926 que le minéralogiste 

Vladimir Vernadsky adaptera le concept de biosphère à la biologie et à l’écologie, en 

expliquant que la vie elle-même est un phénomène géologique capable de changer la surface 

de la Terre (Vernadsky, 2000). Ce sera à peu près à la même époque, au début du XXe siècle 

avec la troisième révolution industrielle, que le genre humain sera reconnu comme un 

élément majeur dans les changements qui s’opèrent sur Terre (Rotmans & Vries, 1997). 

 La pensée sur l’action de l’Homme sur l’environnement va rapidement évoluer 

pendant la seconde moitié du XXe siècle, notamment à l’occasion du rapport de l’équipe de 

Meadows et al. publié en 1972 et intitulé « Limit to Growth » ou « limite à la croissance » 

(Meadows, Meadows, Randers, & Behrens, 1972). Dans ce rapport dont l’accueil a été très 

controversé (Buttel, Hawkins, & Power, 1990), l’équipe de Meadows introduit l’idée qu’une 

croissance incontrôlée des populations humaines et donc de la consommation en ressource 

naturelle qui en découle pourrait résulter en la disparition de ressources naturelles, en 

prenant notamment l’exemple des stocks limités de pétrole pour illustrer leurs propos 

(Meadows et al., 1972). Deux ans plus tard en 1974, Molina et Rowland publieront leur théorie 

sur la diminution de l’ozone atmosphérique en raison de l’activité humaine, notamment par 

la production de chlorofluorocarbures 

(Molina & Rowland, 1974). Cette étude 

sera une première prise de conscience 

que l’activité humaine peut avoir un 

impact non négligeable et grave à 

l’échelle du globe (Molina & Rowland, 

1974; Rotmans & Vries, 1997). Ces 

publications seront des éléments 

moteurs dans l’apparition du concept de 

changement global, et mèneront à une 

intensification des efforts de recherche 

dans le domaine avec l’apparition de 

groupes de travail comme le groupe 

Figure 1. Schéma explicatif vulgarisant le 
processus de fixation des digues menée au début 
du XIXe siècle en Aquitaine par les Ponts et 
Chaussées. Un exemple de transformation du 
paysage par l’Homme souvent évoqué par Élisée 
Reclus dans ses travaux en science du paysage. 
(Source : Larrousiney, WikiCommons) 
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d’experts intergouvernemental sur l’évolution du climat (GIEC), dont le premier rapport 

paraitra en 1990 (IPCC, 1990), ainsi qu’un nouveau rapport de l’organisation météorologique 

mondiale (WMO), parut en 1992 et traitant de la diminution de la couche d’ozone à échelle 

mondiale (WMO, 1992). De même, l’intérêt pour les programmes de recherches 

internationaux sur le sujet se verra renforcé, notamment pour le comité scientifique des 

problèmes de l’environnement (SCOPE), ou encore le « International Geosphere-Biosphere 

Program » (IGBP) crée en 1986 dans ce contexte (Rotmans & Vries, 1997). 

 

b. Les changements globaux 

 Le terme de changement global ou « global change » apparaît dans la littérature 

scientifique pendant les années 1970-80 et fait suite à la notion de limite de croissance 

(Meadows et al., 1972; Buttel et al., 1990). Ce sera dans les années 90 que le concept de 

changement global évoluera vers celui des changements globaux (Eduscol, 2017), bien que 

l’expression "changement global" au singulier demeure majoritairement employée, cette 

pluralité permet d’insister sur l’aspect plurifactoriel des changements globaux qu’ils soient 

d’origine climatique ou anthropique (Rotmans & Vries, 1997; Eduscol, 2017). Ainsi les 

changements globaux peuvent se définir par « la totalité des changements imprimés aux 

écosystèmes qui peuvent être attribués au complexe d’interactions entre l’environnement et 

l’Homme » (Rotmans & Vries, 1997). L’écosystème étant l’ensemble d’un système constitué 

d’un complexe d’organismes et d’un complexe de facteurs physico-chimiques caractéristiques 

de l’environnement accueillant ces organismes, ainsi que l’ensemble des interactions 

réciproque entre ces deux complexes, selon la définition proposée en 1935 par le botaniste 

Arthur George Tansley (Tansley, 1935). Dès son apparition, le concept de changement global 

va rapidement gagner en popularité en devenant un mouvement social à part entière (e.g. en 

regroupant et en labellisant toutes les initiatives de recherche en science de l’environnement 

ainsi que l’ensemble des politiques de développement durable ; Buttel et al., 1990). A 

contrario, les concepts de limite de croissance et de réchauffement climatique, qui sont 

encore critiqués de nos jours, demeureront moins populaires principalement en raison de leur 

incompatibilité avec certains modèles économiques actuels (Buttel et al., 1990). Le concept 

de réchauffement global mènera même à l’apparition d’un courant de pensée opposé à savoir 

le climatoscepticisme (Hopkin, 2007).  
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 Les changements globaux s’inscrivent dans le cadre conceptuel plus large de 

l’Anthropocène (Corlett, 2015). Ce terme apparait pour la première fois dans la littérature 

scientifique en l’an 2000, dans une publication de Crutzen et Stoermer dans laquelle ils 

l’emploient pour tenir compte du rôle central de l’Homme en géologie et en écologie (Crutzen 

& Stoermer, 2000; Corlett, 2015). L’Anthropocène définit l’ère géologique actuelle qui 

succède à celle de l’Holocène (i.e. l’ère interglaciaire s’étendant sur les 10 000 dernières 

années) elle se définit par l’ère pendant laquelle l’activité humaine s’est suffisamment 

développée pour être considérée comme une force à l’origine de changements géologiques 

et environnementaux majeurs au même titre que les processus naturels capables de 

profondément modifier le système terrestre (Corlett, 2015). Bien que le commencement de 

cette nouvelle ère géologique ne soit pas clairement délimité (Corlett, 2015), cette distinction 

avec l’Holocène est apparue nécessaire après le constat que les paramètres 

environnementaux actuels (e.g. concentration en gaz à effet de serre, augmentation de 

l’acidité des océans et des mers, augmentation du taux d’extinctions d’espèces, 

augmentations des invasions biologiques, etc.) étaient significativement différents de ceux 

mesurés lors de l’Holocène (Zeebe, 2012; Hartmann et al., 2013; Simberloff, 2014; Corlett, 

2015; De Vos, Joppa, Gittleman, Stephens, & Pimm, 2015). Les changements globaux et leur 

accélération ces derniers siècles apparaissent donc comme le bouleversement majeur 

caractérisant l’avènement de l’Anthropocène (Steffen et al., 2004). 

 

L’origine des changements globaux 

Bien que les changements globaux soient par définition des phénomènes de grande 

ampleur et dont les causes et les conséquences sont multiples, ces derniers peuvent être 

subdivisés en deux catégories indissociables l’une de l’autre (Turner et al., 1990; Rotmans & 

Vries, 1997). D’une part, les changements globaux dits systémiques (Turner et al., 1990), 

Figure 2c, dont les effets sont décelables sur la totalité du système (i.e. le globe terrestre) 

comme les changements climatiques et les phénomènes naturels qui leur sont associés (e.g. 

perturbations des températures et des précipitations ; WMO, 1992; Church et al., 2013; IPCC, 

2019b). D’autre part, les changements globaux dits cumulatifs (Turner et al., 1990), Figure 

2a,b, s’observent à des échelles plus localisées (e.g. un écosystème en particulier), mais leurs 

conséquences se répercutent sur l’ensemble du système terrestre (e.g. l’acidification des 
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océans, la diminution de la couche d’ozone, la désertification et la déforestation en raison de 

la pollution et de l’exploitation des terres par l’Homme ; IPCC, 2019a). Je vais illustrer la 

différence entre ces deux catégories en comparant les changements climatiques qui sont 

systémiques avec les changements globaux induits par l’Homme, qui interviennent à des 

échelles plus localisées, mais dont l’effet se cumule sur l’ensemble du globe (Rotmans & Vries, 

1997). Ce comparatif permettra de mettre en évidence que ces deux catégories sont 

intrinsèquement liées et donc indissociables (Rotmans & Vries, 1997), de fait les causes et les 

conséquences des changements globaux sont souvent interdépendantes et confondantes. 

  Le changement climatique 

 Le changement climatique est un changement global systémique se traduisant par une 

modification sur le long terme des conditions climatiques et météorologiques du système 

terrestre (Turner et al., 1990). Ce phénomène était connu bien avant l’apparition du concept 

des changements globaux dans les années 90, notamment depuis l’antiquité pendant laquelle 

certains penseurs évoquaient déjà la possibilité que l’Homme en déforestant et en irriguant 

les terres puisse modifier la température et les profils de précipitations localement (Fleming, 

1999). Plusieurs siècles plus tard, en 1827, le mathématicien-physicien Joseph Fourier publie 

des travaux dans lesquels il explique que l’énergie reçue à la surface de la Terre sous la forme 

de rayonnements solaires peuvent ne pas être totalement renvoyée dans l’espace et être 

partiellement piégée dans l’atmosphère, il présente ce phénomène en faisant une analogie 

a 

b 

c 

Figure 2. Représentation schématique des différents types de changements globaux. 
Cumulatifs (a,b) et systémiques (c) proposés par Turner et al., 1990. (Source : Turner et al., 1990) 
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avec une serre en verre qui retient la chaleur provenant du rayonnement solaire (Fleming, 

1999). C’est à cette époque qu’apparaît les concepts d’effet de serre « greenhouse effect » et 

de gaz à effet de serre (Fleming, 1999). Au début des années 1900, des géologues découvrent 

par l’étude des couches géologiques dans les Alpes que l’histoire de la Terre est ponctuée de 

transitions entre des ères glaciaires et interglaciaires (Penck & Brückner, 1909), et que nous 

vivons dans l’une de ces ères interglaciaires qui prendra plus tard le nom d’Holocène (Corlett, 

2015). Enfin, après les trois grandes révolutions industrielles, l’idée que la Terre se réchauffe 

plus rapidement sous l’effet de l’intensification de l’activité humaine devient de plus en plus 

évidente (Camill, 2010). La consommation énergétique de l’Homme commence à rapidement 

augmenter à partir du XIXe siècle, à telle point que la consommation énergétique par individu 

est multipliée par 93 entre 1860 et 1991 en conséquence de l’accroissement des populations 

et du progrès technologique toujours plus demandeur en énergie (Cohen, 1995; Camill, 2010). 

Conjointement, l’émission de gaz à effet de serre par l’Homme augmente, l’équivalent de 35 

milliards de tonnes de carbones est relâché dans l’atmosphère chaque année sous forme de 

CO2 depuis 2017 (Ritchie & Roser, 2017; IPCC, 2019a), Figure 3. 

Figure 3. Cumul de l’émission de dioxyde de carbone (CO2) émis par chaque pays par 
l’utilisation d’énergie fossile entre 1751 et 2018. L’intensité de la couleur rouge reflète la 
quantité de CO2 émise en milliards de tonnes de 0 à >400 milliards de tonnes.  
(Source : Global Carbon Project (GCP) ; Carbon Dioxide Information Analysis Centre (CDIAC) ; 
OurWorldinData.org) 
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 Les conséquences des changements climatiques sont nombreuses, la plus connue 

demeure l’augmentation globale des moyennes de températures enregistrées à la surface de 

la Terre et dans les océans (IPCC, 2019a, 2019b). Ces dernières ont augmenté de +1,5°C en 

moyenne par rapport à la période 1850-1900 pour les environnements terrestres (IPCC, 

2019a) et de +1°C en moyenne à la surface des océans (IPCC, 2019b), ces perturbations 

entrainent un stress thermique à large échelle pouvant avoir un impact sur la santé des 

organismes y compris pour l’Homme (Kim, Kabir, & Ara Jahan, 2014).  

 La perturbation des températures terrestres est également impliquée dans d’autres 

changements climatiques de grande envergure telle que l’augmentation du niveau de la mer 

et des océans qui est liée au réchauffement de ces derniers, ce qui provoque une expansion 

thermique des masses d’eau et la fonte des couches de glace continentales qui vont 

également contribuer à l’élévation du niveau des eaux (IPCC, 2019b). Ce phénomène 

intervient à chaque cycle de transition entre une ère glaciaire et une ère interglaciaire et se 

retrouve accéléré à notre époque par le contexte de l’Anthropocène (IPCC, 2019b). Ainsi le 

niveau global des mers et des océans a augmenté en moyenne de 230 mm entre 1880 et 2013 

(Legresy, 2014; IPCC, 2019b), avec une accélération entre 1993 et 2020 représentée par une 

augmentation de 94 mm du niveau des eaux 

(NASA, 2020). 

 Enfin, le dernier exemple de 

changements climatiques également liés à 

l’élévation des températures terrestres est 

l’augmentation de la fréquence des 

évènements climatiques et météorologiques 

extrêmes, Figure 4, qui interviennent en 

raison des vagues de chaleur répétées et plus 

intenses que subit la Terre (Kim et al., 2014). 

Là encore, la perturbation des températures 

terrestres entraine une accélération dans la 

survenue d’un ensemble d’évènements 

climatiques rares tels que des perturbations 

dans les profils de précipitations menant 

Figure 4. Un exemple d’évènement 
climatique extrême présenté par Camill, 
2010. Des dommages matériels liés à 
l’inondation de Nashville, USA en mai 2010 à 
la suite d’un épisode de fortes précipitations 
(49 cm d’eau tombés en 2 jours). Des épisodes 
de pluies extrêmes rares survenant de plus en 
plus régulièrement avec le réchauffement 
climatique. (Source : Camill, 2010) 
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localement à des inondations, l’augmentation de la durée d’épisodes de sécheresse, canicules, 

tremblements de terre, tsunamis, cyclones tropicaux, etc. ; (Arndt, Baringer, & Johnson, 2010; 

Rahmstorf & Coumou, 2011; Kim et al., 2014). Des évènements climatiques et 

météorologiques qui ont de lourdes conséquences sur les écosystèmes mondiaux ainsi que 

sur les populations humaines et animales (Camill, 2010; Kim et al., 2014). 

 

  L’activité humaine 

 Tout au long de son histoire, l’Humanité a été marquée par des évènements ayant 

profondément changé les taux de natalité et de mortalité (Lee, 2003). Ces transitions 

démographiques ont été multiples et principalement liées à l’amélioration des conditions de 

vie des individus, notamment avec l’évolution des technologies (Bongaarts, 2009). À cet égard, 

nous sommes passés de 1 milliard d’individus en 1800 à plus de 7,7 milliards en 2020 (Camill, 

2010; Roser, Ritchie, & Ortiz-Ospina, 2013), avec un effectif global attendu de plus de 9 

milliards en 2050 si la tendance actuelle reste inchangée (Camill, 2010; Roser et al., 2013). Cet 

accroissement populationnel et l’intensification des activités qui en découlent ainsi que 

l’évolution des normes sociales de consommation et du niveau de richesse, sont moteurs d’un 

ensemble de changements globaux cumulatifs se répercutant sur l’ensemble du globe (Turner 

et al., 1990; Camill, 2010). Ces changements globaux d’origines anthropiques peuvent être 

différenciés en trois catégories. (i) La pollution, ou l’ensemble des substances émises par les 

populations humaines dans l’environnement ou dans l’atmosphère (Camill, 2010). (ii) L’usage 

des terres, ou l’ensemble des modifications physiques (e.g. urbanisation, agriculture) 

imprimées aux écosystèmes par l’Homme pour répondre aux besoins des populations 

humaines (FAO, 2020). (iii) La connexion des continents par la globalisation des échanges 

commerciaux (Findlay & O’Rourke, 2007). 

 En ce qui concerne la pollution, les gaz à effet de serre ne sont pas les seuls éléments 

émis par les activités humaines qui contribuent aux changements globaux, l’émission de 

substances réduisant la couche d’ozone ou « ozone-depleting substances » (ODS) (e.g. 

chlorofluorocarbones, hydrochlorofluorocarbones et halons ; de Jager et al., 2005), 

contribuent également au réchauffement planétaire en diminuant la capacité de l’atmosphère 

terrestre à renvoyer l’énergie provenant des rayonnements solaires qui se retrouve piégée 

par effet de serre (de Jager et al., 2005). De même, la combustion d’énergie fossile (e.g. 
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charbon et pétrole) ainsi que les industries minières et automobiles émettent des polluants 

atmosphériques toxiques, comme des métaux lourds (e.g. cadmium, mercure et plomb) et des 

oxydes d’azotes qui ont un impact en santé humaine et animale (Baldauf, Lane, & Marote, 

2001; Camill, 2010; Pandey, Agrawal, & Singh, 2014). À une échelle plus restreinte, la 

production d’éléments synthétiques (e.g. plastiques et autres produits chimiques) issus de 

l’exploitation du pétrole depuis le XXe siècle a des conséquences sur les écosystèmes 

aquatiques, notamment dans les océans et mers où ils se retrouvent accumulés (Camill, 2010; 

Ryan, Dilley, Ronconi, & Connan, 2019). Dans ce contexte, les écosystèmes aquatiques et 

principalement les milieux d’eau douce sont particulièrement menacés, car historiquement 

utilisés pour l’élimination de déchets et effluents issus de l’industrie (e.g. déchets plastiques, 

métaux lourds) et des usines de traitement des eaux usées (e.g. contaminants organiques et 

inorganiques) ; (Watson & Lawrence, 2003; Akpor, Otohinoyi, Olaolu, & Aderiye, 2014; 

Blettler, Abrial, Khan, Sivri, & Espinola, 2018). Ces environnements sont également pollués par 

les exploitations agricoles qui utilisent de plus en plus de pesticides et engrais chimiques 

enrichis en azotes qui se retrouvent assimilés par ruissellement dans les milieux aquatiques 

(Camill, 2010), une pollution environnementale qui avec l’émission de CO2 d’origine 

anthropique, perturbe les cycles naturels du carbone et de l’azote et contribue à des 

phénomènes de grande envergure telle que l’acidification des océans et des mers (Zeebe, 

2012). 

En ce qui concerne l’usage des terres, l’espèce humaine fait partie des espèces 

qualifiées « d’ingénieurs d’écosystèmes » (i.e. capable de modifier, de créer ou de détruire 

des habitats ; Jones, Lawton, and Shachak, 1997). Avec la transition démographique que nous 

connaissons ces dernières années (Roser et al., 2013), les besoins en nourriture et en 

logement n’ont cessé d’augmenter, menant à l’intensification de l’anthropisation des 

paysages, de l’exploitation des terres, de l’eau et d’autres ressources naturelles par des 

activités telles que l’agriculture, la pêche, l’élevage, le transport et l’industrie. Ces activités ont 

été multipliées par plus de 10 ces 200 dernières années (Rotmans & Vries, 1997; Camill, 2010). 

C’est pourquoi beaucoup d’environnements naturels notamment forestiers et désertiques ont 

été transformés en environnements anthropisés tels que des villes, des zones d’élevages et 

des exploitations agricoles (Camill, 2010), Figure 5. Bien que le taux de déforestation ait 

diminué ces dernières années, environ 10 millions d’hectares de forêts sont encore déforestés 
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chaque année depuis 2015 contre 12 millions d’hectares par ans entre 2010 et 2015 (FAO, 

2020), la majorité de ces environnements sont transformés pour des services sociaux (e.g. 

tourisme, éducation, divertissement ; FAO, 2020). À l’échelle du globe, sur les 130 milliards de 

km² de terres non gelées existantes, entre 70 et 76% sont exploités par l’Homme, 

principalement pour de l’élevage (30-47%) et pour l’agriculture (12-14%) (IPCC, 2019a). Tout 

comme la pollution, l’usage intensif des terres pour des activités telles que l’agriculture peut 

contribuer à l’accélération de catastrophes naturelles de grande ampleur telle que la 

désertification (i.e. raréfaction de l’eau et fortes sécheresses ; IPCC, 2019a) et la dégradation 

des habitats (i.e. érosion des sols, perte de végétation, incendies ; IPCC, 2019a), des 

phénomènes qui tout comme l’acidification des océans sont induits par les changements 

climatiques et accélérés par l’activité humaine (Camill, 2010; IPCC, 2019a). 

 

En plus de l’intensification de l’usage des terres, l’intégration de systèmes 

économiques nationaux dans un système économique mondial a mené à l’intensification des 

flux internationaux de marchandises, de personnes et d’animaux (Findlay & O’Rourke, 2007), 

un phénomène nommé la mondialisation (Lee, 2004; Findlay & O’Rourke, 2007). Cette 

mondialisation se traduit par une augmentation significative des échanges commerciaux entre 

les pays qui ont été multipliés par plus de 40 par rapport aux années 1913 (Ortiz-Ospina & 

Beltekian, 2014). En conséquence, plusieurs pays du monde ont connu un essor économique 

sans précédent, car la valeur des biens exportés qui représentait 10% de la production 

Figure 5. Exemple de déforestation en milieu tropical dans l’état de Rondônia dans l’ouest 
du Brésil entre 2000 et 2012. Sur les 208 000 km² de forêt tropicale, un total d’environ 67 764 
km² ont été défrichés depuis le début de l’exploitation jusqu’en 2003, faisant de Rondônia 
l’une des régions les plus déboisées d’Amazonie.  
(Source : NASA.gov ; Goddard Space Flight Center Scientific Visualization Studio) 
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mondiale en 1870, représente désormais 25% de la production mondiale (Hulme, 2009; Ortiz-

Ospina & Beltekian, 2014). La mondialisation a également mené à une nouvelle perception de 

l’espace physique et territorial avec le passage d’échanges transfrontaliers à des échanges 

globalisés, ainsi qu’à une accélération du transit de l’information dans le monde (Lee, 2004). 

Indirectement, ces divers changements ont également rendu les limites géographiques des 

écosystèmes moins restrictives pour les espèces qui y vivent, notamment celles associées aux 

populations humaines telles que les animaux d’élevages qui transitent rapidement dans ce 

monde de plus en plus interconnecté (Hulme, 2009; Capinha, Essl, Seebens, Moser, & Pereira, 

2015; IPCC, 2019a). C’est pourquoi ces changements génèrent un contexte propice à la 

dissémination d’espèces exotiques dans le monde (i.e. une espèce non native de 

l’environnement dans lequel elle est introduite) (Ogden et al., 2019). 

 

Les écosystèmes d’eau douce, un exemple des conséquences des 

changements globaux sur les écosystèmes 

 Les milieux aquatiques d’eau douce sont des environnements qui comme leur nom 

l’indique, sont composés d’eau ayant une faible concentration en sel dissous, généralement 

moins de 0,05% (Cavin, 2017). Ils constituent un réseau d’environnements aquatiques faisant 

la transition entre les eaux issues de précipitations sur les terres et les environnements marins 

(Cavin, 2017). Les environnements d’eau douce sont un exemple pertinent des conséquences 

des changements globaux sur les écosystèmes, car ils sont particulièrement impactés par les 

stress environnementaux induits par les changements globaux (Vorosmarty et al., 2010; 

Blettler et al., 2018; Canning & Death, 2019; Tickner et al., 2020). Bien que ces environnements 

ne constituent que 0,8% de la surface de la Terre, ces derniers abritent une importante part 

de la biodiversité mondiale, environ 10% de toutes les espèces connues de l’Homme vivent en 

milieux d’eau douce incluant 1/3 de toutes les espèces connues de vertébrés (Strayer & 

Dudgeon, 2010) et au moins 40% de toutes les espèces connues de poissons (Dudgeon et al., 

2006). Compte tenu de ces deux caractéristiques, les milieux d’eau douce sont de bons 

indicateurs de l’état de santé des écosystèmes dans le contexte des changements globaux 

(Canning & Death, 2019). De nos jours, 46% de ces environnements sont catégorisés comme 

étant vulnérables ou en danger selon l’union internationale pour la conservation de la nature 

(IUCN) (Janssen et al., 2016), ce qui signifie que ces environnements ont perdu des 
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caractéristiques biotiques (i.e. interactions entre organismes) ou abiotiques (i.e. facteurs 

physico-chimiques) nécessaires à leur maintien (Janssen et al., 2016). 

 Ces chiffres alarmants nous amènent à la première conséquence des changements 

globaux qui est la diminution globale de la biodiversité, elle constitue à elle seule l’un des défis 

les plus importants que l’humanité aura à résoudre pour ce XXIe siècle (Rands et al., 2010; 

Cardinale et al., 2012; Waldron et al., 2017). Dans le contexte de l’anthropocène et avec toutes 

les perturbations environnementales qui lui sont associées, nous vivons une sixième crise 

d’extinction majeure, l’une des plus sévères que la Terre ait connue en termes de rapidité 

(Ceballos, Ehrlich, & Dirzo, 2017). Cette perte de biodiversité globale se traduit par une 

diminution de la variété de gènes, d’espèces et de traits fonctionnels (i.e. caractéristique 

morpho-physio-phénologique influant sur la capacité d’un organisme à survivre et à se 

développer dans son environnement ; Violle et al., 2007) dans les écosystèmes altérés et leur 

communauté d’organismes (Cardinale et al., 2012). Elle a pour conséquence de déstabiliser 

les écosystèmes, car elle diminue la capacité des organismes localement présents à contribuer 

aux divers cycles biochimiques (e.g. carbone, azote) essentiels au fonctionnement des 

écosystèmes (Cardinale et al., 2012; Hill & Griffiths, 2017). Les invasions biologiques (i.e. une 

espèce se propageant rapidement et devenant dominante dans un environnement qui lui était 

auparavant inaccessible ; Valéry, Fritz, Lefeuvre, and Simberloff, 2008), sont dans ce contexte 

souvent considérées comme la cause majeure du déclin global de la biodiversité (Lowry et al., 

2012; Ogden et al., 2019). Selon l’IUCN, sur les 29 500 espèces décrites et associées aux 

écosystèmes d’eau douce, 27% d’entre elles sont menacées d’extinction, notamment les 

tortues (62%) et les gastéropodes (47%) d’eau douce (Collen et al., 2014; IUCN, 2020; Tickner 

et al., 2020). La crise de biodiversité actuelle ne peut être plus sévère que dans ces milieux, 

les espèces y disparaissent trois fois plus vites que les espèces terrestres et marines 

principalement en raison de leur capacité de dispersion limitée (Tickner et al., 2020) et du fait 

que ces espèces sont majoritairement endémiques (i.e. dont la répartition est restreinte à une 

zone géographique très limitée) (Dudgeon et al., 2006; Tickner et al., 2020). 

 La perte de biodiversité est liée aux deux autres conséquences des changements 

globaux sur les écosystèmes d’eau douce qui sont la modification de la distribution spatiale 

des espèces résultant de l’altération des écosystèmes voire de leur destruction (Dudgeon et 

al., 2006; Reid et al., 2019). Nous avons vu que les milieux d’eau douce sont 
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disproportionnellement riches en termes de biodiversité par rapport à la surface terrestre 

qu’ils occupent (Dudgeon et al., 2006; Strayer & Dudgeon, 2010), de fait, ces écosystèmes sont 

généralement surexploités par l’Homme pour les divers services écologiques qu’ils apportent 

(e.g. pêche, eau, agriculture, transport, élimination des déchets ; Reid et al., 2019). Ces 

environnements constituent même une ressource économique importante pour notre espèce 

(Costanza et al., 1997). Conséquemment, l’urbanisation, l’agriculture et la modification des 

réseaux hydrographiques contribuent à la fragmentation des écosystèmes d’eau douce (Bond, 

Lake, & Arthington, 2008; Reid et al., 2019). Les changements climatiques sont également en 

cause dans ce phénomène, notamment l’élévation des températures et les évènements 

extrêmes associés tels que les sécheresses et la désertification (Reid et al., 2019; Tickner et 

al., 2020). Ces altérations ont pour effet de modifier la distribution locale des espèces d’eau 

douce ainsi que leur dynamique (Reid et al., 2019) en limitant physiquement la capacité des 

organismes présents à se disperser dans leur environnement (Strayer & Dudgeon, 2010) où 

en rendant les caractéristiques de l’habitat incompatible avec la survie d’une espèce (Comte, 

Buisson, Daufresne, & Grenouillet, 2013). En dehors de ces changements physiques, la 

pollution contribue grandement à l’altération des écosystèmes d’eau douce, notamment 

l’émission d’éléments synthétiques tels que les microplastiques (Blettler et al., 2018), la 

contamination des eaux par des organismes notamment des bactéries et algues dont certaines 

peuvent être toxique ou pathogènes pour l’Homme (i.e. pouvant provoquer des maladies) 

(Giller & Malmqvist, 1998; Rodriguez-Tapia & Morales-Novelo, 2017). Enfin, les transports 

associés aux activités humaines constituent l’une des plus grandes menaces pour les 

écosystèmes d’eau douce à deux niveaux. D’une part, avec la pollution par les substances 

émises dans l’environnement par ces transports (Reid et al., 2019). Et d’autre part, avec 

l’introduction volontaire ou non de nouvelles espèces par l’eau de ballast ou des activités 

telles que l’aquaculture et l’aquariophilie, qui peuvent résulter en des invasions biologiques 

(Cowie & Robinson, 2003; Clusa, Miralles, Basanta, Escot, & Garcia-Vazquez, 2017) et 

grandement menacer la biodiversité locale (Ogden et al., 2019). 

 Quels que soient les changements globaux en cause, ces divers stress 

environnementaux que subissent les organismes d’eau douce peuvent, en fonction de leurs 

traits fonctionnels et traits d’histoire de vie, mener à l’extinction d’une espèce localement ou 

à l’introduction et la prolifération excessive de nouvelles espèces, des phénomènes 
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contribuant à l’altération des écosystèmes (Pereira et al., 2010; Cardinale et al., 2012; Capinha 

et al., 2015). Ce sont des concepts que nous traiterons en détail dans le premier chapitre de 

ce manuscrit. En ce qui concerne les milieux d’eau douce dans leur ensemble, les changements 

globaux notamment anthropiques diminuent la qualité de l’eau de ces environnements (Giller 

& Malmqvist, 1998; Blettler et al., 2018; Tickner et al., 2020) pouvant constituer un risque 

sanitaire pour l’Homme (Mackenbach, 2007). 

 

2. Les changements globaux et la parasitologie 

 

a. Un risque infectieux grandissant 

Tout comme notre espèce et les espèces animales et végétales que nous exploitons 

transitent dans ce monde de plus en plus interconnecté et anthropisé, les pathogènes qui sont 

associés à ces espèces y compris la nôtre, voient leur distribution spatiale tout autant 

perturbée (Jones et al., 2008; Morse et al., 2012; Destoumieux-Garzon et al., 2018). Ces 

pathogènes circulent maintenant dans un réseau globalisé dans lequel les frontières 

naturelles et nationales ne constituent plus une limite à leur dissémination (Vittecoq et al., 

2014). En effet, les pathogènes de l’Homme ont évolué à ses côtés à travers les différentes 

transitions démographiques ayant marqué l’histoire de l’Humanité (Picheral, 1996). Les 

évolutions dans nos déplacements, notre consommation et notre exploitation les terres ont 

donné lieu au cours de l’histoire à d’importants changements de contexte sanitaire et donc à 

d’importants changements des taux de mortalité des populations humaines. Ces évènements 

portent le nom de grandes transitions épidémiologiques ou sanitaires, et ont historiquement 

précédé toutes les périodes de grandes transitions démographiques (Orman, 1971; Picheral, 

1996; Zuckerman, Harper, Barrett, & Armelagos, 2014). À l’heure de l’anthropocène et avec 

les changements globaux qui le caractérisent, nous vivons la troisième de ces transitions 

épidémiologiques, celle des émergences, Figure 6 (Zuckerman et al., 2014). En effet, cette 

transition épidémiologique est marquée par une recrudescence globale des cas d’émergences 

et de réémergences de maladies infectieuses (i.e. causée par un agent pathogène) et non 

infectieuses (i.e. qui ne sont pas liées à un agent pathogène) à l’échelle planétaire 

(Destoumieux-Garzon et al., 2018). Ces évènements d’émergences et/ou de réémergences se 
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traduisent par une augmentation significative de l’incidence d’une maladie (i.e. du nombre de 

nouveau cas recensé sur une période donnée) dans la population d’une région à une période 

donnée (Morse, 1995; Toma & Thiry, 2003). 

 

Pour illustrer cette troisième transition épidémiologique, les indicateurs de santé tels 

que les DALYs pour « disability-adjusted life years » ou nombre d’années de vie corrigée du 

facteur d’invalidité, permettent de quantifier la perte globale sur les populations humaines 

liées à cette recrudescence de maladies, en se basant sur la somme d’années de vie humaine 

perdue à la suite d’un décès prématuré (i.e. YLLs) et sur le nombre d’années de vie vécues en 

étant atteint par l’une de ces maladies (i.e. YLDs), (Hay et al., 2017). En 2016, les maladies non 

infectieuses ont causé une perte de 1,468 milliard de DALYs, contre 1,074 milliard dans les 

années 90 (Hay et al., 2017). Des régions en développement comme l’Afrique subsahariennes 

apparaissent comme étant particulièrement impactées par les émergences de ces maladies 

non infectieuses avec environ 151,3 millions de DALYs en 2017 contre environ 90,6 millions 

de DALYs en 1990 (Bigna & Noubiap, 2019). Ceci en raison de l’augmentation de facteurs de 

risques dans ces régions tels que l’alimentation non équilibrée, l’obésité, la réduction de 

l’activité physique, l’hypertension et la pollution de l’air (Bigna & Noubiap, 2019). 

Figure 6. Schématisation du réseau d’interactions entre les différents facteurs à l’origine des 
changements globaux favorisant les émergences de maladies infectieuses dans le monde. 
(Modifié de : Ghelardini et al., 2016, http://survlivel.cultu.be/global-change ; Gianni et al., 2019) 
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En ce qui concerne les maladies infectieuses auxquelles nous allons nous intéresser 

dans ce manuscrit, elles peuvent être différenciées en cinq types en fonction de l’agent 

pathogène qui en est la cause, ce qui implique également des méthodes de lutte adaptées 

(Dimijian, 2000). (i) Les maladies virales pour lesquelles la vaccination reste le meilleur moyen 

de lutte. (ii) Les maladies bactériennes qui peuvent être traitées par des antibiotiques 

(Dimijian, 2000). (iii) Les maladies fongiques qui peuvent être traitées par des fongicides 

(Dimijian, 2000). (iv) Les maladies parasitaires, pour lesquelles les stratégies de luttes reposent 

sur la médication (e.g. l’ivermectine qui est un antihelminthique et l’artémisinine qui est un 

anti-malarique) ou l’élimination des espèces vectrices pour les maladies vectorielles. (v) Et les 

maladies à prions, provoquées par des protéines devenues pathogènes, qui sont incurables. 

La totalité de ces maladies représentent moins de 18,57% des 56 millions de décès totaux 

recensés en 2017 (Ritchie & Roser, 2018), un nombre de décès qui diminue progressivement 

avec l’avancée de la recherche dans le domaine et avec l’amélioration des conditions 

sanitaires à l’échelle du globe (Ritchie & Roser, 2018). Entre 1940 et 2004, 335 évènements 

d’émergence de maladies infectieuses ont été recensés (Jones et al., 2008), démontrant une 

tendance globale aux émergences ou réémergences de maladies infectieuses dans le monde 

(Jones et al., 2008; Smith & Guégan, 2010). Parmi ces maladies, les plus mortelles demeurent 

les maladies provoquant des troubles respiratoires (environ 3,9 millions de décès ; Ritchie and 

Roser, 2018) dont certaines sont liées à des pathogènes telles que les coronavirus à l’origine 

des syndromes respiratoires aigu sévère ou SRAS (Chatterjee et al., 2020). Il y a également la 

tuberculose (environ 1,18 million de décès en 2017), le HIV-AIDS ou sida (environs 950 mille) 

et la malaria (environs 620 mille) (Ritchie & Roser, 2018). En 2016, l’ensemble des maladies 

infectieuses ont représenté une perte d’environ 667 millions de DALYs contre 1,114 milliard 

de DALYs dans les années 90 (Hay et al., 2017). Bien que nous observions une diminution des 

pertes liées aux maladies infectieuses ces dernières décennies, la vigilance à leur encontre ne 

doit pas être relâchée compte tenu du contexte actuel d’émergences et de l’impact sanitaire 

et sociétal que ces maladies peuvent avoir, comme la pandémie en cours de SARS-CoV-2 nous 

l’a démontré (Chatterjee et al., 2020). 

La majorité des maladies infectieuses (i.e. 60,3%) sont causées par des pathogènes 

zoonotiques (i.e. des pathogènes qui se transmettent de l’animal à l’Homme par une 

exposition directe, indirecte ou par l’environnement) (Jones et al., 2008), parmi elles nous 
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retrouvons les maladies virales émergentes les plus mortelles comme les SRAS (Chatterjee et 

al., 2020), les Ebola virus (Bausch & Schwarz, 2014) ou encore les grippes aviaires et autres 

virus tels que Zika (Gyles, 2008; Destoumieux-Garzon et al., 2018). De même, 17% des 

maladies infectieuses émergentes sont des « vector-borne diseases » (VBD) ou des maladies 

transmises à l’Homme par des vecteurs (i.e. des hôtes infectés qui transmettent un parasite 

en se nourrissant de manière non léthale sur un autre hôte ; Lafferty and Kuris, 2002) ou par 

des hôtes intermédiaires tels que les mollusques (WHO, 2017b). Ce qui complexifie le suivi de 

ces maladies, car il nécessite des connaissances sur la distribution et la dynamique spatiale et 

temporelle des populations d’hôtes vecteurs ou d’hôtes intermédiaires ainsi que des hôtes 

définitifs associés à ces parasites, tout en sachant que l’ensemble de ces dynamiques peuvent 

être perturbées par les changements globaux en cours (Taylor, Latham, & Woolhouse, 2001; 

Richards, Lord, Pesko, & Tabachnick, 2009; Blum & Hotez, 2018). 

Les maladies infectieuses notamment les zoonoses, et les maladies transmises par des 

hôtes vecteurs sont de bons exemples de l’interconnexion entre la santé des écosystèmes et 

celle des organismes qui y vivent en incluant notre espèce, c’est ce raisonnement qui a mené 

en 2004 à l’apparition du concept « One World - One Health », « un monde - une santé » 

(Destoumieux-Garzon et al., 2018). Ce nouveau concept à l’instar du concept de la médecine 

unifiée « One Medicine » inclut la santé des écosystèmes et de la faune sauvage dans la 

nouvelle stratégie globale de recherche visant à comprendre les interconnexions entre la 

santé humaine, animale et environnementale par des approches intégratives et 

transdisciplinaires (OHITF, 2008; Destoumieux-Garzon et al., 2018). L’apparition du concept 

One Health est particulièrement représentative du contexte sanitaire actuel et des 

conséquences des changements globaux en cours sur la santé humaine. En effet, depuis 2010 

déjà l’idée que la diminution de la biodiversité dans un écosystème puisse être liée à 

l’émergence de pathogènes était déjà évaluée (Keesing et al., 2010). Bien que cette relation 

puisse également réduire la transmission d’un pathogène, une perte de biodiversité est plus 

fréquemment liée à une augmentation de la transmission ceci par divers phénomènes comme 

une modification de l’abondance en hôtes et vecteurs, une modification du comportement 

des hôtes, vecteurs et parasites ou une modification de la permissivité de l’hôte au 

pathogène/parasite (Keesing et al., 2010). Cette corrélation semble être corroborée par une 

approche de modélisation effectuée sur les données de biodiversité de l’IUCN et sur des 
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données recensant les derniers cas d’émergences de maladies entre 1960 et 2019 (Morand, 

2020). Cette étude met en lumière le rôle de l’élevage intensif dans l’augmentation de la 

fréquence de ces évènements d’émergences de maladies infectieuses, car il a pour effet de 

diminuer la biodiversité globale (Morand, 2020). 

 

b. Le cas des interactions mollusques/parasites 

Le contexte sanitaire actuel est particulièrement focalisé sur les zoonoses émergentes 

d’origine virale comme nous avons pu le voir avec la pandémie de SARS coronavirus en cours 

ou les épidémies antérieures d’Ebola virus (Bausch & Schwarz, 2014; Chatterjee et al., 2020). 

Il en est de même pour les maladies à transmissions vectorielles telles que les maladies 

transmises par les arthropodes (e.g. dengue, malaria et chikungunya ; Kincaid-Smith, Rey, 

Toulza, Berry, and Boissier, 2017). Cet intérêt contraste avec celui porté aux maladies 

transmises par les mollusques d’eau douce dont l’impact en santé humaine et animale est tout 

aussi important (Kincaid-Smith et al., 2017; Sabourin, Alda, Vazquez, Hurtrez-Bousses, & 

Vittecoq, 2018) et dont la dynamique est grandement influencée par les changements globaux 

en cours, notamment anthropiques (Subhani et al., 2014; Horak et al., 2015; Sabourin et al., 

2018; Tanser, Azongo, Vandormael, Barnighausen, & Appleton, 2018) étant donné que ces 

maladies évoluent dans les écosystèmes les plus sensibles à ces changements (Canning & 

Death, 2019; Tickner et al., 2020). 

Les maladies transmises par les mollusques d’eau douce font partie de la catégorie 

plus large des maladies transmises par les mollusques, qui affectent des millions de personnes 

dans plus de 90 pays (Lu et al., 2018). Ces maladies sont causées par des parasites, 

principalement des trématodes, mais également des nématodes dont le cycle de vie implique 

l’infection d’un mollusque terrestre ou aquatique en tant que premier hôte (Sabourin et al., 

2018). Parmi ces maladies, celles provoquées par les trématodes représentent à elle seules 

une perte d’environ 600 millions de DALYs chaque année (Hay et al., 2017) avec plus de 1 

milliard de personnes infectées dans le monde (Fürst, Keiser, & Utzinger, 2012; Sabourin et 

al., 2018). À partir des cycles parasitaires, il est possible de distinguer cinq groupes de maladies 

transmises par les mollusques (Lu et al., 2018) :  
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- Celles causées par des nématodes et dont les mollusques jouent le rôle d’hôtes 

intermédiaires (par opposition à l’hôte définitif qui définit l’hôte dans lequel le parasite 

atteint son stade adulte et effectue sa reproduction sexuée), Figure 7 groupe 1.  

Les quatre autres groupes sont tous caractéristiques de trématodoses ou des maladies 

provoquées par des trématodes. 

- Le second groupe, Figure 7 groupe 2, concerne les cycles parasitaires pour lesquels le 

mollusque est l’unique hôte intermédiaire, il est infecté par un miracidium (i.e. un 

stade larvaire libre nageant du parasite qui va infecter l’hôte intermédiaire par voie 

transcutanée) (Lu et al., 2018). C’est le cas pour les bilharzioses qui ont fait l’objet de 

mes travaux de thèse. Une fois le développement intramolluscal du parasite terminé, 

le mollusque relâche dans l’environnement des cercaires qui sont le stade larvaire 

nageant qui infectera l’hôte définitif (Lu et al., 2018). 

- Le troisième groupe, Figure 7 groupe 3, concerne les cycles parasitaires avec plusieurs 

hôtes intermédiaires, pour lesquels le mollusque est le premier hôte intermédiaire, il 

s’infecte en ingérant des œufs du parasite, comme c’est le cas pour les chlonorchiases 

(Lu et al., 2018).  

- Le quatrième groupe, Figure 7 groupe 4, concerne toujours des cycles pour lesquels le 

mollusque est le premier hôte intermédiaire, mais dans lesquels il est infecté par voie 

transcutanée par un miracidium comme c’est le cas du parasite Paragonimus 

westermani (Lu et al., 2018). 

- Et le cinquième groupe, Figure 7 groupe 5, rassemble les cycles parasitaires dans 

lesquels le mollusque est l’unique hôte intermédiaire, il est également infecté par des 

miracidia par voie transcutanée, mais les cercaires qu’il relâchera dans 

l’environnement s’enkystent sur des végétaux aquatiques sous formes de 

métacercaires qui sont ensuite ingérés par l’hôte définitif, comme c’est le cas pour la 

Fasciolose (Lu et al., 2018). 

Dès lors nous pouvons constater que le point commun entre tous les cycles de trématodoses 

(i.e. groupe 2 à 5) est que la transmission entre chaque hôte dépend de formes larvaires libres 
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du parasite qui évoluent en milieux aquatiques (Lu et al., 2018). Cet élément est primordial à 

prendre en compte dans les stratégies de luttes à l’encontre de ces maladies. 

Figure 7. Schématisation des cinq groupes de maladies transmises par les mollusques. 
Avec l’exemple de Angiostrongylus cantonensis pour le groupe 1, Schistosoma sp. pour 
le groupe 2, Clonorchis sinensis pour le groupe 3, Paragonimus westermani pour le 
groupe 4 et Fasciola hepatica pour le groupe 5. (Modifié de : Lu et al., 2018) 
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 Comme pour la plupart des maladies infectieuses nous assistons ces dernières années 

à une recrudescence d’émergences ou de réémergences de maladies transmises par les 

mollusques essentiellement en milieux d’eau douce (Blum & Hotez, 2018). Parmi les causes 

principales de ces émergences nous pouvons citer les invasions biologiques. En effet, les 

mollusques d’eau douce sont des organismes ayant un fort potentiel d’invasion en raison des 

interconnections naturelles des réseaux d’environnements d’eau douce (Lodge et al., 1998; 

Loo, Keller, & Leung, 2007). À cela s’ajoute le régime de reproduction parthénogénétique de 

certaines espèces (i.e. reproduction monoparentale) qui permet à un seul individu de 

régénérer une population entière dans l’environnement d’accueil (Gérard, Blanc, & Costil, 

2003). Au cours de ces derniers siècles, plusieurs familles de gastéropodes d’eau douce ont 

été introduites en Europe et Amérique du Nord (e.g. Physidae, Thiaridae, Planorbidae et 

Lymnaeidae) par l’intermédiaire de différentes activités anthropiques telles que l’aquaculture, 

l’aquariophilie, la pêche et le transport en bateau (Cowie & Robinson, 2003; Sabourin, 2018). 

Parmi ces espèces, certaines sont des hôtes intermédiaires de trématodes infectant l’Homme. 

C’est le cas notamment de Galba truncatula un mollusque d’origine européenne ayant envahi 

plusieurs pays d’Amérique du Sud (Pointier, 2015). L’introduction de cette espèce sur ce 

continent est à l’origine de la plus forte hyperendémie connue de fasciolose en Bolivie 

(Esteban, Flores, Angles, & Mas-Coma, 1999; Meunier et al., 2001). Un autre exemple 

concerne Pseudosuccinea columella, également impliqué dans la transmission de la fasciolose, 

qui est originaire d’Amérique du Nord et qui a envahi les continents européen, africain et 

l’Amérique du Sud (Pointier, Coustau, Rondelaud, & Theron, 2007). À titre de dernier exemple, 

Melanoides tuberculata est originaire de l’est de l’Asie et a colonisé le continent américain et 

les Caraïbes. Ce mollusque est l’hôte intermédiaire de trématodes zoonotiques tels que 

Centrocestus formosanus (Pulido-Murillo, Furtado, Melo, Rabelo, & Pinto, 2018). 

 Outre l’introduction d’espèces hôtes en dehors de leurs aires natives, l’action de 

l’Homme sur l’environnement, notamment la modification des réseaux hydrographiques (i.e. 

l’ensemble du réseau de cours d’eau et d’étendues d’eau), par la construction de ponts, 

barrages et canaux artificiels (Lodge et al., 1998; Sabourin et al., 2018) peut également 

contribuer à l’émergence locale de trématodoses en créant des habitats favorables à la 

transmission de ces parasites. Cela a été démontré pour la fasciolose, les bilharzioses et pour 
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l’opistorchiase (Esteban et al., 2002; Steinmann, Keiser, Bos, Tanner, & Utzinger, 2006; Ziegler 

et al., 2013; Sabourin et al., 2018). 

 

3. Du tropical vers le tempéré, le cas de la bilharziose 

 

a. Les bilharzioses 

 La bilharziose est un bon exemple des conséquences des changements globaux sur la 

dynamique de transmission des maladies transmises par les mollusques d’eau douce 

(Robinson & Dalton, 2009; Kim et al., 2014). Bien qu’au singulier, la bilharziose décrit en fait 

un ensemble de maladies tropicales négligées (NTD) causées par des parasites appartenant 

au genre Schistosoma. Cette maladie a été décrite pour la première fois en Égypte au Caire 

par le parasitologue allemand Theodor Maximilian Bilharz (Bilharz, 1853), qui nommera ces 

vers plathelminthes « Distoma haematobium » lors d’observations de tissus de patients 

infectés (Bilharz, 1853). Ce sera plusieurs années plus tard que le genre Schistosoma (du grec 

« corps divisé ») sera conservé par la commission internationale de nomenclature zoologique 

pour classer ces organismes en raison de leur morphologie segmentée particulière (Kincaid 

Smith, 2018).  

 Actuellement six espèces de schistosomes sont connues pour infecter l’Homme, 

Schistosoma mansoni, Schistosoma japonicum, Schistosoma intercalatum, Schistosoma 

guineensis et Schistosoma mekongi qui sont responsables des formes intestinales de 

bilharzioses et Schistosoma haematobium responsables de la forme urogénitale de la 

bilharziose (Boissier, Mouahid, & Mone, 2019). Ces parasites se transmettent en milieux 

aquatiques d’eau douce au cours d’un cycle dixène (i.e. deux hôtes) entre un hôte 

intermédiaire invertébré, un gastéropode d’eau douce, qui est infecté par un miracidium qui 

pénètre ses tissus et dans lequel s’effectue la multiplication asexuée du parasite, et un hôte 

définitif vertébré, notamment l’Homme, infecté par une cercaire qui pénètre ses tissus et dans 

lequel le parasite effectue sa reproduction sexuée, Figure 8 (Inobaya, Olveda, Chau, Olveda, 

& Ross, 2014; Boissier et al., 2019). Ce cycle de vie correspond au groupe 2 de maladies 

transmises par les mollusques d’eau douce avec un unique hôte intermédiaire et l’infection 
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transcutanée des deux hôtes impliqués dans le cycle par l’intermédiaire de stades larvaires 

libres nageant, Figures 7 et 8 (Lu et al., 2018). 

 

 La distribution spatiale des schistosomes est dépendante de celle de leurs hôtes 

mollusques (Boissier et al., 2019), toutes les espèces de schistosomes ont un spectre d’hôtes 

ou ensemble d’hôtes définitifs et intermédiaires compatibles spécifique (Boissier et al., 2019). 

Par exemple, S. japonicum infecte des mollusques du genre Oncomelania qui sont 

essentiellement présents en Chine. Schistosoma mansoni infecte des mollusques du genre 

Biomphalaria qui sont présents en Afrique centrale et en Amérique du Sud. Schistosoma 

haematobium infecte des mollusques du genre Bulinus qui sont essentiellement présents en 

Afrique (Boissier et al., 2019). En ce qui concerne les hôtes définitifs, les espèces de 

schistosomes qui infectent l’Homme (e.g. S. mansoni, S. haematobium et S. guineensis) sont 

connues pour s’hybrider naturellement avec d’autres espèces de schistosomes infectant les 

ruminants (e.g. Schistosoma bovis et Schistosoma curassoni) ou des schistosomes de rongeurs 

Figure 8. Cycle de vie dixène de Schistosoma haematobium. Les deux hôtes impliqués dans 
ce cycle parasitaire s’infectent par l’intermédiaire de stades larvaires libres du parasite. Le 
miracidium infecte l’hôte intermédiaire mollusque par voie transcutanée. Les hôtes définitifs 
vertébrés comme l’Homme sont infectés par les cercaires par voie transcutanée également. 
(Modifié de : Yourgenome.org) 
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(e.g. Schistosoma rodhaini) (Kincaid Smith, 2018; Boissier et al., 2019). Ces espèces hybrides 

de schistosomes soulèvent la possibilité d’une transmission zoonotique de ces hybrides de 

l’animal à l’Homme (Boissier et al., 2019) et donc l’intérêt de pratiquer du diagnostic 

vétérinaire en plus des diagnostics médicaux. 

 

b. Épidémiologie 

 Les bilharzioses sont des maladies endémiques dans 78 pays dans le monde, 

principalement en régions tropicales et subtropicales, notamment, l’Afrique qui rassemble 

85% des cas mondiaux de bilharzioses (Kincaid Smith, 2018). Environ 230 millions de 

personnes sont infectées par un schistosome dans le monde et ces maladies menacent un 

total d’environ 800 millions de personnes qui vivent en zone d’endémie (WHO, 2018; Boissier 

et al., 2019). Chaque année, les bilharzioses sont responsables d’une perte estimée entre 1,7 

et 4,5 millions de DALYs (Hotez et al., 2014; Hay et al., 2017; Boissier et al., 2019), dont 90% 

sont liées à des années vécues en étant atteint par l’une de ces maladies (i.e. YLDs) et 10% 

d’années de vies de perdus en raison de mortalité prématurée (i.e. YLLs) (Hotez et al., 2014; 

Boissier et al., 2019). De fait, la bilharziose constitue la seconde endémie parasitaire mondiale 

après le paludisme en termes de mortalité et de morbidité (i.e. le nombre d’individus infectés 

sur une période donnée dans une population donnée) (Hotez et al., 2014; Boissier et al., 2019).  

 La pathologie de la maladie est, quant à elle, principalement liée à l’accumulation 

d’œufs de parasites non excrétés qui se retrouve piégés dans les mésentères ou les vaisseaux 

sanguins en périphérie de la vessie. En l’absence de traitement cette maladie peut entrainer 

des complications notamment des hépatosplénomégalies, des fièvres, des douleurs 

abdominales, des urines et diarrhées sanglantes pouvant mener pour les cas les plus sévères 

à la mort (Ross, Vickers, Olds, Shah, & McManus, 2007; Boissier et al., 2019). Aucun vaccin 

n’existe à l’encontre de la bilharziose (Boissier et al., 2019). Cependant, ces 40 dernières 

années, des stratégies de contrôles et d’éradication ont été mises en place par l’OMS à 

l’encontre des bilharzioses, notamment par le traitement préventif de masse par 

chimiothérapie, qui consiste à traiter tous les individus présents à proximité d’un foyer de 

transmission actif (Fenwick & Jourdan, 2016; Hotez, Fenwick, Ray, Hay, & Molyneux, 2018). La 

molécule active utilisée est le praziquantel (Hotez, Fenwick, Savioli, & Molyneux, 2009; 

Fenwick & Jourdan, 2016). C’est pourquoi environ 78 millions de personnes ont suivi un 
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traitement contre la bilharziose en 2018 (WHO, 2020), alors que des estimations prédisent 

que 218 millions de personnes supplémentaires vivant dans les zones à risque de 

transmissions devraient être traitées (WHO, 2018; Boissier et al., 2019). Malgré toutes ces 

mesures, la bilharziose persiste dans certaines régions du monde, et la gestion de ces maladies 

s’est largement complexifiée avec l’accélération des changements globaux en cours qui 

perturbent la dynamique de transmission de ces parasites (Kincaid-Smith et al., 2017; Kincaid 

Smith, 2018). C’est pourquoi la stratégie d’élimination de la bilharziose focalisée sur l’hôte 

définitif a été revue en 2019 par l’OMS pour être plus intégrative dans un contexte One-Health 

notamment en prenant en compte le contrôle des hôtes mollusques et des hôtes réservoirs 

dans l’environnement afin d’éliminer le parasite avant qu’il n’atteigne les populations 

humaines (WHO, 2020).  

 

c. Des émergences de bilharzioses dans le monde 

Ces dernières années une accélération des cas d’émergences ou de réémergences de 

bilharzioses a été observée en réponse à plusieurs changements environnementaux d’origine 

climatique et anthropique. En effet, la transmission des bilharzioses est étroitement liée à 

l’eau, les personnes les plus à risques étant celles qui pratiquent des activités professionnelles, 

culturelles ou des divertissements dans les environnements d’eau douce, de fait les zones 

rurales ayant un accès limité à l’eau potable sont particulièrement menacées (Hotez et al., 

2007; Hotez et al., 2009; Kincaid Smith, 2018). Les enfants y sont plus susceptibles d’accumuler 

une charge parasitaire importante et donc de développer des formes sévères de bilharziose 

(Stothard, Sousa-Figueiredo, Betson, Bustinduy, & Reinhard-Rupp, 2013). Les changements 

anthropiques dans les milieux d’eau douce ne sont donc pas sans conséquence sur la 

transmission de la bilharziose (Steinmann et al., 2006), comme pour beaucoup de 

trématodoses, les modifications des réseaux hydrographiques par l’Homme (e.g. construction 

de barrages et de canaux d’irrigation) peuvent créer des habitats favorables à la prolifération 

de mollusques hôtes menant à l’intensification de la transmission de schistosomes tels que S. 

haematobium et S. mansoni comme cela a été démontré dans plusieurs pays d’Afrique (e.g. 

Burkina Faso, Cameroun et Sénégal ; Steinmann et al., 2006). Ces constructions peuvent 

également bloquer la migration de prédateurs naturels des mollusques hôtes et favoriser 

d’autant plus leur prolifération et donc les risques de transmission (Sokolow et al., 2017). À 
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l’inverse, les régions s’étant développées en termes d’accès à l’eau potable peuvent connaître 

une diminution locale de la transmission de la bilharziose étant donné que l’accès aux 

environnements d’eau douce se fait plus rare (Steinmann et al., 2006). 

Toujours en ce qui concerne les altérations de l’environnement par l’Homme, la 

pollution peut également contribuer localement à l’intensification de la transmission de la 

bilharziose comme cela a été démontré avec des polluants agrochimiques (e.g. fertilisants, 

pesticides, herbicides ; Halstead et al., 2018; Becker et al., 2020; Hoover et al., 2020). Ces 

composés sont de plus en plus utilisés en agriculture (Halstead et al., 2018), et une fois rejetés 

dans les environnements d’eau douce par ruissellement, ils favorisent la prolifération d’algues 

à la base de l’alimentation de mollusques hôtes, ici Biomphalaria glabrata, et donc la 

prolifération de ces mollusques, menant à une intensification de la transmission du parasite 

S. mansoni (Halstead et al., 2018). Par le même type d’expérimentation, il a été démontré que 

ces polluants agricoles pouvaient être toxiques pour certaines espèces d’arthropodes 

prédatrices de mollusques d’eau douce, de fait, ces prédateurs ne peuvent plus réguler les 

populations de mollusques hôtes qui prolifèrent (Hoover et al., 2020). 

Les changements climatiques jouent également un rôle dans la dynamique de 

transmission des bilharzioses, car ils peuvent modifier les aires de distribution géographiques 

d’hôtes mollusques (Pedersen et al., 2014; Yang & Bergquist, 2018). Avec l’augmentation des 

températures en cours, il est à craindre que l’aire de répartition de maladies infectieuses 

tropicale se décale vers le nord (Kim et al., 2014). Dans ce contexte, plusieurs outils de 

modélisation ont permis de démontrer ce phénomène, notamment avec la transmission de 

bilharziose intestinale par le mollusque Biomphalaria pfeifferi au Zimbabwe, dont l’aire de 

répartition devrait augmenter jusqu’en 2050 avec le réchauffement climatique, avant de 

grandement diminuer pendant les années qui suivront, car les températures prédites 

deviendront trop élevées pour permettre aux mollusques hôtes de se développer (Pedersen 

et al., 2014). Des phénomènes similaires ont été identifiés pour les principaux parasites à 

l’origine des bilharzioses humaines (i.e. S. haematobium, S. mansoni et S. japonicum ; Yang 

and Bergquist, 2018). 

Les flux migratoires et touristiques en provenance des zones d’endémie ainsi que les 

flux d’animaux, notamment l’introduction de mollusques d’eau douce dans de nouveaux 

environnements par des activités telles que l’aquariophilie, l’aquaculture, le commerce et le 
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tourisme, constituent divers moyens d’introduction de schistosomes dans de nouvelles 

localités (Charbonnel et al., 2002; Perez-Saez et al., 2015; Panagiotopoulos, 2018). L’invasion 

de l’île de Madagascar par B. pfeifferi en est un bon exemple. Ce mollusque a colonisé l’île 

après avoir été introduit suite à une occupation humaine datant de plusieurs siècles, 

probablement par bateau lors des vagues successives de colonisation de l’île (Charbonnel et 

al., 2002). Cette introduction est à l’origine d’émergences locales de S. mansoni, le parasite le 

plus prévalent dans ces populations de mollusques à l’heure actuelle. Ce dernier a été 

introduit localement par des colons infectés provenant de zones d’endémie de bilharziose 

intestinale (Charbonnel et al., 2002). Enfin, les flux de populations humaines en provenance 

de zones d’endémie constituent l’unique moyen d’introduction de schistosomes dans le 

monde (Perez-Saez et al., 2015; Panagiotopoulos, 2018), l’exemple le plus actuel d’émergence 

de bilharziose lié à ce facteur étant l’émergence de bilharziose urogénitale en Corse 

(Holtfreter, Mone, Muller-Stover, Mouahid, & Richter, 2014; Boissier, Mone, et al., 2015; 

Boissier et al., 2016). 

 

Une émergence en cours : La bilharziose en Corse 

 Officiellement, la bilharziose humaine était déclarée éradiquée du continent européen 

après le dernier cas traité de bilharziose urogénitale autochtone recensé dans le sud du 

Portugal en 1967 (Boissier, Mone, et al., 2015). Les cas diagnostiqués en Europe les années 

qui suivirent (i.e. 1465 entre 1997 et 2010 ; Lingscheid et al., 2017) étaient des cas importés 

par des personnes ayant séjourné dans des zones d’endémie de bilharziose (Lingscheid et al., 

2017). En France ce sont environ 2000 cas importés de bilharziose qui sont recensés chaque 

année (Noel et al., 2018), et la maladie étant asymptomatique pour la plupart des cas et 

n’étant pas à déclaration obligatoire avant 2016 (Ramalli et al., 2018), ces personnes 

constituent un risque difficilement quantifiable d’importation de la bilharziose en Europe 

(Kincaid Smith, 2018). 

 C’est alors qu’en janvier 2014, une famille est diagnostiquée positive à S. haematobium 

à l’hôpital de Düsseldorf en Allemagne (Holtfreter et al., 2014). Quelques mois plus tard, en 

mars 2014, une autre famille est diagnostiquée positive à ce même parasite à l’hôpital de 

Toulouse en France (Berry et al., 2014). L’analyse parasitologique des urines de ces patients 

venus consulter pour des hématuries (i.e. présence de sang dans les urines) révèlera la 
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présence d’œufs viables du parasite S. haematobium, certaines de ces personnes seront 

également testées positives en test sérologique (Berry et al., 2014). Les mois qui suivent, un 

total de 6 cas sont identifiés après une analyse d’urine (Berry et al., 2014), la particularité de 

ces cas étant qu’aucune de ces personnes n’avaient séjourné dans une zone d’endémie de 

bilharziose les mois précédant l’apparition des symptômes. Cependant, toutes ces personnes 

présentent un point commun, elles ont toutes séjourné dans la région de Porto-Vecchio dans 

le sud-est de la Corse l’été 2013 (Boissier et al., 2016). Ces individus ont tous fréquenté un site 

de baignade réputé, la rivière Cavu dans la région de Porto-Vecchio, qui accueille entre 3000 

et 5000 personnes par jours pendant la saison estivale (Berry et al., 2014; Boissier et al., 2016). 

Ce furent les premiers cas de bilharziose urogénitale autochtone identifiés en Corse.  

 Les années qui suivent, plus de 100 cas de bilharziose urogénitale contractée en Corse 

sont identifiés en France, Allemagne et Espagne, tous compatibles avec une infection datant 

de l’été 2013 (Berry et al., 2014; Holtfreter et al., 2014; Boissier, Mone, et al., 2015; Berry et 

al., 2016; Boissier et al., 2016). Ces cas ont été diagnostiqués à l’occasion d’une campagne de 

diagnostic menée sur plus de 37 000 personnes entre 2014 et 2015 à la suite de l’alerte 

sanitaire lancée par « L’European Center for Disease Prevention and Control » (ECDC) 

(Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015). La présence de mollusques hôtes intermédiaires sur les 

sites de baignade sera investiguée, et le mollusque Bulinus truncatus sera identifié dans les 

sites correspondants : ce mollusque étant l’hôte intermédiaire principal de S. haematobium 

(Boissier et al., 2016). Ironiquement, B. truncatus avait déjà été identifié sur l’île en 1962, et à 

l’époque déjà, les auteurs statuaient sur le fait que la Corse rassemblait tous les éléments 

nécessaires à une émergence future de bilharziose urogénitale (Doby, Rault, Deblock, & 

Chabaud, 1966b). Les analyses moléculaires menées sur la souche de schistosome présente 

en Corse révèleront que cette souche est originaire du Sénégal, probablement introduite en 

Corse par des voyageurs ou des travailleurs saisonniers (Boissier et al., 2016), mais surtout 

qu’il s’agit d’une souche hybride entre S. haematobium et S. bovis (i.e. un schistosome 

infectant bovins, ovins, caprins et autres rongeurs) ce qui ajoute une dimension zoonotique à 

cette émergence (Mone et al., 2015; Savassi et al., 2020). En conséquence, l’accès à la rivière 

Cavu deviendra étroitement contrôlé pour être totalement interdit pour la baignade au cours 

de l’année 2014. Ces mesures temporaires n’empêcheront malheureusement par la 

déclaration de nouveaux cas de bilharziose urogénitale autochtone survenus pendant les étés 
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2015 et 2016 suggérant une persistance locale du cycle parasitaire (Berry et al., 2016; Ramalli 

et al., 2018). En 2017 et 2019, d’autres cas contractés dans la Solenzara, une rivière voisine du 

Cavu seront identifiés (Noel et al., 2018; données non publiées). 

 L’émergence de bilharziose en Corse était donc inattendue par rapport à d’autres 

parasitoses telles que les arboviroses dont les hôtes vecteurs sont des espèces invasives 

(Gould, Gallian, De Lamballerie, & Charrel, 2010; Schaffner et al., 2013) et les autorités de 

santé publique se sont retrouvées prises au dépourvu face à cette nouvelle crise (Kincaid-

Smith et al., 2017). Ces évènements ont mené à une reconsidération des méthodes de suivi 

des bilharzioses et plus généralement des trématodoses quant à leur efficacité pour prévenir 

de ces évènements d’émergences dans le contexte changeant actuel (Mone, Holtfreter, 

Mouahid, & Richter, 2016; Kincaid-Smith et al., 2017). De même, plusieurs hypothèses ont été 

émises pour expliquer comment un parasite tropical parvenait à compléter son cycle de vie à 

des latitudes tempérées (Ramalli et al., 2018), une série de questionnements auxquels nous 

apporterons des éléments de réponse dans le premier chapitre de ce manuscrit. 

 

4. Les outils existants pour le suivi des maladies transmises par les 

mollusques d’eau douce  

 

a. Le diagnostic médical 

Pour les mêmes raisons que les stratégies de contrôle à l’encontre des bilharzioses se 

focalisent essentiellement sur les hôtes définitifs (Kincaid Smith, 2018; WHO, 2020), les outils 

existant pour le suivi de ces maladies reposent essentiellement sur des données 

épidémiologiques obtenues à partir du diagnostic de patients ou d’animaux d’élevages 

infectés (Kincaid-Smith et al., 2017; Ajibola, Gulumbe, Eze, & Obishakin, 2018; Beesley et al., 

2018). L’abondance de ces données est très hétérogène et dépend largement de l’impact de 

la maladie étudiée en santé humaine (e.g. bilharzioses) ou dans l’industrie de l’élevage (e.g. 

fasciolose) (Kincaid-Smith et al., 2017). Ces méthodes peuvent être subdivisées en deux 

catégories. Les méthodes directes qui s’appuient sur l’observation directe de parasites sous 

leur forme adulte ou sous forme d’œufs dans des échantillons de tissus, d’urines ou de fèces 

(Pontes, Oliveira, Katz, Dias-Neto, & Rabello, 2003; Brockwell, Spithill, Anderson, Grillo, & 
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Sangster, 2013; Weerakoon, Gobert, Cai, & McManus, 2015). Les méthodes d’observations 

indirectes qui impliquent la détection d’antigènes du parasite par sérologie (Espinoza et al., 

2007; Gomes et al., 2010; Brockwell et al., 2013), ou la détection de son ADN (Sandoval et al., 

2006; ten Hove et al., 2008; Gomes, Marques, Enk, Coelho, & Rabello, 2009; Lier et al., 2009; 

Wichmann et al., 2009; Xu et al., 2010; Weerakoon, Gordon, & McManus, 2018) par des 

approches moléculaires basées sur la « polymerase chain reaction » ou PCR (Mullis & Faloona, 

1987). La PCR étant une succession de réactions de réplication ciblées en trois étapes induites 

par des variations de température (i.e. dénaturation du double brin d’ADN, hybridation des 

amorces spécifiques à la séquence cible et élongation par polymérisation de la séquence 

d’ADN cible, qui aboutit à la synthèse d’un brin d’ADN complémentaire à cette séquence ; 

Mullis and Faloona, 1987), elles visent à amplifier spécifiquement une séquence ADN parmi 

d’autres. 

Les outils diagnostics médicaux existant pour le dépistage de maladies transmises par 

les mollusques d’eau douce sont multiples et complexes, ils constituent tout un domaine que 

nous ne traiterons pas en détail dans ce manuscrit. Il est cependant important de retenir que 

ces méthodes ne permettent pas une anticipation de la transmission du parasite à l’Homme 

ou au bétail. En effet, ce diagnostic intervient très tardivement dans le cycle parasitaire ce qui 

ne permet pas d’anticiper un évènement d’émergence. Ces approches sont donc utiles pour 

une identification des foyers de transmissions actifs (i.e. des environnements dans lesquels le 

parasite se transmet entre des mollusques et des hôtes définitifs humains ou bétail, Figure 9c) 

par opposition aux sites à risque d’émergence (i.e. fréquentés par des hôtes définitifs humains 

ou bétail et dans lesquels sont présents des mollusques compatibles mais pas le parasite, 

Figure 9a), et les sites de transmission potentiels (i.e. dans lesquels le parasite effectue son 

cycle entre des mollusques et des hôtes définitifs de la faune sauvage, Figure 9b). 
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b. Le diagnostic environnemental 

À des fins de prévention, la détection et le suivi de la dynamique du parasite en dehors 

du compartiment de l’hôte définitif humain ou domestique ainsi que le suivi environnemental 

de la dynamique des mollusques compatibles, paraissent nécessaires (WHO, 2020). 

Cependant, les outils permettant ce type de suivi sont rares et très peu d’études se focalisent 

sur le rôle crucial des mollusques dans le complexe d’interaction entre les mollusques et les 

parasites de mollusques (Lu et al., 2018). C’est pourquoi, les données sur la distribution des 

mollusques sont également rares et peu précises à grande échelle (Lu et al., 2018), certaines 

de ces données datent même de plusieurs siècles (Welter-Schultes, 2012) ceci pour des 

raisons que nous aborderons en chapitre II. Les outils de diagnostics existant pour la détection 

de mollusques infectés ou de trématodes dans l’environnement nécessitent encore beaucoup 

d’améliorations et devraient être plus souvent intégrés dans les stratégies de luttes à 

l’encontre des maladies transmises par les mollusques d’eau douce à l’avenir (Lu et al., 2018; 

Weerakoon et al., 2018; WHO, 2020). Utilisées régulièrement, les approches 

environnementales peuvent donner des informations sur l’apparition de nouveaux foyers de 

transmission actifs et sur les zones à risque d’émergences par la mise à jour des données de 

distributions sur les trématodes et les mollusques (Lu et al., 2018). Cela permet en effet 

d’établir les prévalences parasitaires dans les populations de mollusques et d’hôtes définitifs 

Figure 9. Schématisation différenciant les foyers de transmission des sites de transmission 
potentiels et des sites à risque d’émergence. Alors que les foyers de transmission actifs (c) 
sont tardivement identifiables par le diagnostic médical, le diagnostic environnemental 
permet un suivi du parasite avant qu’il n’atteigne l’Homme. Cette approche permet donc 
d’identifier précocement les sites à risques d’émergence (a) en cas d’introduction du parasite 
et les sites à risque de transmission (b) si ces derniers sont fréquentés par l’Homme ou par les 
élevages. 



 

32 | P a g e  
 

 Introduction  

sauvages, ainsi que les variations spatiales et saisonnières de ces prévalences (Hamburger et 

al., 2004; King, Sturrock, Kariuki, & Hamburger, 2006; Lu et al., 2018). 

Comme pour le diagnostic humain, les outils de suivi de ces organismes dans 

l’environnement sont, pour les plus anciennes, généralement basés sur de l’observation 

directe de mollusques et de parasites (Lu et al., 2018). Deux approches directes sont alors 

différenciables. La première consiste à identifier un mollusque ou un hôte définitif non humain 

naturellement infecté dans l’environnement, généralement par de la prospection 

malacologique, par de la dissection des tissus ou de l’émission de cercaires, des méthodes 

encore largement employée pour la bilharziose (Born-Torrijos, Poulin, Raga, & Holzer, 2014; 

Boissier et al., 2016; Lu et al., 2018). Une alternative consiste à utiliser des mollusques et/ou 

des rongeurs « sentinelles » mis aux abords des milieux d’eau douce fréquentés par l’Homme, 

qui sont infectés par le parasite quand ce dernier est présent localement (Emukah et al., 2012; 

Allan et al., 2013). Le second type d’approches directes concerne la cercariométrie, ou les 

méthodes visant à observer les formes libres du parasite (i.e. miracidia ou cercaires) à partir 

d’échantillons d’eau filtrés directement sur le terrain (Theron, 1979a, 1986). Quelles que 

soient les approches par observation directe, elles deviennent rapidement limitantes lors 

d’une application à large échelle à cause de l’effort d’échantillonnage (Lu et al., 2018), de la 

main d’œuvre (Kincaid-Smith et al., 2017) et du coût qu’elles requièrent (Holmes, Rambaut, & 

Andersen, 2018). 

C’est pourquoi ces deux dernières décennies de nouvelles approches moléculaires ont 

été développées et sont de plus en plus utilisées (Lu et al., 2018) et plus particulièrement les 

outils de diagnostics intramolluscal que nous verrons plus en détail en chapitre II. Ces 

approches sont basées sur de l’amplification d’ADN de parasites par PCR ou technologies 

dérivées (Lu et al., 2018). Elles sont reconnues comme étant plus sensibles que les approches 

traditionnelles (Lu et al., 2018) en permettant de détecter les stades d’infection précoces et 

les infections avortées dans les mollusques, indécelables par des approches comme l’émission 

de cercaires (Hanelt, Adema, Mansour, & Loker, 1997; Jannotti-Passos et al., 1997; 

Hamburger, Xu, Ramzy, Jourdane, & Ruppel, 1998). De fait, les approches moléculaires sont 

particulièrement adaptées pour des suivis à large échelle des maladies transmises par les 

mollusques d’eau douce (Melo, Gomes, Barbosa, Werkhauser, & Abath, 2006). Dans les 

versions les plus récentes, des méthodes basées sur du séquençage d’amplicons ciblés issus 
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de diagnostics PCR permettent même l’identification simultanée de plusieurs espèces de 

trématodes ainsi que de l’hôte mollusque par séquençage (Schols et al., 2019 ; Hammoud et 

al., in prep). Cependant, ces approches moléculaires intramolluscale et intrahôtes définitifs 

peuvent être limités dans les environnements où les prévalences intramolluscale sont faibles 

(Eppert et al., 2002) mais aussi à cause du coût que ces approches moléculaires peuvent 

représenter pour des régions d’endémie comme l’Afrique lors d’application sur un grand 

nombre d’échantillons (Lu et al., 2018). 

 

c. L’ADN environnemental 

Dans ce contexte, les nouvelles approches moléculaires de détection basées sur l’ADN 

environnemental sont intéressantes pour des modèles comme les maladies transmises par les 

mollusques d’eau douce compte tenu de l’importante part du cycle de transmission qui 

s’effectue en milieux aquatiques, Figures 7 et 8, et de la facilité à prélever des échantillons 

environnementaux (Philip Francis Thomsen & Willerslev, 2015; Taberlet, Bonin, Zinger, & 

Coissac, 2018). De plus, ces approches sont particulièrement adaptées à la détection 

d’organismes microscopiques tels que les stades libres de nombreux parasites (Bohmann et 

al., 2014; Bass, Stentiford, Littlewood, & Hartikainen, 2015). 

 

Définitions 

L’ADN environnemental (ADNe) peut se définir par « Un mélange complexe d’ADN 

génomique provenant de nombreux organismes différents trouvés dans un échantillon 

environnemental » selon la première définition proposée par (Taberlet, Coissac, Hajibabaei, 

& Rieseberg, 2012). Cette approche présente donc l’avantage de pouvoir identifier des 

organismes sans avoir à les isoler ou a les observer au préalable (Taberlet et al., 2012). 

L’échantillon environnemental peut désigner de l’eau, des sédiments, de l’air, des fluides 

biologiques (e.g. urine, fèces, sang), mais aussi le matériel utilisé pour la filtration 

d’échantillons environnementaux tels que des membranes filtrantes (Taberlet et al., 2018). 

De fait, ce type d’approche peut également être appliqué aux maladies transmises par les 

mollusques impliquant des mollusques terrestres dans leur cycle, Figure 7. Quand l’ADNe 

désigne l’objectif de l’étude, ce dernier peut se définir par « l’ADN qui peut être extrait à partir 
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d’échantillons environnementaux dans l’objectif d’obtenir des informations taxonomiques ou 

fonctionnelles plus complètes à partir d’ADN retrouvé dans l’écosystème étudié » (Taberlet et 

al., 2018). Cet ADN peut provenir de cellules vivantes ou d’ADN extracellulaire résultat de la 

destruction naturelle de la structure de cellules mortes par des procédés physiques, chimiques 

ou biologiques (Shapiro, 2008; Taberlet et al., 2018). En effet, l’ADNe va subir au fil du temps 

une dégradation et une fragmentation par l’action de l’eau, de processus physico-chimiques, 

du pH et par l’activité des autres organismes (Shapiro, 2008; Strickler, Fremier, & Goldberg, 

2015; Seymour et al., 2018; Taberlet et al., 2018; van Bochove et al., 2020), de plus l’ADN libre 

peut être absorbé par des particules organiques ou inorganiques ayant une affinité avec l’ADN 

tel que le sable, l’argile, le limon et l’humus (Taberlet et al., 2018). De fait, la persistance de 

l’ADN dans l’environnement va grandement dépendre du type d’environnement dans lequel 

il se trouve, de quelques heures à 1 mois dans la colonne d’eau (Dejean et al., 2011), environs 

130 jours à des milliers d’années dans la terre et les sédiments (Haile et al., 2007; Turner, Uy, 

& Everhart, 2015), et jusqu’à plusieurs centaines de milliers d’années dans des substrats 

spécifiques tels que du permafrost ou des noyaux de glace profonde (Willerslev et al., 2007; 

Pedersen et al., 2015), ces estimations dépendent des conditions physicochimiques et 

biologiques de l’environnement d’origine. 

 

Historique 

 Le terme « d’ADN environnemental » émerge pour la première fois dans la littérature 

scientifique en 1987, dans des études de microbiologie visant à identifier l’ADN d’organismes 

microbiens spécifiques à partir de sédiments (Ogram G.S, 1987). Quelques années plus tard, 

en 1990, une équipe publiera la première étude généraliste visant à analyser la diversité 

génétique de bactérioplanctons à partir d’ARN ribosomique par des approches de 

metabarcoding sur des échantillons d’eau de mer (Giovannoni, Britschgi, Moyer, & Field, 1990; 

Taberlet et al., 2018). En 1998, ce sera la première étude de métagénomique qui paraîtra dans 

la littérature scientifique, une étude visant à identifier des voies de synthèse de molécules 

bioactives chez des microorganismes à partir d’ADNe contenus dans les sols (Handelsman, 

Rondon, Brady, Clardy, & Goodman, 1998). Après toutes ces avancées en microbiologie, les 

années 2000, connaîtront un essor important de l’utilisation de l’ADNe en microbiologie, car 

cette approche permet d’avoir accès au génome d’organismes non cultivables in vitro ou celui 
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d’espèces rares ou cryptiques (Taberlet et al., 2018). Avec les nouvelles technologies de 

séquençage, il est même possible d’assembler de larges génomes provenant de ces 

organismes difficilement observables et cultivables (Taberlet et al., 2012; Taberlet et al., 

2018). Les années qui suivent, l’ADNe sera appliqué pour la première fois dans d’autres 

domaines, notamment en 2003 pour la reconstruction de communautés anciennes à partir 

d’ADNe piégé dans le permafrost (Willerslev et al., 2003), ce sera également la première 

application de l’approche ADNe pour la détection de macroorganismes (Taberlet et al., 2018). 

En ce qui concerne les milieux d’eau douce qui nous intéressent, la première application de 

ces approches dans ce type de milieux sera en 2008, pour la détection de la grenouille Rana 

catesbeiana à partir d’échantillons d’eau (Ficetola, Miaud, Pompanon, & Taberlet, 2008), ce 

sera cette même année que l’outil sera appliqué pour la première fois à un trématode, 

Trichobilharzia sp., dont les cercaires sont détectées par PCR à partir d’échantillons d’eau 

filtrée (Schets, Lodder, van Duynhoven, & de Roda Husman, 2008). Puis en 2009 et 2010, 

l’ADNe sera appliqué pour la première fois pour l’analyse de régimes alimentaires à partir de 

fèces en utilisant les nouvelles générations de séquenceurs (Valentini, Pompanon, & Taberlet, 

2009; Deagle, Jarman, Coissac, Pompanon, & Taberlet, 2014; Taberlet et al., 2018). Enfin à 

partir de 2012, et avec l’accessibilité grandissantes aux nouvelles technologies de 

séquençages et aux plateformes de séquençages (Taylor & Harris, 2012; Taberlet et al., 2018), 

l’utilisation de l’ADNe en sciences de l’environnement se démocratisera et les publications 

employant ce type d’approche paraîtrons plus régulièrement (Taberlet et al., 2018), 

notamment pour la détection de macroorganismes, passant de 10 publications en 2012 à plus 

de 150 en 2018, Figure 10a (Tsuji, Takahara, Doi, Shibata, & Yamanaka, 2019). En ce qui 

concerne les trématodes et les mollusques d’eau douce, ce sera à partir de 2015 que l’ADNe 

connaîtra un essor important, Figure 10b. 
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Les différentes approches basées sur l’ADNe 

 Les approches exploitant l’ADNe peuvent être subdivisées en deux grandes catégories 

(Taberlet et al., 2018). Tout d’abord les approches ciblées dont l’objectif est de déterminer la 

présence/absence d’une espèce spécifique dans un environnement ou « single-species 

detection » (SSD) (Seymour, 2019). Ces approches SSD sont généralement basées sur des 

technologies d’amplification d’ADN dérivées de la PCR : (i) la PCR quantitative (qPCR) similaire 

à la PCR classique (Logan, Logan, Edwards, & Saunders, 2009), mais dont la mesure du signal 

d’amplification se fait à chaque cycle d’amplification ; (ii) la PCR digitale (ddPCR) (Doi et al., 

2015), réputée plus sensible que la qPCR étant donné que l’échantillon amplifié est subdivisé 

en microgouttelettes dans chacune desquelles a lieu une réaction d’amplification 

individuellement quantifiées (Hindson et al., 2011) ; et (iii) la LAMP PCR pour « Loop-mediated 

isothermal amplification » ou amplification isotherme médiée par les boucles (Notomi et al., 

2000), plus spécifique et ne nécessitant pas de cycles de températures (Williams et al., 2017). 

Toutes ces approches permettent théoriquement d’obtenir des données quantitatives, 

notamment une estimation de l’abondance d’une espèce dans un environnement donné, elles 

sont donc particulièrement employées en parasitologie à des fins de diagnostic (Bass et al., 

2015). 

Figure 10. Nombres de publications sur la détection de macroorganismes par ADN 
environnemental parues entre 2008 et 2018-20. (a) Publications portant sur la détection de 
macroorganismes par ADNe, en incluant pour 2018 les publications publiées et en cours de 
publication à la date du 31 décembre 2018. La catégorie « autre » inclut divers types de 
documents (e.g. actualités, introductions, opinions et perspectives). (b) Publications portant sur 
la détection de trématodes ou de mollusques d’eau douce, en incluant en 2020 les articles publiés 
à la date du 31 mai 2020 et les articles en préimpression. (Modifié de : Tsuji et al., 2019) 
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 Le second type d’approches est plus généraliste, et vise à identifier un ensemble 

d’espèces au sein d’un même groupe taxonomique ou clade (Taberlet et al., 2018), nous 

parlons alors de « multi-species detection » (MSD) (Seymour, 2019) et plus généralement de 

metabarcoding d’ADN ou de metabarcoding environnemental (Riaz et al., 2011; Taberlet et 

al., 2018). Le barcode, ou code barre en français, faisant l’analogie entre une courte séquence 

d’ADN conservée et représentative d’un taxon qui est utilisée comme amorce pour la PCR et 

le code barre unique servant à identifier un article parmi d’autres. Ainsi, le metabarcoding 

environnemental décrit l’identification simultanée de plusieurs taxa présents au sein d’un 

même échantillon environnemental (Riaz et al., 2011; Taberlet et al., 2018). Ce type 

d’approche bien que basée sur de la PCR, s’appuie sur des technologies de séquençage 

nouvelle génération (NGS) (Deiner et al., 2017) ou sur du séquençage « en vrac » ou shotgun 

(Deininger, 1983; Taberlet et al., 2018). Ces approches généralistes sont particulièrement 

utiles pour caractériser la composition en espèces de groupes taxonomiques tout entiers au 

sein d’un même environnement simplement à partir d’échantillons environnementaux et sans 

nécessiter l’échantillonnage manuel de toutes ces espèces (Deiner et al., 2017; Taberlet et al., 

2018). 

 Ces deux types d’approches seront présentés en détail dans les deux chapitres qui leur 

sont dédiés, à savoir le chapitre II pour les approches ciblées et le chapitre III pour les 

approches de metabarcoding environnemental. Ceci afin de mieux décrire ces approches, 

leurs contextes d’applications ainsi que leurs avantages et inconvénients respectifs, à travers 

des cas d’application concrets. 

 

5. Objectifs et problématique de la thèse 

 

Avec l’accélération des changements globaux et la recrudescence des cas 

d’émergences et de réémergences de maladies infectieuses transmises par les mollusques 

d’eau douce dans le monde, il devient capital de comprendre comment ces perturbations 

environnementales agissent sur la dynamique de transmission de ces parasites. C’est 

pourquoi, les outils de suivis utilisés et les actions menées à l’encontre de ces maladies 

nécessitent des approches plus intégratives que le diagnostic et le traitement des hôtes 
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définitifs. Il est désormais nécessaire de s’intéresser à la dynamique de ces parasites dans 

l’environnement et dans leurs hôtes mollusques pour prévenir de ces émergences. Dans cette 

thèse, nous proposons donc de (i) combiner des approches d’expérimentations en laboratoire 

et en milieux naturels pour comprendre ces évènements d’émergences en intégrant le rôle de 

l’environnement et de tous les acteurs impliqués dans le cycle parasitaire autre que l’Homme 

(i.e. trématodes, hôtes mollusques, hôtes définitifs sauvages et domestiques) ; (ii) développer 

de nouveaux outils de suivis par détection d’ADNe pour améliorer notre capacité à identifier 

les foyers de transmission Figure 9c, les sites de transmission potentiels Figure 9b et les sites 

à risque d’émergences Figure 9a, pour contrôler ces maladies et prévenir de leur émergence ; 

(iii) caractériser les communautés de mollusques et de trématodes pour étudier les 

interactions biotiques entre ces organismes à des fins de lutte biologique ; et (iv) mener une 

réflexion générale sur l’intégration et l’amélioration de ces divers outils et connaissances dans 

de nouvelles stratégies de luttes à l’encontre des maladies transmises par les mollusques 

d’eau douce. 

Dans le premier chapitre de cette thèse, nous nous intéresserons au processus 

d’émergence d’une maladie infectieuse, Chapitre I.1. Avec l’exemple de l’émergence de 

bilharziose en Corse, nous tenterons de comprendre comment un parasite tropical a pu 

émerger et établir son cycle à des latitudes européennes. Pour ce faire nous étudierons les 

traits d’histoire de vie de S. haematobium en particulier sa thermo tolérance, en évaluant la 

capacité de ce parasite à survivre tout un hiver européen dans son hôte mollusque, Chapitre 

I.1.a. Nous évaluerons également le rôle de l’hôte mollusque B. truncatus dans le maintien 

local de ce parasite en soumettant des mollusques infectés au même hiver artificiel que pour 

le parasite, Chapitre I.1.b. Toujours dans l’idée d’expliquer la persistance de ce cycle 

parasitaire et compte tenu du statut hybride de la souche de S. haematobium isolée en Corse, 

nous évaluerons le potentiel rôle des hôtes définitifs domestiques (i.e. ruminants) et sauvages 

(i.e. rats) dans cette persistance en combinant une enquête séro-épidémiologique sur les 

élevages de Corse et une campagne de piégeages de rongeurs, Chapitre I.1.c. 

Dans le second chapitre, nous présenterons les limites des outils de diagnostics actuels 

pour faire un suivi à large échelle des hôtes mollusques et de trématodes dans 

l’environnement, Chapitre II. Nous présenterons alors le développement de nouveaux outils 

de diagnostics basés sur la détection d’ADNe de ces organismes dans l’eau. Nous verrons 
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premièrement le développement et l’application in natura d’un outil dédié à la détection 

d’hôtes mollusques dans l’environnement, en particulier B. truncatus, afin d’identifier des 

sites à risque d’émergence de bilharziose urogénitale, Chapitre II.1. Dans un second temps, 

nous ferons de même pour la détection d’ADN de trématodes dans leurs hôtes mollusques, 

en particulier S. haematobium, afin d’identifier les foyers de transmission actifs de bilharziose 

urogénitale et d’autres trématodoses, Chapitre II.2. 

Dans le dernier chapitre, nous présenterons dans un premier temps le développement 

et l’application en milieu naturel d’un outil de metabarcoding environnemental pour la 

caractérisation des communautés de mollusques à partir de prélèvements d’eau, Chapitre 

III.1. Et dans un second temps, l’initiation du développement d’un outil similaire dédié à la 

caractérisation des communautés de trématodes à partir de prélèvements d’eau, Chapitre 

III.2. Ces outils couplés à d’autres outils de metabarcoding environnemental nous 

permettrons à l’avenir d’étudier les interactions biotiques entre les mollusques, les 

trématodes et les autres organismes présents au sein d’un même écosystème. En effet, ces 

interactions peuvent limiter la capacité d’un parasite à disperser dans un environnement 

donné et donc alimenter des stratégies de lutte biologique à l’encontre de ces maladies d’eau 

douce. Ce qui souligne l’intérêt de caractériser les communautés d’organismes par des 

approches comme le metabarcoding environnemental, Chapitre III. 
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Les objectifs en bref : 

I. Comprendre l’émergence et la persistance de la bilharziose urogénitale en 

Corse par une investigation du côté des traits d’histoire de vie du parasite et du 

rôle de l’hôte mollusque et des hôtes définitifs sauvages et domestiques dans 

ce maintien local du cycle. 

 

II. Proposer de nouveaux outils de diagnostics ciblés basés sur l’ADN 

environnemental pour le suivi intramolluscal des trématodes afin d’identifier 

les foyers de transmission et les sites à risques de transmission, puis faire de 

même pour le suivi des mollusques dans l’environnement afin d’identifier les 

sites à risques d’émergences. 

 

III. Développer des outils de metabarcoding environnemental pour caractériser 

les communautés de mollusques et les communautés de trématodes pour 

faciliter la caractérisation et l’intégration des interactions entre ces espèces à 

des stratégies de lutte biologique. 

 

Enfin, nous discuterons de l’association de tous ces éléments pour les intégrer aux stratégies 

de contrôle des maladies transmises par les mollusques d’eau douce. 
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CHAPITRE I : Facteurs d’émergences de maladies infectieuses, le cas de la 

bilharziose 

1. Le processus d’émergences de maladies infectieuses 

L’émergence d’une maladie infectieuse est un processus divisible en plusieurs étapes 

(Morse, 1995; Morse et al., 2012) notamment mises en évidence pour les maladies 

zoonotiques qui représentent plus de 60% des cas d’émergences ou ré(émergences) de 

maladies infectieuses (Jones et al., 2008). Quel que soit le modèle, deux étapes clés sont 

généralement évoquées, la première est l’introduction du parasite dans un nouvel 

environnement (i.e. la pré-émergence ; Morse et al., 2012). La seconde correspond à 

l’établissement permanent et la dissémination du parasite (i.e. l’endémisation ; Morse, 1995), 

et décrit le moment où le parasite parvient à compléter son cycle dans la zone d’invasion. Par 

la suite cette schématisation a été complétée par l’ajout d’une troisième étape, qui décrit la 

dynamique d’un parasite parfaitement adapté à l’Homme dont la dispersion dans les 

populations humaines a grandement augmenté pour évoluer vers une pandémie (Morse et 

al., 2012). Cette dispersion est généralement assuré par le biais d’activités humaines telles 

que les flux aériens et plus généralement les échanges internationaux (Morse et al., 2012) ; 

un phénomène que nous avons pu observer en temps réel pour la pandémie de COVID-19 

entre 2019 et 2020 (Chatterjee et al., 2020).  

 L’établissement permanent d’un cycle parasitaire repose sur plusieurs éléments 

inhérents aux interactions hôtes/parasites nécessaires, qui ont été conceptualisés sous la 

forme de filtres dans les années 2000 (Euzet & Combes, 1980; Combes, 2001). En effet, le 

parasite doit pouvoir entrer en contact avec des hôtes définitifs et lorsque nécessaire avec des 

hôtes intermédiaires dans l’environnement d’accueil, ce qui constitue un filtre de rencontre, 

Figure 11 (Kincaid-Smith et al., 2017). Ensuite le parasite se confronte au filtre de 

compatibilité : les hôtes du parasite doivent être compatibles permettant ainsi au parasite 

d’atteindre le stade suivant de son développement, Figure 11 (Kincaid-Smith et al., 2017). 
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 Outre la disponibilité en hôtes compatibles, l’environnement d’accueil joue également 

un rôle régulateur. En effet, ce dernier va induire des pressions de sélection, qu’elles soient 

biotiques ou abiotiques, sur les systèmes hôtes/parasites qui l’habitent (Fabian & Flatt, 2012). 

En somme, l’environnement d’accueil influence les traits d’histoire de vie des organismes qui 

le composent (Fox & Messina, 2013). Les traits d’histoire de vie peuvent être définis par 

l’ensemble des événements majeurs au cours de la vie d’un individu qui contribuent 

directement à sa survie et à celle de ces descendants (Fox & Messina, 2013). La pression de 

sélection induite par l’environnement va sélectionner l’expression de phénotypes en réponse 

aux stress environnementaux (Fabian & Flatt, 2012), et potentiellement mené à un 

Figure 11. Émergences de bilharzioses en Europe : Comment les changements globaux 
peuvent élargir les filtres de rencontre et de compatibilité. Chacun des deux stades larvaires 
libres des schistosomes est sujet aux filtres de rencontre et de compatibilité. La rencontre de 
ces larves avec les hôtes intermédiaires et définitifs dépend d’une ouverture du filtre de 
rencontre (i.e. présence simultanée dans l’espace et le temps des hôtes et des parasites). Vient 
ensuite le filtre de compatibilité (i.e. l’hôte doit fournir les ressources adéquates au 
développement du parasite tout en étant incapable de l’éliminer). Les changements globaux 
climatiques ou anthropiques peuvent provoquer une ouverture simultanée de ces deux filtres, 
facilitant ainsi l’établissement d’un parasite dans des régions non endémiques. (Source : 
Kincaid-Smith et al., 2017) 
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phénomène d’adaptation (Gould & Vrba, 1982). Lorsqu’un organisme comme un parasite est 

introduit dans un nouvel environnement, les pressions de sélection exercées sur l’organisme 

nouvellement introduit peuvent être importantes, car très différentes de son habitat 

d’origine. C’est pourquoi les espèces capables de s’établir dans une grande diversité 

d’environnements présentent généralement une plus grande plasticité phénotypique que les 

autres espèces (i.e. une plus grande capacité à s’adapter rapidement aux pressions induites 

par leurs environnements ; Davidson, Jennions, and Nicotra, 2011; Mideo and Reece, 2012). 

Cela concerne particulièrement les parasites qui vivent obligatoirement dans leurs hôtes, un 

environnement changeant dans le temps et relativement hostile en fonction des réactions 

immunitaires déployées à l’encontre du parasite (Mideo & Reece, 2012). 

 Dans un contexte d’émergence, la préadaptation et/ou l’exaptation (Gould & Vrba, 

1982; Ridley, 2009) peuvent également influer sur la capacité d’un parasite à émerger dans 

une nouvelle localité (Kincaid-Smith et al., 2017). La préadaptation en évolution correspond à 

« des caractéristiques qui confère une plus grande aptitude, c’est-à-dire une capacité 

d’adaptation, dans un nouvel habitat » (Hufbauer et al., 2012). Deux processus se distinguent 

dans les phénomènes de préadaptation. (i) L’exaptation qui décrit aussi bien des 

caractéristiques anatomiques que comportementales, initialement sélectionnées pour 

assurer une fonction précise chez un organisme dans un environnement, mais qui se 

retrouvent conservée dans la descendance pour assurer une autre fonction dans de nouveau 

environnements (Gould & Vrba, 1982; Ridley, 2009; Hufbauer et al., 2012; Ardila, 2016). Elle 

se produit lorsqu’un trait qui a évolué sous un régime de sélection est coopté par hasard pour 

assurer une nouvelle fonction (Hufbauer et al., 2012). L’un des exemples le plus connu étant 

la plume des oiseaux dont l’objectif évolutif initial était l’isolation thermique, mais qui a permis 

par la suite une adaptation de ces organismes au vol (Ardila, 2016). (ii) L’adaptation préalable, 

qui décrit le cas où l’adaptation à une ou plusieurs caractéristiques de l’environnement 

d’origine facilite l’invasion d’environnements similaires, sans changement de fonction 

contrairement à l’exaptation (Hufbauer et al., 2012). Cependant le terme préadaptation reste 

le plus employé dans la littérature à l’heure actuelle (Ardila, 2016). Des phénomènes 

d’exaptation ont déjà été identifié comme jouant un rôle clé dans les interactions 

hôtes/parasites. C’est le cas de Polymorphus minutus, un parasite acanthocéphale d’oiseaux 

qui, pour se transmettre à son hôte définitif, altère le comportement de son hôte 
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intermédiaire Gammarus roeseli pour qu’il se fasse ingérer par un hôte définitif (Beisel & 

Médoc, 2010). Dans cette étude, il a été démontré que cette capacité à altérer le 

comportement de l’hôte intermédiaire afin que ce dernier nage en surface pour être plus 

facilement ingéré par un hôte définitif (Bauer, Haine, Perrot-Minnot, & Rigaud, 2005), serait 

en fait une modification comportementale stimulée par la présence de prédateurs benthiques 

non compatibles avec le parasite (Beisel & Médoc, 2010). Ces phénomènes de préadaptation 

ou exaptation et de plasticité phénotypique constituent donc un élément clé lors d’un 

processus d’émergence en particulier pour l’établissement d’une maladie, et doivent être 

connus pour correctement évaluer le risque représenté par une maladie infectieuse 

émergente (Kincaid-Smith et al., 2017). 

 Dans le cadre de ma thèse, j’ai eu l’opportunité d’étudier un cas récent d’émergence 

en phase d’endémisation. Il s’agit de l’émergence de bilharziose urogénitale en Corse du Sud-

Est (Berry et al., 2014; Holtfreter et al., 2014; Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015; Berry et al., 

2016; Boissier et al., 2016). À la suite de l’épidémie initiale de 2013, et avec la détection de 

nouveaux cas humains autochtones les années qui suivirent (Berry et al., 2016; Boissier et al., 

2016; Noel et al., 2018; Ramalli et al., 2018), plusieurs hypothèses non exclusives ont été 

proposées pour expliquer la persistance de ce parasite tropical à de telles latitudes : 

- Le parasite est annuellement réintroduit dans la rivière par des personnes infectées 

provenant de zones d’endémie de bilharziose, ou ayant acquis le parasite 

localement les années passées (Noel et al., 2018). 

- Le parasite survit dans ses hôtes intermédiaires mollusques pendant l’hiver et 

infecte des hôtes définitifs l’été suivant (Ramalli et al., 2018). 

- Le parasite, étant une souche hybride entre une espèce de schistosome infectant 

l’Homme (i.e. S. haematobium) et une espèce de schistosome infectant le bétail et 

d’autres vertébrés sauvages tels que les rongeurs (i.e. S. bovis), parvient à se 

maintenir dans des hôtes réservoirs, domestiques ou sauvages, vivant à proximité 

des rivières (Ramalli et al., 2018). 

 Bien que la première hypothèse de réensemencement annuel des rivières par des 

personnes infectées demeure la plus soutenue (Ramalli et al., 2018), nous avons testé 

l’hypothèse que d’une part les mollusques, de l’autre les hôtes définitifs des faunes sauvage 

et domestique jouent un rôle dans le maintien du cycle de vie du parasite dans les rivières de 
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Corse sans l’intervention de l’Homme. Ces deux hypothèses ont été évaluées au travers des 

deux études qui constituent ce premier chapitre de thèse. 

 

• Publication 1 : Mulero, S. ; Rey, O ; Arancibia, N. ; Mas-Coma, S. ; Boissier, J. (2019). 
Persistent establishment of a tropical disease in Europe: the preadaptation of 
schistosomes to overwinter. Parasites & Vectors, 12(1): 379. Doi: 10.1186/s13071-019-
3635-0 

 

 Dans cette première étude, nous nous sommes proposés de comparer la capacité de 

la souche hybride de schistosome établie en Corse et celle de plusieurs lignées de S. 

haematobium tropicales à survivre aux températures hivernales classiquement retrouvées en 

Corse quand elles infectent la souche locale de B. truncatus. Notre objectif était de déterminer 

si des phénomènes de préadaptation de ces parasites aux climats tempérés pouvaient 

expliquer la persistance du cycle parasitaire en Corse. Nous avons ensuite évalué la capacité 

de ces souches de parasites à reprendre leur cycle de vie post-hivernage après un retour à des 

températures estivales classiques. Par la même occasion nous avons évalué la capacité de 

souches de mollusques d’origine tropicales et tempérées, saines et infectées, à survivre à de 

telles températures, car la survie du mollusque tout un hiver est un prérequis à la survie du 

parasite sous l’hypothèse de la survie intramolluscale du parasite. 

 Pour ce faire, nous avons simulé en milieu contrôlé (i.e. mésocosme), un hiver 

écologiquement réaliste sur plusieurs combinaisons de souches de parasites et de mollusques. 

Les gradients de température appliqués ont été calibrés à partir de mesures de températures 

réalisées au cours d’une année entière dans les eaux de la rivière Cavu, le site d’émergence 

en Corse, ainsi qu’à partir de mesures de températures d’eaux réalisées en hiver dans d’autres 

rivières Européennes et dans des rivières des zones d’endémie de bilharziose en Afrique. Au 

total quatre traitements de températures (i.e. 4°C, 8°C, 16°C et 24°C) ont été appliqués sur les 

lots de mollusques sains et de mollusques infectés. À l’exception des mollusques laissés à 

température ambiante à 24°C, ces traitements consistaient en une diminution progressive de 

la température jusqu’à atteindre la température minimale du traitement. La température 

minimale a été conservée sur quelques semaines avant une remontée progressive de la 

température pour retourner à 24°C. Cet hiver artificiel a été effectué sur 25 semaines afin 
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d’imiter au mieux la durée de la saison hivernale en milieux naturels. Nous avons testé deux 

souches de parasites S. haematobium-bovis (la souche hybride isolée en Corse) et S. 

haematobium isolé au Cameroun, sur deux souches de mollusques B. truncatus de Corse et B. 

truncatus d’Espagne. Nous avons également évalué la capacité de mollusques sains à survivre 

à ces températures pour trois souches de B. truncatus originaires de Corse, d’Espagne et du 

Cameroun. 

 

a. La préadaptation ou exaptation du schistosome aux milieux tempérés 

Pour évaluer la capacité de la bilharziose urogénitale à s’installer dans le sud de 

l’Europe, la première étape a été de déterminer si le parasite, S. haematobium est capable de 

survivre aux températures hivernales classiquement retrouvées à ces latitudes. En effet, la 

température est connue pour être un des facteurs les plus limitants dans la distribution 

spatiale d’un organisme et de sa dispersion (El-Hassan, 1974). Dans cette première étude nous 

avons pu démontrer que toutes les souches de S. haematobium testée (i.e. la souche isolée 

en Corse et une souche pure originaire du Cameroun) sont capables de survivre à un hiver 

européen lorsqu’elles infectent une souche européenne de B. truncatus (Corse, Espagne), 

même à des températures avoisinant les 8°C, ces températures diffèrent grandement des 

températures d’eau retrouvées dans les zones d’endémie de bilharziose urogénitale (i.e. 

environ 29°C ; Trewavas, Green, and Corbet, 1972; Campbell et al., 2017). De plus, toutes ces 

souches de parasites ont pu reprendre leur cycle de vie et produire des cercaires viables (i.e. 

capable d’infecter des hôtes définitifs et d’atteindre le stade adulte) après une exposition au 

froid d’au moins 14 semaines. Cette résistance au froid, se traduisant par un arrêt temporaire 

du développement parasitaire intramolluscal ou diapause, a été détectée pour toutes les 

souches de schistosomes testées. À l’inverse, des études testant l’effet des hautes 

températures sur S. haematobium, ont démontré que le parasite pouvait également survivre 

à des températures proches de 32°C, et que cela se traduisait par une accélération du 

développement parasitaire intramolluscal, entraînant une forte mortalité chez l’hôte 

mollusque dont les défenses immunitaires sont affaiblies par les fortes températures (Pflüger, 

Roushdy, & el-Emam, 1984; Kalinda, Chimbari, & Mukaratirwa, 2017). Dans ce cas, le parasite 

parvient à survivre à des températures largement au-dessus des températures dites optimales 

(i.e. 25°C ; McCreesh and Booth, 2014). Ces résultats corroborent donc l’hypothèse que les 
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schistosomes sont préadaptés ou ont une grande plasticité phénotypique au moins en 

réponse aux variations de température, et comme pour beaucoup de parasites, les 

schistosomes possèdent une niche thermique étendue permettant de tolérer une large 

gamme d’environnements différents (Mideo & Reece, 2012). 

 

b. Le rôle des mollusques hôtes intermédiaires dans le processus d’émergence 

 Dans le contexte d’émergence de la bilharziose en Europe, nos résultats indiquent que 

S. haematobium est tout à fait capable d’effectuer son cycle dans le sud de l’Europe et plus 

généralement de survivre à des températures allant de 8°C à 32°C, pour reprendre son cycle 

après un retour à des températures optimales. En conséquence, le parasite serait même 

capable de tolérer des températures d’eau hivernales caractéristiques des rivières du centre 

et du nord de l’Europe (i.e. 4°C) du moment qu’un mollusque hôte compatible y soit établi. La 

suite logique à ce raisonnement a donc été d’évaluer s’il en était de même pour le mollusque 

hôte intermédiaire, B. truncatus, et de déterminer si ce dernier pouvait limiter la dispersion 

du schistosome en Europe. 

 Les résultats de cette première étude ont démontré que le mollusque B. truncatus est 

résistant à une longue exposition au froid. Contrairement aux parasites, l’intensité de cette 

résistance dépend de l’origine géographique du mollusque. En particulier, les souches saines 

de mollusques originaires des régions tempérées (i.e. Corse et Espagne) présentaient les taux 

de survie les plus élevés que la souche tropicale saine, au moins 50% des individus ont survécu 

à un maintien à 4°C sur 14 semaines. La survie était d’au moins 80% pour les trois autres 

conditions (i.e. 8°C, 16°C et 24°C). La souche camerounaise de B. truncatus n’a pas survécu à 

une exposition prolongée à 4 et 8°C, cependant ces mollusques sont tout de même capables 

de survivre à une exposition à 16°C pendant 16 semaines, des températures bien plus basses 

que celles retrouvées dans leur habitat natif (i.e. 29°C ; Campbell et al., 2017). Ces différences 

en matière de résistance à la température entre la souche d’origine tropicale de B. truncatus 

et les souches d’origines tempérées suggèrent une adaptation locale de ces mollusques au 

climat de leurs latitudes respectives. 
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 Concernant les mollusques parasités, ces derniers ont généralement montré un bien 

meilleur taux de survie aux températures relativement faible (i.e. au moins 80% à 8°C et 16°C) 

que les mollusques infectés laissés à 24°C (≤ 20%). En somme, les mollusques infectés exposés 

au froid présentaient des taux de survies très similaires aux mollusques sains pour ces mêmes 

conditions. Cela pourrait s’expliquer par le ralentissement du développement intramolluscal 

du parasite en réponse au stress thermique réduisant ainsi l’impact de ce développement 

parasitaire sur la santé de l’hôte mollusque (Mulero, Rey, Arancibia, Mas-Coma, & Boissier, 

2019). Ce résultat indique également qu’un bullin adapté aux températures hivernales locales 

et un parasite associé peuvent théoriquement survivre tout un hiver dans la rivière, quelle que 

soit l’origine géographique du parasite. Ainsi, l’expansion et la capacité de la bilharziose 

urogénitale à s’installer en Europe seraient principalement limitées par le potentiel adaptatif 

de B. truncatus aux faibles températures et de sa capacité à disperser dans de nouveaux 

environnements. De fait, avec l’élévation globale des températures prévues dans les années 

futures, la bilharziose urogénitale constitue une nouvelle menace pour le continent européen 

(Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015). 
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c. Le rôle des hôtes réservoirs domestiques et sauvages dans le processus 

d’émergence 

 

• Publication 2 : Oleaga, A. ; Rey, O. ; Polack, B. ; Grech-Angelini, S. ; Quilichini, Y. ; Perez-
Sanchez, R. ; Boireau, P. ; Mulero, S. ; Brunet, A. ; Rognon, A. ; Vallee, I. ; Kincaid-Smith, 
J. ; Allienne, J. F. ; Boissier, J. (2019). Epidemiological surveillance of schistosomiasis 
outbreak in Corsica (France): Are animal reservoir hosts implicated in local 
transmission? PLOS Neglected Tropical Diseases, 13(6): e0007543. Doi: 
10.1371/journal.pntd.0007543 

 

 Avec l’étude précédente nous avons avancé des arguments en faveur de l’hypothèse 

de la persistance intramolluscale du parasite, en effet, la souche de S. haematobium isolée en 

Corse est tout à fait capable de survivre tout un hiver dans son mollusque hôte intermédiaire 

(Mulero et al., 2019). Cependant, cette théorie paraît limité compte tenu de la longévité de B. 

truncatus. En effet ces mollusques peuvent vivre de 170 jours voire 9 mois en laboratoire dans 

des conditions dites optimales (Chu, Sabbaghian, and Massoud, 1966 ; données non publiées). 

Toujours est-il que cette hypothèse ne prenait pas encore en compte les résultats de notre 

première étude en particulier le ralentissement du développement intramolluscal du parasite 

en réponse aux baisses de température (Mulero et al., 2019). Bien que le paramètre longévité 

d’un mollusque infecté n’ait pas encore été formellement testée, l’existence locale d’un hôte 

vertébré autre que l’Homme semblait donc être l’hypothèse la plus probable pour expliquer 

le cas identifié entre 2015 et 2016 en Corse. En effet, outre la capacité de S. haematobium à 

persister localement dans son hôte mollusque, le caractère hybride de la souche de parasite 

isolé en Corse (Mone et al., 2015) pourrait également contribuer à cette émergence et à la 

persistance locale de cette lignée. 

 

 Nous savons que la souche de S. haematobium isolée en Corse s’est révélée être un 

hybride entre un schistosome infectant l’Homme, S. haematobium, et un schistosome 

infectant les ruminants et les rongeurs sauvages, S. bovis. À cet égard, S. bovis avait déjà été 

identifiée dans des élevages en Corse au milieu du siècle dernier (Doby, Rault, Deblock, & 

Chabaud, 1966a). Cette hybridation peut avoir un impact non négligeable sur la transmission 
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de cette souche de schistosome, notamment sur le filtre de compatibilité du parasite que j’ai 

présenté en début de chapitre. De fait, le spectre d’hôtes compatibles (i.e. l’ensemble des 

espèces compatibles avec le parasite) aussi bien au niveau des d’hôtes intermédiaires que des 

hôtes définitifs pourrait être élargi à de nouvelles espèces établie en Corse (Kincaid-Smith et 

al., 2017; Kincaid Smith, 2018), notamment à des hôtes définitifs de la faune sauvage ou 

domestique (King, Stelkens, Webster, Smith, & Brockhurst, 2015). 

 

 Il nous a donc fallu déterminer si la souche de schistosome établie en Corse pouvait 

persister localement sans l’intervention de l’Homme, en infectant des animaux domestiques 

et/ou sauvages. Un phénomène déjà suggéré pour une souche hybride de schistosome au 

Sénégal, pays d’origine de la souche établie en Corse, où le parasite a été retrouvé dans des 

rongeurs sauvages (Catalano et al., 2018), et plus récemment au Bénin dans du bétail 

domestique (Savassi et al., 2020). Pour répondre à cette question, nous avons évalué la 

capacité de la souche hybride établie en Corse de S. haematobium à infecter des hôtes 

vertébrés autres que l’Homme en combinant une enquête séro-épidémiologique menée sur 

3519 ruminants en Corse ainsi qu’une campagne de piégeage de rongeurs le long du Cavu et 

plus particulièrement autour des foyers de transmission connus dans cette rivière. 

 

 Sur les 3519 animaux domestiques testés en sérologie, soit 1147 bovins, 671 chèvres 

et 1701 moutons répartis sur 160 fermes sur 14 municipalités dans tout le sud de la Corse. 

Seulement 17 individus ont été trouvés positifs au schistosome, cependant ces individus 

furent considérés comme de faux positifs après un second test sérologique négatif, et compte 

tenu de la distribution spatiale de ces quelques individus, trop éparse par rapport au type de 

distribution classiquement retrouvée pour S. bovis (i.e. focalisée sur une même 

région ; Oleaga, Ramajo-Hernandez, Perez-Sanchez, and Ramajo-Martin, 2004). Bien que ce 

test sérologique basé sur la détection d’antigène de S. bovis ait déjà fonctionné pour le 

diagnostic de S. haematobium chez l’Homme (Roffi & Lemasson, 1981), il est également 

possible que ce dernier soit limité pour le diagnostic de souches hybrides de schistosomes, et 

donc que des animaux domestiques soient effectivement infectés par le parasite. 
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 En ce qui concerne les rongeurs, les expériences menées en laboratoire sur Rattus 

norvegicus et les prospections réalisées sur R. rattus en milieu naturel ont démontré que les 

rats peuvent être infectés par la souche hybride de S. haematobium établie en Corse. 

Toutefois, une étude ancienne a montré que dans ces hôtes, S. haematobium produit des 

œufs non viables chez R. rattus (Martins, 1958) ce qui suggère que c’est la nature hybride de 

la souche de parasite qui permet à la lignée établie en Corse d’infecter ces hôtes. En Corse, 

deux rats sur les 34 rats piégés dans le Cavu ont été trouvés positifs à S. haematobium lors de 

la campagne de piégeage. L’un des rats était infecté par un unique vers mâle non mature et 

présentait des traces de présence actuelle ou antérieure d’œufs de parasite. Le second ne 

présentait que des traces d’hémozoïne spécifique des vers parasites hématophages (i.e. 

produit de digestion du sang par le parasite). Cette prévalence de 5,88% est relativement 

faible comparée à celle retrouvée dans les populations de rongeurs au Sénégal (i.e. jusqu’à 

28,6% ; Catalano et al., 2018) ou dans le bétail au Bénin (i.e. environ 25% ; Savassi et al., 2020), 

mais beaucoup plus élevée que la prévalence dans les populations humaines (Boissier et al., 

2016). Compte tenu de la faible permissivité des rats reportée dans la littérature, de la faible 

intensité parasitaire reportée chez les individus infectés et du faible nombre de rongeurs sur 

le pourtour du Cavu, le rôle des rats et plus généralement le rôle d’hôtes réservoirs dans la 

persistance de S. haematobium en Corse semble de fait relativement négligeable d’après nos 

connaissances actuelles. 
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 Dans ce premier chapitre, nous avons démontré l’intérêt d’étudier à la fois les traits 

d’histoire de vie des parasites et ceux de leurs hôtes intermédiaires afin de mieux 

appréhender les risques d’émergence d’un parasite dans une nouvelle localité. Au travers de 

l’émergence de la bilharziose urogénitale en Corse, nous avons pu déterminer que la souche 

de S. haematobium établie localement, mais également les souches issues de zones tropicales 

d’endémie (i.e. l’Afrique), sont toutes résistantes aux températures hivernales locales des 

rivières Corse, mais qu’elles peuvent potentiellement survivre à des températures hivernales 

plus froides caractéristiques de zones géographiques de plus hautes latitudes d’Europe. Nous 

avons également démontré expérimentalement que toutes les souches de parasites testées 

sont capables de survivre dans leur hôte mollusque B. truncatus pendant une longue 

exposition au froid, et de reprendre leur cycle de vie après un retour à des températures 

optimales (Mulero et al., 2019). De plus, les populations de B. truncatus se sont révélées être 

également résistantes aux faibles températures, et localement adaptées aux conditions 

climatiques de leurs habitats respectifs (Mulero et al., 2019). Enfin, nous avons pu déterminer 

que la contribution d’un hôte vertébré autre que l’Homme dans la persistance locale de ce 

parasite est probablement négligeable compte tenu de la faible permissivité des rongeurs 

présents localement, de leur rareté, et de l’absence d’animaux domestiques positifs (Oleaga 

et al., 2019). Ces résultats suggèrent donc que la progression potentielle de la bilharziose 

urogénitale plus au nord de l’Europe dépend essentiellement de la présence de mollusques 

compatibles, de leur capacité à résister aux faibles températures (Mulero et al., 2019), et de 

l’activité humaine associée aux points d’eau, un scénario qui avec le réchauffement global 

actuel devient inquiétant (Kalinda et al., 2017). Dans un contexte épidémiologique, il est 

également crucial de prendre en compte les flux migratoires des populations humaines sous 

l’influence des changements globaux (Black et al., 2011) en particulier des populations en 

provenance des zones d’endémies de bilharzioses humaines (Panagiotopoulos, 2018). Enfin, 

ces résultats soulignent l’importance de mieux documenter la distribution spatiale des 

mollusques hôtes intermédiaires afin de mieux évaluer et prédire les risques d’émergence et 

d’identifier les sites compatibles avec une introduction future du parasite.
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CHAPITRE II : Développement d’outils de diagnostic ciblés pour contrôler 

l’évolution des maladies transmises par les mollusques d’eau douce dans 

l’environnement 

 

Nous avons pu voir à travers le modèle de la bilharziose en quoi l’étude des traits 

d’histoire de vie des schistosomes et de leurs hôtes mollusques pouvait être informatif pour 

évaluer la capacité d’un parasite à émerger et persister dans une nouvelle localité. Cependant, 

le contrôle de ces évènements d’émergence et plus généralement le suivi des foyers de 

transmission et des sites de transmission potentiels par l’étude de la circulation des 

trématodes, et des sites à risque d’émergence par l’étude de la distribution des hôtes 

mollusques, nécessite de disposer de données précises et actualisées sur les zones de 

présence de ces organismes dans le monde (Ellwanger, Kaminski, & Chies, 2019; Mulero et al., 

2019). L’actualisation régulière de ces données de distribution est d’autant plus importante 

dans un contexte d’accélération de changements globaux (e.g. augmentation des 

températures, perturbation des précipitations et la fréquence accrue d’évènements 

climatiques extrêmes ; Blum and Hotez, 2018), qui peuvent d’une part, rapidement perturber 

la distribution de ces organismes dans l’espace et le temps (Blum & Hotez, 2018), et d’autre 

part favoriser les zones de contact entre l’Homme et/ou les animaux domestiques et les 

pathogènes issus de la faune sauvage (Morand, 2011). 

 Les outils existants pour le suivi de ces parasitoses sont essentiellement focalisés sur 

des espèces ayant un fort impact en santé humaine et/ou animale (i.e. les bilharzioses et la 

fasciolose) et reposent essentiellement sur des diagnostics médicaux/vétérinaires dans les 

populations humaines et/ou sur les cheptels (Kincaid-Smith et al., 2017; Beesley et al., 2018). 

Ces diagnostics consistent essentiellement à détecter la présence d’œufs du parasite dans 

l’urine ou les fèces des hôtes vertébrés (Pontes et al., 2003; Brockwell et al., 2013), ou sur des 

approches sérologiques à partir d’échantillons d’urine, de fèces ou de sérum (Espinoza et al., 

2007; Gomes et al., 2010; Brockwell et al., 2013). Bien qu’essentielles pour contrôler les effets 

néfastes de telles parasitoses, ces méthodes ne permettent pas d’anticiper la transmission du 

parasite, car si le parasite est détecté chez un patient ou un animal c’est qu’il est déjà présent, 

il est donc également impossible par ces approches d’anticiper un évènement d’émergence. 
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Ces outils sont cependant utiles pour une identification des foyers de transmissions, Figure 

12. 

 

 En ce qui concerne l’identification de sites à risque d’émergence, les données sur la 

répartition spatiale des mollusques d’eau douce datent pour certaines du XVIIIe siècle 

(Welter-Schultes, 2012), ces données sont rarement mise à jours à large échelle en raison de 

la forte hétérogénéité spatiale et temporelle de ces espèces (Lamy, Pointier, Jarne, & David, 

2012) et de la difficulté à en détecter certaines (Dubart, Pantel, Pointier, Jarne, & David, 2019). 

La mise à jour de ces données nécessiterait de nombreuses campagnes de prospection 

malacologique visuelle, donc beaucoup de main d’œuvre et des connaissances en malacologie 

pour l’identification des espèces (Kincaid-Smith et al., 2017). En ce qui concerne les foyers de 

transmissions et les sites à risque de transmission et avec les méthodes de suivis 

conventionnelles, la détection d’un trématode et de ses hôtes mollusques dans 

l’environnement peut se révéler coûteuse et complexe (Holmes et al., 2018), nous sommes 

donc encore loin de pouvoir évaluer le risque représenté par la bilharziose en Europe (Kincaid-

Smith et al., 2017), et plus généralement le risque représenté par les trématodoses dans le 

monde. Pour d’autres modèles tel que les maladies transmises par les arthropodes, les 

Figure 12. Schématisation des trois stratégies de diagnostics applicables aux maladies 
transmises par les mollusques d’eau douce. Encart rouge : Diagnostics médicaux sur les 
hôtes définitifs (e.g. sérologie, détection d’œufs du parasite dans les urines ou fèces). Encart 
vert : Diagnostique intramolluscal (i.e. identification du parasite dans son hôte mollusque 
par des approches de biologie moléculaires, d’émission de cercaires ou de dissection de 
mollusques). Encart bleu : Diagnostic environnemental, permettant la détection des formes 
libres du parasite (e.g. miracidia, cercaires et métacercaires) et de son ADN libre à partir de 
prélèvements d’eau ou de sédiments. 
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initiatives de suivis à large échelle sont plus avancées, car il existe déjà des réseaux d’études 

internationaux qui coordonnent les efforts pour le suivi de ces maladies et utilisent des outils 

de diagnostics moléculaires plus sensibles (ECDC, 2012), notamment les réseaux European 

Network for Arthropod Vector Surveillance for Human Public Health (VBORNET) ou Emerging 

and Vector-borne diseases (EVD) qui sont dédiés au suivi de maladies transmises par les 

arthropodes tels que la malaria, le chikungunya et la dengue à travers l’étude de la distribution 

spatiale des vecteurs arthropodes (ECDC, 2011; Schaffner et al., 2013). 

 En ce qui concerne l’étude de la circulation des trématodes et afin d’améliorer notre 

capacité de suivi de ces organismes, j’ai développé pendant ma thèse une série d’outils 

moléculaires, d’une part pour la détection de mollusques hôtes intermédiaires dans 

l’environnement aquatique, en particulier B. truncatus l’hôte intermédiaire de S. 

haematobium et S. bovis. Et d’autre part, pour la détection intramolluscale de trématodes, en 

particulier le parasite S. haematobium dans son hôte mollusque B. truncatus. À cette fin, le 

laboratoire naturel que constitue la Corse, siège d’un évènement récent d’émergence de 

bilharziose urogénitale, a été un excellent site pour tester nos outils en milieux naturels. 

 

1. Détection de l’hôte mollusque dans son environnement pour 

l’identification de sites à risque d’émergence 

La dimension malacologique de ces maladies d’eau douce est un élément important à 

prendre en compte afin de développer des stratégies de contrôle efficaces dans un contexte 

d’émergence (Schniebs et al., 2017; Schniebs, Glöer, Quiñonero-Salgado, Lopez-Soriano, & 

Hundsdoerfer, 2018). Il est donc étonnant de constater que les données sur la répartition 

géographique des mollusques demeurent rares ou très anciennes (Welter-Schultes, 2012). 

Pour exemple, les dernières données sur la distribution de B. truncatus en Corse datent des 

années soixante (Doby et al., 1966b). À cette époque l’équipe ayant réalisé le suivi avait 

d’ailleurs statué sur le fait que la Corse rassemblait tous les éléments permettant l’émergence 

de bilharziose urogénitale localement (Doby et al., 1966a). Toutefois, la distribution locale de 

B. truncatus ne fut jamais réactualisée jusqu’à ce que cette maladie émerge en 2013 (Boissier 

et al., 2016). Plusieurs raisons peuvent expliquer ce manque d’informations sur la distribution 

des mollusques d’eau douce. 
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 Tout d’abord, en dépit de la biodiversité hébergée dans les écosystèmes d’eau douce 

(i.e. 10% de la biodiversité mondiale et 1/3 de toutes les espèces de vertébrés connues ; 

Janssen et al., 2016), ces écosystèmes ont historiquement reçu moins d’intérêt que les 

écosystèmes terrestres ou marins (Puth & Post, 2005; Collen et al., 2014). Ceci s’explique par 

la difficulté de suivre les espèces d’eau douce, ce qui se traduit également par un manque de 

résolution taxonomique à l’échelle globale (i.e. nous connaissons la répartition globale des 

grandes familles de gastéropodes, mais pas la distribution détaillée par espèces ; Lu et al., 

2018) (Collen et al., 2014) ; la majorité des études réalisées dans ces environnements 

fragmentés étant généralement très localisés (Collen et al., 2014). Ensuite, la distribution des 

populations de mollusques d’eau douce est hautement hétérogène d’un point de vue spatial 

et temporel, ce qui rend leur suivi particulièrement complexe (Lamy et al., 2012). Enfin, 

comme évoquées précédemment, les méthodes de suivis classiquement employées (i.e. 

prospection visuelle) peuvent se révéler laborieuses et chronophages et nécessitent une 

expertise malacologique pour l’identification des espèces (Lamy et al., 2012). De plus, les 

espèces préférant des habitats difficilement accessibles à l’Homme peuvent nécessiter un 

effort d’échantillonnage accru (Mulero, Toulza, et al., 2020). 

 Ce contexte rend l’utilisation d’outils de diagnostics par ADNe ciblés particulièrement 

indiquée pour renforcer notre capacité de suivi de ces organismes (Kincaid-Smith et al., 2017). 

À cet égard, la littérature scientifique s’est récemment vue enrichie d’études proposant des 

outils de diagnostics par ADNe pour la détection de mollusques aquatiques, notamment pour 

des espèces invasives (i.e. Potamopyrgus antipodarum, Crepidula fornicata et Physa acuta ; 

Goldberg, Sepulveda, Ray, Baumgardt, and Waits, 2013; Clusa et al., 2017; Klymus, Marshall, 

and Stepien, 2017; Miralles, Parrondo, Hernandez de Rojas, Garcia-Vazquez, and Borrell, 

2019). Des outils similaires ciblant des espèces de mollusques capables de transmettre des 

parasites à l’Homme et aux cheptels ont également été développées, notamment, 

Oncomelania hupensis un mollusque impliqué dans la transmission de la bilharziose sino-

japonaise (Fornillos et al., 2019), Galba truncatula, impliqué dans la transmission de la 

fasciolose et de la paramphistomose (Jones et al., 2018) et Austropeplea tomentosa 

également impliqué dans la transmission de la fasciolose (Rathinasamy et al., 2018). 

Cependant, il est à noter que ces études, y compris la nôtre, nécessitent encore d’être testées 

sur une plus grande diversité de milieux naturels pour s’assurer de leur fonctionnement 
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systématique in natura. Nous concernant, nous avons cherché à améliorer notre capacité à 

identifier les sites à risque d’émergence de bilharziose urogénitale en développant un outil de 

détection de l’ADNe de B. truncatus à partir de simples prélèvements d’eau. Afin d’obtenir un 

outil de diagnostic abouti, nous avons opté pour une approche comparative, les résultats de 

l’outil de détection par ADNe directement appliqué en milieux naturels ont été 

systématiquement comparés avec les résultats d’une prospection visuelle classique menée en 

même temps que le diagnostic ADNe pour chaque site prospecté. 

 

a. Détection ciblée de Bulinus truncatus par ADN environnemental 

• Publication 3 : Mulero, S. ; Boissier, J. ; Allienne, JF. ; Quilichini, Y. ; Foata, J. ; Pointier, 
JP. ; Rey, O. (2020). Environmental DNA for detecting Bulinus truncatus: A new 
environmental surveillance tool for schistosomiasis emergence risk assessment. 
Environmental DNA, 2(2): 161. Doi: 10.1002/edn3.53 

La première étape de ce travail a été de faire une méta-analyse de tous les protocoles 

existants pour le prélèvement d’eau et de sédiments en ADNe. J’ai donc passé en revue 47 

études portant sur le développement d’outils de diagnostics par ADNe et datant de 1987 à 

2018 afin de déterminer quels étaient les protocoles d’échantillonnages les plus couramment 

utilisés et donc susceptibles de fournir des résultats fiables, Annexe 1. Cette base de données 

a été ensuite étoffé par des articles de revues publiés en 2019 (Epp, Zimmermann, & Stoof-

Leichsenring, 2019; Tsuji et al., 2019). Aussi bien ma base de recherche que les articles 

ultérieurs corroborent le fait qu’il n’existe pas, à l’heure actuelle, de méthodes standardisées 

d’échantillonnage en ADNe, ce qui génère des contraintes de réplicabilité en cas de 

réutilisation d’un protocole trouvé dans la littérature, notamment quand il est appliqué dans 

des milieux naturels différents de l’étude initiale (Dickie et al., 2018). Les choix en termes de 

matériel et de méthode sont généralement faits à la discrétion des différentes équipes de 

recherche pour respecter un bon compromis entre la facilité d’échantillonnage, le temps et 

les coûts en matériel (Hinlo, Gleeson, Lintermans, & Furlan, 2017). Malgré ce manque de 

standardisation des protocoles ADNe, ces derniers peuvent toutefois être subdivisés en trois 

étapes : (i) le prélèvement des échantillons ; (ii) la préservation des échantillons ; (iii) 

l’extraction et l’amplification d’ADN (Dickie et al., 2018). Parmi ces trois étapes, seule l’étape 

d’amplification de l’ADN est quant à elle relativement standardisée car elle est dépendante 
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du kit de PCR ou qPCR utilisé et donc du protocole des fabricants (Hinlo et al., 2017; Dickie et 

al., 2018; Epp et al., 2019; Tsuji et al., 2019). En ce qui concerne les prélèvements d’eau, la 

filtration d’eau demeure la méthode la plus efficace, car elle permet de récupérer une plus 

grande quantité d’ADNe que les autres méthodes existantes telles que les échantillonnages 

de faibles volumes précipités, (i.e. fixés par ajout d’acétate de sodium et d’éthanol) (Hinlo et 

al., 2017; Dickie et al., 2018 ; Annexe 1). Ces similitudes notables ont donc été des bases de 

travail à partir desquelles j’ai développé nos outils de diagnostics présentés dans les 

publications suivantes. 

 La seconde étape de cet axe a consisté à chercher un marqueur moléculaire 

permettant de discriminer l’ADN de B. truncatus parmi l’ADN de toutes les autres espèces 

connues et séquencés, ceci par amplification d’ADN en PCR et qPCR. Nous nous sommes donc 

concentrés sur le gène de la cytochrome c oxydase 1 (cox1) utilisée dans de nombreuses 

études pour l’identification d’ADNe animal (Tsuji et al., 2019). Par rapport aux caractéristiques 

d’un fragment d’ADN libre (i.e. fragment d’ADN généralement court et sujet à une forte 

dégradation par les nucléases ; Goldberg et al., 2013; Barnes et al., 2014), ce gène présente 

l’avantage d’être dans le génome mitochondrial, un génome présent en plusieurs copies au 

sein d’une même cellule et ayant une conformation d’ADN circulaire, ce qui le rend plus 

difficilement dégradable par les nucléases (Deiner et al., 2017). À partir de ce marqueur, j’ai 

mis au point une pipeline bio-informatique pour générer des amorces spécifiques à B. 

truncatus notamment basée sur l’utilisation d’une série d’outils testés et validés lors de 

précédentes études. J’ai notamment utilisé OBITools (Boyer et al., 2016) qui permet de 

simuler in silico des réactions de PCR sur des communautés fictives de séquences d’ADN 

définies par l’utilisateur à partir de séquences provenant des bases de données publiques (e.g. 

Barcode of Life (BOLD), (Ratnasingham and Hebert, 2007) et le National Center for 

Biotechnology Information (NCBI), Genbank). Nous avons développé et adapté un processus 

de validation des amorces par PCR virtuelles successives (Mulero, Boissier, et al., 2020). Tout 

d’abord une validation par PCR virtuelle sur le jeu de données ayant servi à la création des 

amorces et contenant 210 séquences de cox1 de plusieurs souches de B. truncatus afin de 

vérifier que les amorces fonctionnent sur toutes les souches de bullins connues et séquencées 

(Mulero, Boissier, et al., 2020). Une seconde PCR virtuelle sur un large jeu de données 

contenant l’ADN mitochondrial partiel ou complet de plus de 14 500 espèces de mollusques 
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(avec redondances possibles), afin de tester la spécificité des amorces à l’ADN de B. truncatus 

dans des environnements fictifs contenant l’ADN mitochondrial de toutes les espèces de 

mollusques connues et dont les séquences sont disponibles (Mulero, Boissier, et al., 2020). 

Enfin, une dernière PCR virtuelle contre la base de données NCBI Ref-seq non redondante (i.e. 

~ 217 millions de séquences) contenant les séquences de toutes les espèces connues et 

séquencées quel que soit le gène d’origine et le rang taxonomique (Mulero, Boissier, et al., 

2020). Les amorces ainsi générées ont ensuite été testées en PCR in vitro sur des mélanges 

d’ADN extraits de plusieurs espèces de mollusques ainsi que sur ces mêmes ADN, mais testés 

indépendamment (Mulero, Boissier, et al., 2020). 

 Une fois les amorces générées, il nous a fallu développer un protocole 

d’échantillonnage pour capturer l’ADN libre du mollusque dans l’environnement. Mon objectif 

étant d’avoir une information récente sur la présence de B. truncatus dans l’environnement, 

nous nous sommes intéressés à la détection d’ADNe à partir de prélèvements d’eau, un 

compartiment dans lequel un ADN libre persiste quelques jours à un mois (Dejean et al., 2011). 

 

Développement de l’outil de diagnostic en mésocosme 

Avec notre protocole développé et testé in vitro, nos premières tentatives pour tester 

notre capacité à amplifier l’ADNe de B. truncatus en milieu contrôlé (i.e. mésocosmes) ont été 

effectuées dans le cadre du stage de Master 1 d’Anaïs Loisier que j’ai co-encadré en 2018 sur 

une période de plus de 3 mois. Pour cela, nous avons fait varier des paramètres connus pour 

impacter la quantité et la dynamique de l’ADN libre dans l’eau, notamment la densité 

d’individus émetteurs, l’exposition aux UV qui peut rapidement dégrader l’ADN libre et la 

température qui peut modifier la dynamique d’émission d’ADNe (Barnes et al., 2014), bien 

que le rôle de certains de ces paramètres tels que les UV ait été remis en question lors 

d’études ultérieures (Machler, Osathanunkul, & Altermatt, 2018). La première expérience de 

densité/persistance a été réalisée dans nos infrastructures sous conditions contrôlées (i.e. 

photopériode équilibrée 12h : 12h et température constamment maintenue à 24°C). 

L’expérience de densité a consisté en une cinétique en miroir en faisant varier, d’une part, le 

temps de contact entre diverses densités de bullins avec l’eau (i.e. temps de contact), et 

d’autre part, en faisant varier le temps entre le retrait des mollusques des bacs et l’extraction 

d’ADNe (i.e. temps de persistance). Les mollusques ont été placés par lots de 1, 10 et 64 
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individus dans des bacs remplis avec 3,1 litres d’eau de forage, toutes ces séries ont été 

dupliquées (soit des densités finales de 0,3, 3,3 et 20,6 individus par litres) Figure 13. En 

parallèle un contrôle négatif consistant en deux bacs contenant uniquement de l’eau de 

forage a été mis en place dans les mêmes conditions que les bacs expérimentaux. Les 

mollusques furent laissés dans les bacs 20 jours et nourris ad libitum. Compte tenu du faible 

volume des bacs et du biais qu’entrainerais un remplacement d’eau trop conséquent lors de 

chaque prélèvement, la technique de prélèvement employée a été la précipitation (i.e. 

prélèvement de faibles volumes d’eau fixes directement dans un récipient, puis précipitation 

et conservation de l’ADN par ajout d’acétate de sodium et d’éthanol ; Ficetola et al., 2008). 

Ainsi, à chaque temps de contacts (i.e. 1, 6, 11 et 20 jours) deux séries de 6 tubes de 50 ml 

contenant 15 ml d’eau des bacs ont été collectées (190 ml au total), puis le volume des bacs a 

été réajusté par ajout d’eau de forage. Les tubes ainsi collectés ont été conservés à l’air libre 

dans les mêmes conditions que les bacs contenant les mollusques pour une période allant de 

1 à 22 jours afin de quantifier la cinétique de persistance de l’ADN peut persister dans l’eau. 

Pour chaque temps de persistance, un répliqua a été précipité puis l’ADN a été extrait en 

suivant le protocole tissu du kit E.Z.N.A® Tissue DNA kit (OMEGA Bio-Tek, USA).  

Figure 13. Schéma synthétique de l’expérience en mésocosme sur la persistance de 
l’ADN de B. truncatus. En fonction de la densité de mollusques, du temps de contact des 
mollusques avec l’eau (contact) et du temps écoulé après retrait des mollusques 
(persistance). Lors de chaque prélèvement de 190 ml (flèches orange), le volume des bacs 
a été réajusté avec 190 ml d’eau de forage (flèches vertes). 
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 À partir des eaux des deux bacs expérimentaux ayant accueilli chacun 64 mollusques 

pendant 27 jours lors de l’expérience sur la densité/persistance, nous avons réalisé 

l’expérience testant l’effet de l’ensoleillement sur la persistance de l’ADNe. Ces deux volumes 

d’eau avec lesquels nous sommes parvenus à détecter l’ADNe de B. truncatus ont été 

mélangés puis répartis dans 6 bacs de 1 litre. Trois de ces bacs ont été couverts par une plaque 

en plexiglas laissant passer les rayons ultraviolets, mais protégeant les bacs des intempéries 

notamment la précipitation qui peuvent fausser nos résultats. Les trois autres bacs ont été 

recouverts par une planche de bois bloquant tout rayonnement solaire. À chaque pas de 

temps fixés (i.e. 1, 2, 3,7 et 10 jours), 15 ml d’eau ont été prélevés dans chaque bac 

expérimental puis précipités et extraits selon le même protocole que celui décrit ci-dessus. 

 Enfin pour l’expérience température, nous avons placé 6 lots de 22 mollusques dans 

des bacs de 900 ml d’eau de forage, soit une densité de 24,4 mollusques par litre. Trois 

traitements de températures (i.e. 10°C, 26°C et 30°C) ont été appliqués sur des dupliqua de 

bacs, ces températures sont compatibles avec la survie de B. truncatus (Rubaba, Chimbari, & 

Mukaratirwa, 2016; Mulero et al., 2019) et reflètent les variations de température mesurées 

dans les rivières méditerranéennes à différentes périodes de l’année. Les deux bacs laissés à 

10°C ont été refroidis dans un bain-marie de 100 litres relié à un dispositif de pompe 

réfrigérante (AquaVie ice 2000) alors que les deux bacs laissés à 30°C ont été réchauffés dans 

un bain-marie de 100 litres équipé de chauffages d’aquarium (Tétra HT 50). Afin d’éviter tout 

choc thermique, une période d’acclimatation des mollusques par baisse/augmentation 

progressive de la température sur 4 jours a été respectée avant le début de l’expérience. C’est 

après l’acclimations que les mollusques ont été placés dans les bacs expérimentaux afin de 

débuter l’expérience dans des bacs dépourvus d’ADN de mollusques. Dès lors, un prélèvement 

d’eau de 45 ml par bacs (i.e. un tripliqua de 15 ml) a été réalisé 1, 7 et 14 jours après le début 

de l’expérience. Ces échantillons ont été précipités puis extraits selon le même protocole que 

pour les deux expériences précédemment décrites. 

 

 À la suite de l’expérience sur la densité/persistance, seulement 9,38% des 296 

échantillons ont été positifs à l’ADN de B. truncatus Annexe 2, cependant nous avons été 

capables de détecter des quantités d’ADNe minimales équivalentes à une densité de 0,32 

individu/litres en mésocosme. Les expériences faisant varier la température et la 
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présence/absence d’ensoleillement ont également abouti à un résultat peu concluant avec 

peu d’échantillons positifs et aucun effet significatif de la température sur la quantité d’ADNe 

libérée ou de l’ensoleillement sur la persistance de l’ADNe. De ces résultats nous avons tiré 

trois conclusions : (i) L’extraction d’ADNe par précipitation ne permet pas d’obtenir des 

signaux homogènes et cohérents. En effet, l’extraction d’ADNe par précipitation, bien qu’elle 

soit la méthode la moins chère et la plus simple à mettre en œuvre, entraine une perte d’ADNe 

lors des étapes successives de lavage en plus d’induire une dégradation mécanique de l’ADNe 

(Wilcox et al., 2013). (ii) La première version des amorces spécifiques à B. truncatus que nous 

avons développés dans le cadre de cette étude semblaient présenter quelques problèmes de 

stabilités lors des étapes d’hybridation des amorces et nécessitaient donc encore des mises 

au point. (iii) L’approche de mésocosme est utile pour simuler l’effet de variables 

environnementales sur la dynamique de l’ADNe, cependant ce type d’approche ne permet pas 

de considérer l’ensemble de la complexité d’un environnement naturel. Pour ces raisons, nous 

avons décidé de recréer des amorces spécifiques à B. truncatus ayant une meilleure stabilité 

lors de l’hybridation et de les tester directement en milieu naturel en utilisant un protocole 

d’échantillonnage plus efficace, à savoir la filtration d’eau. 

 

Application de l’outil de diagnostic en milieu naturel 

Afin de valider notre diagnostic in natura, nous avons profité des données de 

présence/absence sur B. truncatus récoltées dans les rivières du sud de la Corse à la suite de 

l’émergence de bilharziose urogénitale de 2013 (Boissier et al., 2016) pour développer notre 

outil directement sur le terrain. L’étude a été réalisée sur deux rivières, le Cavu relié à la 

majorité des cas de 2013 et la Solenzara reliée aux cas les plus récents (Boissier et al., 2016; 

Noel et al., 2018; Ramalli et al., 2018). Ces deux rivières sont des environnements lotique (i.e. 

eau avec courant). Ce sont des eaux cristallines peu chargées en matière organique, d’une 

topologie constituée d’une succession de piscines naturelles dont certains passages du cours 

de la rivière sont en souterrain, les températures de l’eau peuvent y excéder les 30°C en 

période estivale (Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015). Ces rivières sont par ailleurs hautement 

fréquentées pendant la haute saison avec 3000 à 5000 personnes par jours recensées sur le 

Cavu (Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015). Afin d’identifier les paramètres d’échantillonnage 

optimaux dans ce type de milieux, nous avons établi un protocole tenant compte de : (i) du 
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volume d’eau filtrée, en variant les volumes d’eau (i.e. 1, 3 et 5 litres) ; (ii) de la zone de 

prélèvement sur le tronçon de rivière, en dupliquant nos prélèvements à la fois sur la rive à 

proximité des herbiers appréciés par les bullins, mais aussi au centre du cours d’eau. En effet, 

nous suspections à l’époque qu’une quantité accrue de matière organique pouvait influer sur 

notre capacité à détecter l’ADNe, et les rives de ces rivières sont couvertes de végétaux et plus 

fréquentées par les organismes, cela a d’ailleurs été confirmé lors d’études ultérieures (van 

Bochove et al., 2020). De plus, le centre des rivières présente généralement de plus forts 

courants susceptibles de transporter l’ADNe d’organismes présents en amont du point 

d’échantillonnage (Deiner, Fronhofer, Machler, Walser, & Altermatt, 2016; Mulero, Boissier, 

et al., 2020) ; (iii) de la densité locale en B. truncatus, en effectuant ce plan d’échantillonnage 

sur 5 sites, 4 sur la rivière Cavu avec des densités en B. truncatus variant de 0 individu/m² à 

plus de 100 individus/m² (i.e. 0, 10, 50 et >100 individus/m²) et un site sur la Solenzara 

présentant une forte densité de >100 bullins/m².  

 Afin de contrôler pour des effets de contaminations potentiels tout au long du 

processus (depuis le terrain jusqu’à l’amplification de l’ADN extrait), des contrôles négatifs ont 

été effectués à chaque étape clé de notre protocole. Tout d’abord, nous avons effectué des 

contrôles négatifs de terrain qui consistaient en une série de filtrations réalisées en dehors de 

la Corse dans un canal de l’Université de Perpignan dans lequel B. truncatus n’a jamais été 

reporté. Chacun de ces échantillons a été filtré et conservé en suivant le protocole amélioré 

mis en place pour cette étude (Mulero, Boissier, et al., 2020). Ensuite des contrôles négatifs 

ont été réalisés pour chaque site, ces derniers consistaient en une filtration d’eau minérale en 

même temps que la série de filtrations effectuées sur chaque site, ces unités de filtration 

« contrôle » ont ensuite été préservées et extraites selon le même protocole que pour les 

unités de filtrations d’eau de rivière et en utilisant les mêmes outils (i.e. pinces et scalpel). 

Enfin des contrôles négatifs ont été réalisés lors de chaque série d’extractions d’ADNe (i.e. des 

colonnes d’extractions remplies d’eau ultrapure et extraites en même temps que les 

échantillons de terrain) et lors de chaque série de PCR (i.e. des réactions de PCR dont l’ADN a 

été remplacé par de l’eau ultrapure).  

 Enfin, nous avons voulu tester l’efficacité et la sensibilité de deux approches 

moléculaires employées dans la littérature pour amplifier de l’ADN provenant d’échantillons 

environnementaux. La qPCR, classiquement employée dans ce type d’études, qui permet 
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d’avoir une haute sensibilité et spécificité et de faire de la quantification ou semi-

quantification de l’ADN cible en fonction du nombre de répliquas positifs (Wilcox et al., 2013; 

Tsuji et al., 2019). La PCR digitale ou ddPCR, une technologie plus onéreuse qui permet une 

quantification sensible et absolue d’un ADN cible sans réaliser de courbe de calibration au 

préalable (i.e. gamme de dilution de référence ; Nathan, Simmons, Wegleitner, Jerde, and 

Mahon, 2014; Tsuji et al., 2019). Un outil souvent décrit comme plus sensible que la qPCR dans 

la littérature même en présence d’inhibiteurs de PCR (Doi et al., 2015; Tsuji et al., 2019). Pour 

chacun de ces deux outils, une paire d’amorces différentes a été générée sur le même 

marqueur mitochondrial (i.e. cox1). 

 Les résultats obtenus furent probants. En effet, quelle que soit la technologie de PCR 

employée les résultats ont été strictement identiques, tous les sites pour lesquels le mollusque 

a été visuellement reporté furent positifs à l’ADN de B. truncatus (à l’exception d’un 

échantillon de 1 litre prélevé sur le site présentant la plus faible densité en bullins). De même, 

tous les sites dépourvus de bullins ainsi que l’ensemble des contrôles négatifs (i.e. eau 

minérale) étaient négatifs. Nous avons pu quantifier une sensibilité minimale de 60 copies 

d’ADN/ml d’eau, soit 100% de sensibilité pour les volumes de 3 et 5 litres et 91,7% de 

sensibilité pour les prélèvements de 1 litre. La spécificité à B. truncatus était quant à elle de 

100%, aucun signal aspécifique n’a été identifié. Nos analyses statistiques ont suggéré une 

efficacité optimale de l’outil avec des volumes égaux ou supérieurs à 3 litres, et de préférence 

filtrés au centre du tronçon de rivière, ce qui supporte les hypothèses précédentes sur le 

transport de l’ADNe par les courants (Deiner et al., 2016). La PCR digitale s’est démarquée par 

rapport à la qPCR, car cette dernière permet de faire une quantification absolue de l’ADN 

amplifié à partir d’un seul échantillon alors qu’en qPCR il est nécessaire de réaliser des 

répliquas et de générer une courbe standard pour atteindre ce niveau de précision. 
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Supporting information (Publication 3) 

 

(Publication 3) Figure S1. Bioinformatics pipeline used for the design of qPCR primers. 
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(Publication 3) Table S2. Price and time cost comparison between eDNA approach and 

conventional visual prospecting methods for the detection of B. truncatus. 

Method used 

eDNA   
Visual 

prospecting 

  
qPCR ddPCR 

Sustained 
effort 

(5 L / site) (5 L / site) (1 hr / sites) 

Sampling efforts 
(man - hours): 
Water filtration 
Conservation 
Snails collection 

8 x 0.5 hr 8 x 0.5 hr 

8 x 1 hr 

Tim
e

 co
st / 8

 site 

(≈64 snails, SD 
± 37) 

  

  

Lab-work: 
Extraction to 
Results analysis 2 hr 1.3 hr 8 x 0.5 hr 

Snails 
identification 

Total / 8 sites 6 hr 5.3 hr 12 hr 

Sampling 
materials (€): 
Water filtration 
Conservation 
Snails collection 

20 € 20 € 20 € 

P
rice

 / site 

Lab-work: DNA 
extraction and 
amplification 

40 € 45 € 0 € 

Total / sites 60 € 65 € 
20 € for all 

sites 

This comparison was made following the same methods as Sengupta, et al., 2019. We 

considered the time (in man-hours) and material costs needed per site sampled (including 

French VAT). The displayed elapsed time coincides with the minimal duration requested to 

carry out extraction, qPCR/ddPCR and analysis experiments for one sample. However, up to 8 

sites can be processed at once in the same DNA extraction, qPCR and ddPCR run, hence, man-

hours were estimated for 8 sites. The elapsed time related to DNA extraction lysis (1h) qPCR 

(1h45) and ddPCR (5h) run were not included as man-hours can be reallocated elsewhere at 

the same time. 
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2. Détection intramolluscale de trématodes pour l’identification des sites 

de transmission actifs et potentiels 

Dans l’objectif d’améliorer notre capacité à suivre les foyers de bilharziose urogénitale 

dans l’environnement, nous avons également développé un outil permettant de détecter les 

sites de transmission actifs et potentiels, si possible avant l’apparition de cas humains, donc 

de détecter S. haematobium dans l’environnement aquatique. Dans le contexte de 

l’émergence en Corse, le laboratoire IHPE étant un centre collaborateur OMS a été contacté 

pour développer un outil de diagnostic moléculaire pour détecter S. haematobium dans les 

rivières de Corse, des travaux effectués dans le cadre de mon stage de première année de 

master qui furent par la suite publiés dans l’article constituant la première partie de ce volet 

sur les outils de diagnostics intramolluscal de trématodes (Ramalli et al., 2018). Ces travaux 

ont par la suite donné lieu à une surveillance environnementale annuelle de la bilharziose 

urogénitale dans les bullins des rivières Cavu et Solenzara (Ramalli et al., 2018). Avant d’en 

arriver à cet outil de diagnostic, il a fallu regarder ce qui se faisait dans la littérature 

scientifique en ce qui concerne la détection de trématodes dans l’environnement. À l’époque 

les méthodes les plus employées en particulier pour les schistosomes demeuraient l’émission 

cercarienne : des mollusques sont collectés sur le terrain puis mis à émettre en laboratoire à 

la suite d’une exposition à un stimulus lumineux, après quoi les cercaires sont identifiés sous 

loupe binoculaire, cette méthode a été employée en Corse en 2014 et 2015 (Boissier et al., 

2016). Il existait également une autre méthode directement applicable en milieux naturels à 

savoir la cercariométrie, soit le comptage de cercaires à partir d’eau filtrée directement in 

natura (Theron, 1979b), ces dernières étant retenues par un dispositif de tamis et de filtres 

successifs permettant d’isoler les organismes et particules de taille équivalente à celle des 

cercaires.  

En ce qui concerne l’ADNe, les efforts de recherches menés dans le domaine de la 

détection de trématodes dans l’environnement ont été largement plus importants que ceux 

déployés pour la détection de mollusques d’eau douce dans l’environnement (Mulero, 

Boissier, et al., 2020). En effet, c’est pendant ces dernières années que s’est accéléré le 

développement d’outils de diagnostics ADNe ciblés, Figure 10, essentiellement à partir de 

prélèvement d’eau, notamment pour des trématodes du genre Trichobilharzia responsable 

des dermatites du nageur (Rudko, Turnbull, Reimink, Froelich, & Hanington, 2019), F. hepatica 
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et Calicophoron daubneyi respectivement responsable de la fasciolose et de la 

paramphistomose (Jones et al., 2018), Opistorchis viverrini responsable de l’opistorchiase 

(Hashizume et al., 2017) et plus récemment plusieurs outils pour la détection de schistosomes 

responsables de la bilharziose sino-japonaise (i.e. S. japonicum ; Fornillos et al., 2019), et des 

bilharzioses uro-génitales et mésentériques (i.e. S. haematobium et S. mansoni ; Alzaylaee, 

Collins, Rinaldi, et al., 2020). Cependant, comme pour les diagnostics ADNe de détection de 

mollusques d’eau douce dans l’environnement aquatique, ces outils vont encore nécessiter 

des validations sur une grande diversité d’environnements naturels pour s’assurer de leur 

fiabilité in natura (Alzaylaee, Collins, Shechonge, et al., 2020), principalement en raison des 

faibles prévalences naturelles retrouvées dans les populations de mollusques pour certains 

trématodes comme les schistosomes (Basch, 1991). Conscient de ces limitations et dans 

l’objectif d’aboutir rapidement à un outil diagnostic applicable pour une prospection annuelle 

de bilharziose urogénitale dans les rivières de Corse, nous avons choisis de développer des 

outils de diagnostics environnementaux pour la détection intramolluscale de trématodes en 

commençant par S. haematobium. Cette approche diminue partiellement les risques de faux 

positifs rencontrés avec les outils de diagnostics ADNe à partir d’échantillons collectés 

directement dans l’environnement (Alzaylaee, Collins, Shechonge, et al., 2020), mais nécessite 

un effort d’échantillonnage de mollusques important (Ramalli et al., 2018). Il est à noter qu’en 

parasitologie, ce type d’outil peut également être qualifié de diagnostic ADNe étant donné 

que l’environnement dans lequel l’ADN libre est isolé peut faire référence à une matrice 

organique, ici le mollusque hôte (Bass et al., 2015), bien que la majeure partie de l’ADN 

récupérée provienne du parasite lui-même. 
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a. Détection ciblée de Schistosoma haematobium dans son hôte mollusque, le 

diagnostic DraI-PCR 

 

• Publication 4 : Ramalli, L. ; Mulero, S. ; Noël, H. ; Chiappini, JD. ; Vincent, J. ; Barré-
Cardi, H. ; Malfait, P. ; Normand, G. ; Busato, F. ; Gendrin, V. ; Allienne, JF. ; Fillaux, J. ; 
Boissier, J. ; Berry, A. (2018). Persistence of schistosomal transmission linked to the 
Cavu river in southern Corsica since 2013. Eurosurveillance, 23(4): 2. Doi: 
10.2807/1560-7917.ES.2018.23.4.18-00017 

À la suite de l’épidémie de bilharziose urogénitale de 2013 en Corse, l’action collective 

de prévention et de contrôle lancée à échelle européenne par plusieurs institutions a permis 

l’identification de centaines de cas de bilharziose urogénitale acquis en Corse après le 

dépistage de 37 000 personnes entre 2014 et 2015 (Boissier, Kincaid-Smith, et al., 2015), et a 

permis d’avancer des preuves solides que la transmission du parasite en Corse était devenue 

permanente (Berry et al., 2016). Ce contexte alarmant a soulevé la nécessité de s’intéresser à 

la dynamique du parasite dans l’environnement pour limiter la transmission à l’Homme 

(Boissier et al., 2016). L’un des aspects de ce programme était donc de développer un outil 

moléculaire pour identifier S. haematobium directement dans l’environnement, car les 

données sur la distribution de ce parasite reposent principalement sur des études 

épidémiologiques localisées basées sur des données de prévalences et d’intensités 

parasitaires issues du dépistage de personnes ou animaux infectés (Keiser & Utzinger, 2009; 

Kincaid-Smith et al., 2017).  

 Pour augmenter nos chances de trouver un mollusque infecté, même s’il s’agit 

d’infections précoces ou avortées, nous nous sommes basés sur des études antérieures de 

développement d’outils de diagnostics moléculaires par PCR ou qPCR pour amplifier l’ADN de 

schistosomes dans des échantillons humains (e.g. urine, fèces, sérum ou plasma ; Ibironke, 

Phillips, Garba, Lamine, and Shiff, 2011; Cnops, Soentjens, Clerinx, and Van Esbroeck, 2013). 

Des approches moléculaires principalement basées sur l’amplification de séquences d’ADN 

répétées et hautement conservées au sein d’une même espèce ou groupe d’espèces 

(Hamburger, Turetski, Kapeller, & Deresiewicz, 1991; Hamburger et al., 2001; Abbasi et al., 

2012) que nous avons cherché à adapter à un diagnostic intramolluscal sur B. truncatus. 

Concernant S. haematobium, nous avons donc opté pour la séquence DraI, une séquence 
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répétée en tandem de 121 paires de bases (pb) spécifique au groupe haematobium et 

précédemment décrite (Hamburger et al., 2001), figure 14.  

 

 Cette séquence répétée est également présente chez S. bovis qui fait partie du groupe 

haematobium (Hamburger et al., 2001), ainsi les souches hybrides entre cette espèce et S. 

haematobium peuvent être détectées de manière indifférenciée avec ce même marqueur. En 

plus de la séquence DraI, nous avons également amplifié en multiplexe une portion de 148 pb 

du gène mitochondrial Cox1 de B. truncatus, un contrôle interne de PCR permettant de 

confirmer que le mollusque analysé est B. truncatus et permettant de s’assurer du 

fonctionnement de la réaction de PCR en l’absence du signal de la séquence DraI. Avec ce 

Figure 14. Résultats d’un test en aveugle réalisé sur l’ADN extrait de 30 B. truncatus par 
amplification DraI (Groupe Haematobium) - cox1 (B. truncatus), visualisée sur un gel 
d’agarose 3% coloré au bromure d’éthidium. M (pb) : Marqueur de taille 100 pb. E : Contrôles 
négatifs eau. T1 : ADN non dilué d’un miracidium de S. haematobium. T2 : ADN dilué au 
500 000e du même miracidium. TM : Contrôle interne de PCR, ADN de B. truncatus dilué au 
20e. Puits 1 à 30 : ADN dilué au 20e des 30 B. truncatus diagnostiqués. Nous constatons que 
les individus 1, 3 et 10 présentant un « smear » en plus du signal de B. truncatus sont les 
individus qui ont été mis en présence d’un miracidium de S. haematobium, des résultats 
confirmés par l’expérimentateur ayant préparé les mollusques non exposés et exposés, 
Jérôme Boissier). 
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multiplexe nous avons également développé un second test amplifiant cette fois-ci la 

séquence sh73-DraI (une autre séquence répétée qui s’intercale entre chaque répétition de 

DraI ; Abbasi et al., 2012), et qui permet de différencier S. haematobium de S. bovis, par 

différence de taille de séquences, figure 15. Cet outil a été développé dans le cadre de mon 

stage de master 1 et est utilisé chaque année depuis 2016 pour détecter la présence 

potentielle de S. haematobium dans les bullins du Cavu et de la Solenzara. Les résultats 

obtenus lors des diagnostics environnementaux réalisés entre 2016 et 2019 n’ont révélés 

aucune trace de la présence de parasite malgré l’analyse de 18 926 mollusques. Ces résultats 

ont été publiés dans un article faisant un état des lieux des cas de bilharzioses identifiés en 

Corse depuis 2015, et qui ont permis de poser les bases de travail pour les études menées sur 

la préadaptation du parasite aux climats tempérés (Mulero et al., 2019) et sur le rôle des hôtes 

réservoirs dans cette persistance (Oleaga et al., 2019). 

 

 

 

  

Figure 15. Différenciation de S. haematobium x bovis et de S. bovis par PCR Sh73-DraI. M : 
marqueur de taille. E : contrôle négatif eau. Puits 1 et 3 : ADN de vers adultes S. haematobium 
x bovis. Puits 2 et 4 : ADN de vers adultes S. bovis. Visualisé par électrophorèse en gel d’agarose 
3%. 



 

110 | P a g e  
 

 Chapitre II  

  



 

111 | P a g e  
 

 Chapitre II  

  



 

112 | P a g e  
 

 Chapitre II  

  



 

113 | P a g e  
 

 Chapitre II  

  



 

114 | P a g e  
 

 Chapitre II  

b. Développement d’outils de diagnostic PCR rapide pour la détection 

intramolluscale simultanée de plusieurs espèces de trématodes 

Pendant ma thèse j’ai eu l’occasion d’être impliqué dans d’autres projets visant à faire 

du diagnostic intramolluscal de trématodes, mais permettant cette fois-ci l’identification de 

plusieurs espèces de trématodes au sein d’un même mollusque. Ces travaux ont été réalisés 

en collaboration avec Tine Huyse, Cyril Hammoud et Ruben Schols de l’Université de Tervuren 

et du Royal Museum for Central Africa de Tervuren en Belgique. Puis valorisés par deux 

études, l’une publiée (Schols et al., 2019) et l’autre en cours de valorisation (Hammoud et al., 

in prep). Ils s’inscrivent dans les efforts pour améliorer notre capacité à caractériser les 

communautés de trématodes, notamment les profils de co-infections en intramolluscal. Car 

les méthodes actuellement existantes pour ce faire reposent essentiellement sur de l’émission 

cercarienne et de la dissection de mollusques (Loker, Moyo, & Gardner, 1981; Eppert et al., 

2002; Born-Torrijos et al., 2014). Ce sont des méthodes chronophages (Born-Torrijos et al., 

2014) qui pour l’émission cercarienne ne permettent pas d’identifier les stades précoces de 

l’infection (Born-Torrijos et al., 2014). Elles nécessitent également l’échantillonnage de 

grandes quantités de mollusques compte tenu des faibles prévalences dans les populations 

naturelles (Eppert et al., 2002), ce qui limite notre vision de ces communautés. De fait, ces 

deux outils permettent d’améliorer notre capacité à identifier les foyers de transmission actif 

de maladies transmises par les mollusques d’eau douce par du diagnostic intramolluscal, 

notamment les bilharzioses.  

 Nous avons travaillé sur plusieurs souches de S. mansoni, un parasite principalement 

présent dans l’Est de l’Afrique centrale, mais aussi en Amérique du Sud, et étant responsable 

de la bilharziose mésentérique humaine, connue pour son impact en santé humaine 

notamment en Afrique centrale (WHO, 2017a). Les hôtes intermédiaires de ce parasite sont 

des mollusques du genre Biomphalaria (Boissier et al., 2019). Et S. rodhaini, un schistosome 

de rongeurs principalement présent au Kenya et en Afrique du Sud (Schwetz, 1951), il utilise 

également des mollusques du genre Biomphalaria en guise d’hôtes intermédiaires (Schwetz, 

1951), ce parasite est connu pour pouvoir s’hybrider avec S. mansoni (Theron, 1989), en effet, 

ces deux espèces partagent une bonne part de leur aire de distribution géographique en 

Afrique (Portet et al., 2019). L’hôte mollusque testé était une souche brésilienne de B. 

glabrata, un mollusque pulmoné d’eau douce (Malek, 1980), constituant l’hôte intermédiaire 
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de S. mansoni en Amérique du Sud (Malek, 1980; Boissier et al., 2019). Les mollusques du 

genre Biomphalaria sont capable de survivre de longues périodes lorsqu’ils sont retirés de leur 

environnement d’eau douce (Malek, 1980), cette résistance à des conditions 

environnementales très stressantes leur confèrent indirectement une bonne capacité à 

coloniser de nouveaux environnements (Pointier, David, & Jarne, 2005), des évènements qui 

nous l’avons vu en introduction, peuvent mener à des évènements d’émergence de 

bilharziose (Charbonnel et al., 2002). 

 Pour tester ces outils in vitro, nous avons réalisé à l’IHPE des expériences de co-

infections de la souche brésilienne de B. glabrata qui ont été exposés à des combinaisons de 

deux souches de S. mansoni (i.e. Brésil et LE) et d’une souche de S. rodhaini. Nous avons donc 

réalisé 6 combinaisons d’infections, Figure 16, à savoir, 4 combinaisons d’infections 

« contrôle » mono-espèces, soit 3 séries de 30 B. glabrata chacun exposé à 10 miracidia ceci 

pour les trois souches de parasites (i.e. S. mansoni Brésil, LE et S. rodhaini), ces mollusques ont 

été fixés 40 jours après le début de l’expérience. Dans cette condition et avec ces souches de 

mollusques et parasites, l’exposition à 10 miracidia permet d’atteindre un succès d’infection 

élevée aux alentours de 70-80% contre 40% pour les infections monomiracidiales. Nous avons 

également réalisé une combinaison monomiracidiale appelée « time series » de 144 B. 

glabrata individuellement exposés à un miracidium de S. mansoni Brésil, dont les mollusques 

ont été fixés en respectant une cinétique de co-infection (i.e. 2, 6, 10, 16, 20, 30 et 40 jours 

post exposition, des pas de temps calibrés en fonction de nos connaissances sur la chronologie 

du développement parasitaire intramolluscal, Figure 16). L’objectif de cette série a été de 

vérifier si le nombre de séquences obtenues par séquençage via l’approche de séquençage 

ciblée d’amplicons de Cyril était corrélé avec le succès de l’infection parasitaire et 

l’avancement du développement parasitaire intramolluscal. Parallèlement, nous avons réalisé 

deux combinaisons de co-infections, l’une de 96 B. glabrata chacun exposé à un mélange de 

10 miracidia de S. rodhaini et 10 miracidia de S. mansoni LE, ainsi qu’une seconde série de co-

infections identique à la précédente, mais utilisant cette fois un mélange de 10 miracidia de 

S. mansoni Brésil et 10 miracidia de S. mansoni LE. Les mollusques des deux séries de co-

infections ont été fixés 2, 10 et 40 jours post-exposition. Ces séries « co-infections » avaient 

pour but de tester la résolution taxonomique de l’outil de détection à deux échelles, intra-

espèce (i.e. souches de parasites d’une même espèce) et inter-espèce (i.e. espèces 
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différentes). Tous ces mollusques ont ensuite été maintenus pour une durée maximale de 40 

jours dans nos infrastructures en conditions stables (i.e. photopériode équilibrée 12 : 12 et 

température constante de 24°C). 

 

 

Certains de ces échantillons ont été utilisés pour tester la capacité de l’outil de Rapid 

Diagnostic PCR (RD-PCR) intramolluscal de Ruben Schols à détecter des infections de 

schistosomes africains dans les hôtes mollusque (Schols et al., 2019). Ce diagnostic de 

Figure 16. Expériences de cinétiques de co-infections menées pour tester la spécificité des 
outils de RD-PCR et de séquençage TAS. A) Procédure de préparation des souches de 
parasites jusqu’à l’exposition contrôlée des mollusques hôtes aux miracidia de parasites par 
mise en contact pendant 24h. B) Combinaisons d’infections testées et nombre d’escargots 
infectés par combinaison (N) ainsi que le nombre de mollusques infectés échantillonnés (n) 
à chaque pas de temps de cinétique (T), exprimés en jours. (Source : Hammoud et al., in prep) 



 

117 | P a g e  
 

 Chapitre II  

présence/absence est basé sur l’amplification par PCR d’un marqueur l’ADN ribosomique 18S 

spécifique aux trématodes, ainsi qu’un marqueur internal transcriber spacer (ITS2) spécifique 

au genre Schistosoma. Il permet de faire la distinction entre des infections de schistosomes 

de l’Homme et de l’animal par rapport aux infections provoquées par d’autres espèces de 

trématodes, ceci afin d’intégrer la santé des mollusques dans la vision intégrative « One-

Health » du cycle des bilharzioses. En cas de détection d’un signal de schistosome sur gel 

d’agarose, une seconde PCR multiplexe est réalisée pour identifier l’espèce de schistosome 

correspondante entre S. haematobium, S. mansoni, S. mattheei, S. bovis/curassoni/guineensis 

et S. rodhaini en se basant sur des différentiels de tailles de séquences pour un autre marqueur 

moléculaire sur la cox1 (Schols et al., 2019). Ces outils de diagnostics RD-PCR ont également 

pour objectif de proposer un suivi environnemental abordable de la transmission de 

trématodes d’intérêt médical dans des régions d’endémicité de bilharziose où l’appareillage 

pour la biologie moléculaire peut être limité (Schols et al., 2019). 

La seconde étude de Cyril Hammoud présente le développement d’un outil de 

séquençages d’amplicons ciblés (i.e. Targeted Amplicon Sequencing, TAS) basé sur un 

ensemble de marqueurs mitochondriaux (i.e. cox1, ITS, NAD1 et cytb) permettant le 

génotypage simultané au niveau de l’espèce (et de la souche de parasite pour S. mansoni) de 

mollusques du genre Biomphalaria, Bulinus et Lymnaea ainsi que des trématodes qui les 

infectent. Pour le moment cet outil a été testé in vitro sur B. glabrata et sur des trématodes 

qui peuvent le co-infecter (i.e. deux souches de S. mansoni Brésil et LE, ainsi que S. rodhaini). 

Cet outil s’est révélé être semi-quantitatif, car le nombre de séquences générées après 

séquençage augmentait en fonction de l’avancement du développement parasitaire 

intramolluscal, cependant cet outil ne permet pas la détection des infections à des stades 

précoces de développement (i.e. < 2 jours) ainsi que les infections avortées. Après une 

validation étendue de cette approche sur des mollusques prélevés en milieux naturels, cet 

outil moléculaire devrait permettre une identification intramolluscale partielle des 

communautés de trématodes, en particulier pour les espèces d’intérêt en santé humaine. Ce 

qui permettrait notamment d’identifier des profils de co-infections de trématodes dans les 

mollusques tout en donnant une idée sur l’intensité des infections parasitaires en cours. Cet 

outil est en cours de valorisation par l’écriture d’une publication (Hammoud et al., in prep), il 

diffère des approches de RD-PCR par sa sensibilité et sa précision dans l’identification 
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intramolluscale de profils de co-infection. Il diffère également des outils de metabarcoding 

environnemental présenté dans le chapitre suivant dans le sens où il s’agit ici d’un ensemble 

d’outils moléculaires ciblés dont les produits PCR sont ensuite séquencés, de fait, les amorces 

générées pour le diagnostic TAS sont généralistes, mais à des échelles taxonomiques plus 

restreintes que celles que nous utilisons en metabarcoding environnemental. De plus, cette 

approche ne permet pas de s’affranchir de la nécessité d’échantillonner de grandes quantités 

de mollusques ce qui peut limiter la vision de la communauté globale de trématodes. 

Cependant, le TAS est semi-quantitatif en plus d’être capable d’identifier les profils de co-

infections, cette approche est donc particulièrement adaptée pour identifier et quantifier en 

intramolluscal l’effet des interactions biotiques entre les espèces de trématodes, des données 

précieuses à intégrer dans des stratégies de lutte biologique que nous allons aborder en 

chapitre III. 

Avec le développement des outils de diagnostic ciblés présentés dans ce chapitre, nous 

avons amélioré notre capacité à collecter rapidement et de manière non invasive des données 

sur la distribution spatiale du parasite S. haematobium et de son hôte mollusque B. truncatus 

(Ramalli et al., 2018; Mulero, Boissier, et al., 2020). En plus de ces données d’occurrences, les 

protocoles associés à ces outils permettent également de récupérer un ensemble de données 

environnementales (i.e. température, pH, courant de l’eau et altitude) pour chaque site 

prospecté, permettant à terme une caractérisation partielle des habitats compatibles avec le 

développement de ces organismes (Mulero, Boissier, et al., 2020). L’association des données 

de distribution spatiale et des données environnementales ainsi obtenues avec nos 

connaissances sur les traits d’histoire de vie de S. haematobium peut donc se révéler utile 

pour identifier des sites compatibles avec une émergence future de bilharziose urogénitale 

(i.e. des sites hébergeant des mollusques compatibles avec le parasite et présentant pendant 

l’année des températures compatibles avec une émission de cercaires ; Kincaid-Smith et al., 

2017; Mulero et al., 2019). Ces outils peuvent également être utiles pour caractériser la niche 

thermique des hôtes mollusques, notamment pour B. truncatus, qui à l’heure actuelle semble 

être l’élément le plus limitant dans la dispersion de S. haematobium dans le reste de l’Europe 

(Mulero et al., 2019).
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CHAPITRE III : Développement d’outils de metabarcoding environnemental 

pour la caractérisation et l’étude des communautés de mollusques et de 

trématodes en milieux naturels  

 

 Nous avons vu en chapitre I que les interactions abiotiques entre un organisme et son 

environnement ne sont pas les seuls éléments influant sur la capacité de ce dernier à s’établir 

dans un nouvel environnement (Kincaid-Smith et al., 2017; Delić & Fišer, 2019). En effet, les 

interactions biotiques (i.e. entre les organismes) sont également des facteurs déterminants 

qu’il convient de prendre en compte dans le processus d’établissement d’un parasite (Kincaid-

Smith et al., 2017). Ces interactions interspécifiques sont des éléments moteurs qui façonnent 

la distribution géographique des espèces dans le monde (Delić & Fišer, 2019). En parasitologie, 

identifier ces interactions peut d’une part permettre de mieux comprendre la dynamique 

spatio-temporelle des hôtes d’un parasite (Mulero, Toulza, et al., 2020) et d’autre part cela 

peut permettre la mise en place de stratégies de lutte biologiques (ou biocontrôle) à 

l’encontre d’un parasite en exploitant des interactions interspécifiques délétères pour les 

parasites, ou délétères pour leurs hôtes mollusques (Kwenti, 2017). Par ces approches de 

biocontrôle, il est possible d’exploiter plusieurs niveaux d’interactions pour ralentir, voire 

stopper localement la transmission d’un parasite de mollusques.  

(i) Les interactions les plus couramment utilisées en biocontrôle sont les interactions entre les 

mollusques/trématodes et leurs prédateurs/compétiteurs naturels non-mollusques/non-

trématodes (Arostegui et al., 2019). Par exemple, l’interaction entre le Thiaridae d’eau douce 

Melanoides tuberculata, un hôte intermédiaire de la douve chinoise Clonorchis sinensis, et la 

carpe noire (Mylopharyngodon piceus) a été étudiée pour être utilisée afin de diminuer la 

transmission de la douve chinoise à l’Homme au Vietnam (Hung, Duc, Stauffer, & Madsen, 

2013). Ces mollusques constituent des proies pour les carpes noires juvéniles, qui diminuent 

significativement les populations de mollusques dans les environnements où elles ont été 

introduites (Hung et al., 2013). En ce qui concerne les trématodes, des études menées sur 

Diplostomum pseudospathaceum, un trématode de poisson, ont démontré que les cercaires 

de ce parasite constituaient des proies pour plusieurs espèces de zooplanctons notamment 

les cyclopoïdes qui peuvent diminuer la transmission de parasites en milieux aquatiques 
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(Mironova, Gopko, Pasternak, Mikheev, & Taskinen, 2019). Dans ce contexte, le rôle de 

plusieurs espèces prédatrices de cercaires dans la limitation de la transmission de parasites 

d’eau douce a fait l’objet de revues de littérature (Johnson et al., 2010; Orlofske, Jadin, & 

Johnson, 2015) pour être réutilisé dans des programmes de contrôles de maladies aquatiques 

(Mironova et al., 2019). En dehors de la prédation, les espèces qui exploitent les mêmes 

ressources alimentaires que les mollusques peuvent également s’avérer d’intérêt en lutte 

biologique, cela a été démontré lors de programmes d’introduction de la carpe des roseaux 

(Ctenopharyngodon idella) en Égypte, où cette espèce a permis de réduire la taille des 

populations de Biomphalaria alexandrina, un hôte intermédiaire de S. mansoni, et de B. 

truncatus, hôte de S. haematobium (Van Schayck, 1985; Slootweg, 1995). Dans cet exemple, 

la réduction des populations de mollusques résulte de la mise en compétition trophique entre 

les mollusques et les poissons introduits pour les végétaux qui sont à la base de leur 

alimentation (Van Schayck, 1985; Slootweg, 1995). 

(ii) Les interactions mollusques-mollusques constituent également des données précieuses à 

intégrer dans les stratégies de biocontrôle, car certaines espèces peuvent limiter le 

développement de mollusques d’intérêt médical ou vétérinaire (Amarista, Niquil, Balzan, & 

Pointier, 2001). Dans la première partie de ce chapitre, je présenterais quelques exemples de 

ces interactions, notamment les phénomènes de compétition inter-espèce de mollusques 

pour un même habitat (Pointier & David, 2004), ainsi que le cas des espèces de mollusques 

invasives qui peuvent exclure par compétition une espèce de mollusque autochtone 

(Goldberg et al., 2013; Vinarski, 2017). 

(iii) Les interactions mollusques-parasites, que j’illustrerais en première partie de chapitre 

avec l’exemple des mollusques leurres, qui attirent les miracidia de trématodes aussi 

efficacement qu’un mollusque compatible, mais dans lesquels les parasites ne pourront pas 

poursuivre leur développement (Combes & Moné, 1987). 

(iv) Les interactions parasites-parasites, que je présenterais dans la seconde partie de ce 

chapitre avec l’exemple de la compétition intramolluscale entre deux espèces de trématodes 

(Laidemitt et al., 2019), résultant soit en la mort prématurée de l’hôte mollusque et donc des 

deux parasites, soit en une diminution de la transmission de trématodes de l’Homme 

(Sandland, Rodgers, & Minchella, 2007). 
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 Pour avoir une visibilité sur ces d’interactions, il faut nécessairement avoir une vision 

intégrative des cycles parasitaires, une vision qui tienne compte des variables 

environnementales, mais aussi de la présence d’autres organismes dans l’environnement et 

de leur impact sur le parasite ou ses hôtes (Susser & Susser, 1996; Cordier et al., 2020). C’est 

de ce constat que notre vision des cycles parasitaires n’est que partielle, que le paradigme de 

l’éco-épidémiologie a été proposé en fin de XXe siècle afin d’étudier de manière plus 

intégrative les cycles parasitaires (Susser & Susser, 1996; Escobar & Craft, 2016). De ce 

paradigme, une nouvelle stratégie de recherche se proposant d’étudier la dynamique de 

maladies infectieuses par l’étude de la dynamique spatiale et temporelle de tous les 

organismes impliqués dans le cycle parasitaire est né (Escobar & Craft, 2016). De fait, l’éco-

épidémiologie est une stratégie de recherche connexe au concept One-Health que nous avons 

abordé en introduction (Destoumieux-Garzon et al., 2018). 

 En éco-épidémiologie et en particulier en ce qui concerne les interactions biotiques, la 

première étape pour quantifier ces interactions est de disposer de connaissances sur 

l’assemblage des communautés d’organismes localement présentes et de réactualiser ces 

données régulièrement (Cordier et al., 2020), ce qui implique un suivi régulier de la 

biodiversité de chaque environnement prospecté avec les contraintes inhérentes aux 

techniques de prospection visuelle et à la main d’œuvre qu’elles requièrent (Cordier et al., 

2020). En ce qui concerne les milieux d’eau douce, nous pouvons ajouter à ces difficultés la 

complexité pour faire un suivi des espèces d’eau douce que nous avons précédemment 

évoqué (Collen et al., 2014). Dans ce contexte également, le suivi par ADNe constitue une 

alternative intéressante aux approches traditionnelles (Philip Francis Thomsen & Willerslev, 

2015). Cela permet notamment le suivi rapide de communautés entières à partir 

d’échantillons environnementaux tout en diminuant le coût en temps et en main-d’œuvre 

associés aux techniques de suivi classiques (Deiner et al., 2017). En effet, ces approches dites 

généralistes, également appelées metabarcoding environnemental, se basent sur le même 

principe que les diagnostics moléculaires ciblés (ou barcoding) (i.e. l’association d’une 

séquence d’ADN à une espèce ; Coissac, Riaz, and Puillandre, 2012). Le principe de ces 

méthodes généralistes consiste à amplifier une portion de séquence d’ADN ou d’ARN en 

utilisant un marqueur spécifique à un ensemble d’espèces (Coissac et al., 2012). Les 

marqueurs moléculaires utilisés pour ce type d’approches sont donc spécifiques à des échelles 
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taxonomiques plus larges que l’espèce ou le genre, ils sont généralement spécifiques à toute 

une classe ou sous-classe (Taberlet et al., 2012; Philip Francis Thomsen & Willerslev, 2015). 

Après l’amplification, les produits obtenus sont séquencés en utilisant des plateformes de 

séquençage haut débit ou « Next-Generation Sequencing » (NGS), (Coissac et al., 2012). À cet 

égard, le metabarcoding environnemental et plus généralement le metabarcoding est une 

approche de plus en plus courante dans la littérature scientifique grâce à l’accessibilité 

grandissante aux technologies de séquençage NGS et à l’apparition de plateformes de 

séquençage pouvant sous-traiter cette étape du protocole (Taylor & Harris, 2012). 

 Cependant, le metabarcoding environnemental demeure moins répandu dans la 

littérature scientifique que les outils ADNe ciblés ou de barcoding environnemental (Ficetola 

et al., 2008; Philip Francis Thomsen & Willerslev, 2015; Hanfling et al., 2016; Krol et al., 2019; 

Prié et al., 2020), principalement en raison de la difficulté à obtenir des marqueurs 

moléculaires fiables permettant la détection d’une grande diversité d’espèces à partir 

d’échantillons environnementaux (Alberdi, Aizpurua, Gilbert, Bohmann, & Mahon, 2018). 

Partant du constat qu’il est impossible de créer des sondes s’hybridant parfaitement avec 

l’ADN de l’ensemble du vivant sans se heurter à des problèmes de résolution au niveau de 

l’espèce (Alberdi et al., 2018), la plupart des techniques existantes sont généralement 

spécifiques à des rangs taxonomiques moins larges tels que des classes et sous-classes (Philip 

Francis Thomsen & Willerslev, 2015). Historiquement, ce sont les microbiologistes qui ont 

commencé à utiliser le metabarcoding environnemental dans les années 2000, pour 

permettre la caractérisation de la diversité d’organismes fongiques ou bactériens incultivables 

y compris pour les espèces rares ou cryptiques dont la trace ADN est bien souvent la seule 

manière de les détecter (Sogin et al., 2006; Coissac et al., 2012). Par la suite, ces approches de 

metabarcoding environnemental ont été adaptées à la caractérisation de la biodiversité de 

macroorganismes tels que des plantes ou des animaux principalement représentés par leur 

ADN ou ARN dans les échantillons environnementaux (Coissac et al., 2012; Philip Francis 

Thomsen & Willerslev, 2015). Le metabarcoding environnemental est donc un outil d’intérêt 

permettant une caractérisation à large échelle de la biodiversité tout en diminuant l’effort 

d’échantillonnage nécessaire pour y parvenir (Taberlet et al., 2012), son application dans les 

milieux d’eau douce apparait donc essentielle compte tenu de la difficulté de faire un suivi des 

espèces qui vivent dans ces environnements (Collen et al., 2014). Dans ce contexte, des outils 
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de metabarcoding environnemental ont été développés pour la caractérisation de 

communautés d’organismes en milieux d’eau douce notamment pour le suivi de populations 

d’amphibiens (Ficetola et al., 2008), de poissons (Hanfling et al., 2016), d’arthropodes (Krol et 

al., 2019) et plus récemment de bivalves (Prié et al., 2020). À l’heure actuelle aucun outil 

similaire n’a été développé pour caractériser les communautés de mollusques entières (i.e. 

malacofaunes) et de trématodes. Pourtant ce type d’approche généraliste permettrait une 

identification simultanée des foyers de transmissions et des sites à risque de transmission, 

pour l’approche ciblant les trématodes, et des sites à risque d’émergence pour l’approche 

ciblant les mollusques, de plusieurs maladies d’eau douce d’intérêt médical ou vétérinaire. 

Notre objectif a donc été de développer ces deux outils généralistes manquants afin de mieux 

comprendre l’assemblage de ces communautés, leur dynamique et donc indirectement la 

dynamique des maladies transmises par les mollusques dans ces environnements. 

 

1. Caractérisation des communautés de mollusques d’eau douce par 

metabarcoding environnemental 

• Publication 5 : Mulero, S. ; Toulza, E. ; Loisier, A. ; Zimmerman, M. ; Allienne, JF ; Foata, 
J. ; Quilichini, Y. ; Pointier, JP. ; Rey, O. ; Boissier, J. (2021). Malacological survey in a 
bottle of water: A comparative study between manual sampling and environmental 
DNA metabarcoding approaches. GECCO, e01428(25). Doi : 
10.1016/j.gecco.2020.e01428 

 

Parmi les invertébrés d’eau douce, les mollusques sont l’un des groupes les moins 

représentés dans les études d’inventaire de la biodiversité si on ne considère que les 

approches basées sur l’ADNe (Belle, Stoeckle, & Geist, 2019). En metabarcoding 

environnemental, la majorité des études existantes pour les espèces d’eau douce se focalisent 

principalement sur les amphibiens (Ficetola et al., 2008; Dejean et al., 2011; Prié et al., 2020) 

et sur les poissons (Klymus et al., 2017; Cilleros et al., 2019; Prié et al., 2020). En effet, il 

n’existe à l’heure actuelle qu’un seul outil de metabarcoding environnemental publié très 

récemment, et qui permet de caractériser les communautés de bivalves par ADNe (Prié et al., 

2020). Toutefois aucun outil similaire n’existe pour la caractérisation par ce même moyen de 

la malacofaune plus généralement.  
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 Ceci s’explique par le fait que les invertébrés d’eau douce en particulier les mollusques 

sont généralement mis de côté lors des études d’impact environnemental et dans les 

politiques de conservation, pour les raisons évoquées en chapitre 2 (i.e. difficulté à 

échantillonner et à identifier, forte endémicité, Collen et al., 2014; Prié et al., 2020). Pourtant 

les mollusques d’eau douce sont importants pour nos écosystèmes. Nous avons déjà évoqué 

le rôle de ces organismes dans la transmission de parasitoses humaines et animales (Lu et al., 

2018). Par ailleurs, les mollusques d’eau douce sont également de bons indicateurs de l’état 

de santé des écosystèmes d’eau douce car sujets à des extinctions massives en raison de la 

dégradation de ces milieux lorsque ces derniers sont perturbés par les activités humaines ou 

par des invasions biologiques (Bouchet, Falkner, & Seddon, 1999; Lydeard et al., 2004; Johnson 

et al., 2013). Les mollusques sont également impliqués dans plusieurs cycles biochimiques (Hill 

& Griffiths, 2017) et sont des organismes à la base de nombreux réseaux trophiques 

notamment pour les poissons (Dillon, 2000). Enfin, dans le contexte de recrudescence 

d’émergence et ré(émergence) de maladies infectieuses transmises par les mollusques d’eau 

douce dans le monde (Kincaid-Smith et al., 2017), le suivi des communautés de mollusques 

devient nécessaire pour évaluer le risque de transmission de ces maladies aux populations 

humaines ou animales avoisinantes (Mulero, Boissier, et al., 2020).  

 Pour en revenir aux interactions biotiques, être capable de caractériser les 

malacofaunes de manière exhaustive par ADNe permettrais de mieux identifier les 

environnements présentant une malacofaune favorable ou défavorable à l’établissement et 

au développement d’une espèce de mollusques d’intérêt médical ou vétérinaire, notamment 

par l’identification d’espèces compétitrices dans l’environnement (Amarista et al., 2001). En 

effet, les interactions interspécifiques sont connues pour impacter la structure des 

communautés de mollusques en limitant ou en favorisant le développement de certaines 

espèces (Cedeno-Leon & Thomas, 1982; Amarista et al., 2001; Goldberg et al., 2013; Vinarski, 

2017). Par exemple l’étude de Amarista et al., 2001 a démontré dans un lac du Venezuela que 

le mollusque ubiquiste B. glabrata, hôte intermédiaire majeur de la bilharziose mésentérique, 

parvenait difficilement à se développer dans les environnements dominés par Biomphalaria 

prona un mollusque du même genre peu permissif au même parasite. Cela suggère de la 

compétition interspécifique entre ces deux espèces, une compétition se traduisant par une 

ségrégation d’habitat pour ces deux mollusques. Ainsi, alors que B. prona occupe 
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majoritairement les lacs, B. glabrata est principalement retrouvé dans des sites marécageux 

temporaires (Amarista et al., 2001). Par ailleurs, des études menées en Guadeloupe ont 

démontré que Marisa cornuarietis, un prosobranche d’eau douce préférant les habitats à 

faible courant, est un compétiteur de B. glabrata sur le plan trophique (Cedeno-Leon & 

Thomas, 1982; Pointier & David, 2004; Pointier, David, & Jarne, 2010). Dans cette interaction, 

B. glabrata est plus affecté par cette concurrence (i.e. exclu par compétition du milieu 

expérimental) que M. cornuarietis (Pointier & David, 2004). De plus, cette compétition 

interspécifique semble n’affecter que B. glabrata et aucune autre espèce endémique (Pointier 

& David, 2004). Ces résultats suggèrent que M. cornuarietis constitue un agent de lutte 

biologique d’intérêt à l’encontre de B. glabrata et indirectement à l’encontre de la bilharziose 

mésentérique dans ces environnements (Cedeno-Leon & Thomas, 1982; Pointier & David, 

2004).  

 En dehors des phénomènes de compétition interspécifique, certaines espèces de 

mollusques peuvent limiter la transmission de parasites par effet de leurre ou « decoy effect » 

(Combes & Moné, 1987). Dans cette interaction, les miracidia du parasite S. mansoni tentent 

d’infecter le mollusque « leurre » M. cornuarietis non compatible alors même que le 

mollusque compatible B. glabrata est présent dans l’environnement. Les miracidia sont ainsi 

éliminés soit en s’épuisant en tentant de pénétrer les tissus du mollusque incompatible, soit 

en étant dégénérés dans les tissus de ce dernier (Combes & Moné, 1987). Combes et Moné 

ont également émis un troisième mécanisme hypothétique quant à la possibilité qu’un 

miracidium ayant précédemment tenté d’infecter un mollusque leurre puisse plus facilement 

stimuler le système immunitaire d’un mollusque compatible et donc puisse plus facilement 

être éliminé lors de futures interactions avec des mollusques compatibles (Combes & Moné, 

1987). 

 D’un point de vue écologique, les espèces de mollusques hautement invasives telles 

que P. antipodarum et P. acuta sont également susceptibles d’exclure par compétition des 

espèces de mollusques autochtones quand elles envahissent de nouveaux environnements en 

atteignant localement de très fortes densités et donc en surconsommant les mêmes 

ressources alimentaires que les espèces autochtones (Ponder, 1988; Goldberg et al., 2013; 

Vinarski, 2017). Par exemple, le Thiaridae d’eau douce Tarebia granifera à récemment envahi 

la Martinique suite à une introduction datant de 1991 probablement liée aux activités 
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d’aquariophilie (Facon & David, 2006). Les populations de ce mollusque peuvent atteindre 

localement de fortes densités, et devenir des compétiteurs trophiques pouvant exclure 

d’autres espèces, notamment B. glabrata l’hôte intermédiaire local de S. mansoni (Facon & 

David, 2006). Cependant ces mollusques excluent également d’autres espèces des milieux 

d’eau douce qu’ils envahissent, et constituent de fait une menace pour la biodiversité locale 

(Facon & David, 2006). Le suivi de ces espèces de mollusques invasives s’avère important à 

prendre en compte dans les initiatives de gestion des écosystèmes d’eau douce compte tenu 

de l’impact écologique quelles peuvent avoir (Goldberg et al., 2013). 

Afin de pouvoir caractériser les malacofaunes à large échelle. Nous nous sommes donc 

proposés de développer un outil de metabarcoding environnemental permettant la 

caractérisation et le suivi des communautés de mollusques d’eau douce. Cette étude a 

consisté dans un premier temps, à développer l’outil par l’intermédiaire d’analyses in silico, 

plus précisément de tester nos marqueurs par des successions de PCR virtuelles sur de larges 

jeux de données. Dans un second temps, ces marqueurs ont été testés in vitro sur des ADN 

extraits puis amplifiés individuellement ou en « pool » afin de simuler des communautés 

fictives contenant l’ADN de plusieurs espèces de mollusques. Après cette phase 

expérimentale, cet outil a été validé directement en milieu naturel à l’occasion d’un suivi 

malacologique mené par Anaïs Loisier et Meryl Zimmerman sur 31 sites faisant partie d’une 

liste de 50 sites annuellement suivis par l’ARS de Corse (ARS, 2019). Ces sites correspondent à 

des sites de baignades hautement fréquentés par les touristes en période estivale et qui 

peuvent donc constituer un risque infectieux pour l’Homme (ARS, 2019). Cette mission menée 

pendant l’été 2018 avait pour but de recenser tous les sites à bullins de Corse, et ainsi cibler 

les rivières potentiellement compatibles avec l’introduction et la transmission du parasite S. 

haematobium. Notre outil de metabarcoding environnemental a été validé sur 23 de ces sites 

répartis sur 13 rivières à travers la Corse, de même que pour l’outil développé pour la 

détection de B. truncatus, nous avons opté pour une approche comparative systématique de 

l’outil de metabarcoding environnemental avec une prospection malacologique classique 

pour chacun des sites. Ce choix nourrissait l’idée que nous aboutirions ainsi plus rapidement 

à un outil applicable à une problématique de santé publique, ici l’émergence de bilharziose en 

Corse. 
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Les résultats de cette étude ont démontré la performance de l’ADNe pour le suivi des 

malacofaunes d’eau douce. En considérant tous les sites prospectés, les deux approches ont 

détecté les 11 mêmes espèces de mollusques. L’outil de metabarcoding environnemental a 

été capable de confirmer 97% des détections obtenues par prospection visuelle. Alors que la 

prospection visuelle n’a confirmé que 77% des observations totales obtenues en ADNe, 

méthode pour laquelle nous avons détecté en moyenne un plus grand nombre d’espèces. 

Cette plus grande richesse spécifique obtenue par ADNe a déjà été reportée lors de 

précédentes utilisations du metabarcoding environnemental pour de nombreux organismes 

(Hanfling et al., 2016; Deiner et al., 2017; Prié et al., 2020). Dans les milieux lotiques tels que 

ceux prospectés dans cette étude, cela peut s’expliquer par le fait que les molécules d’ADN 

libre ou complexées présentes dans l’environnement peuvent être transportées de l’amont 

vers l’aval via le courant, rendant possible la détection d’organismes en amont du point 

d’échantillonnage (Deiner et al., 2016; Hanfling et al., 2016). Ces résultats peuvent expliquer 

en partie les conclusions de précédentes études ayant démontré qu’en une unique session de 

prospection visuelle, en moyenne 20% des espèces de mollusques présentes sur le site 

prospecté ne seront pas détectées en raison de leur aspect cryptique ou de leur choix 

d’habitats (Dubart et al., 2019), ce qui sous-entend de devoir multiplier les suivis visuels pour 

avoir une représentation exhaustive de la malacofaune locale, en particulier pour les espèces 

préférant des habitats difficilement accessibles à l’Homme (Mulero, Toulza, et al., 2020). 

 Lors de cette étude, nos résultats ont également permis de mettre à jour les données 

de distribution spatiale de 4 espèces de mollusques d’intérêt en écologie ou en santé publique 

et vétérinaire, notamment deux espèces hautement invasives à savoir P. antipodarum 

originaire de Nouvelle-Zélande et P. acuta originaire d’Amérique du Nord dont la présence 

peut potentiellement affecter la distribution d’autres espèces de mollusques (Goldberg et al., 

2013; Vinarski, 2017), comme évoqué précédemment, ces mollusques peuvent atteindre 

localement d’importantes densités, et donc entrer en compétition avec les espèces 

autochtones en surconsommant les mêmes sources d’alimentations (Ponder, 1988; Vinarski, 

2017). De fortes densités ont en effet été observées lors de cette étude, car ces deux espèces 

faisaient partie des 3 espèces les plus abondantes sur les 23 sites prospectés, avec Ancylus 

fluviatilis. Nous avons également atteint notre objectif de mission en mettant à jours la 

distribution de deux espèces de mollusques impliquées dans la transmission de parasitoses 
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humaines et animales, à savoir B. truncatus pour la bilharziose urogénitale et G. truncatula 

pour la fasciolose. Avec ces données il nous a été possible d’identifier un ensemble de sites 

positifs à B. truncatus détectés uniquement par ADNe et jamais reportés auparavant. Ces sites 

non loin de la commune d’Ajaccio, la plus grande ville de l’île, feront l’objet d’une confirmation 

de terrain pour la présence de B. truncatus cet été 2020 pour les rivières concernées.  

 Cet outil de metabarcoding environnemental constitue donc une alternative aux 

techniques de prospection visuelles, l’avantage de ce type d’approche réside principalement 

dans la capacité de faire un suivi global de la biodiversité tout en diminuant l’effort 

d’échantillonnage nécessaire pour y parvenir en comparaison avec des approches de 

prospection visuelle (Taberlet et al., 2012), ce qui s’avère particulièrement utile pour les 

espèces difficiles à suivre telles que celles retrouvées en milieux d’eau douce (Collen et al., 

2014). Cependant ce type d’approche ne permet pas, à l’heure actuelle, de totalement 

remplacer la prospection classique car elle ne permet pas d’obtenir de données quantitatives 

précises (Deiner et al., 2017; Mulero, Toulza, et al., 2020; Yates et al., 2020), des données qui 

sont essentielles pour étudier les interactions interspécifiques au sein de ces communautés et 

leur impact sur la distribution des espèces de mollusques. Nous reviendrons sur cette 

limitation technique du metabarcoding environnemental en termes d’estimations 

d’abondance dans les perspectives, avec la présentation d’approches statistiques permettant 

d’augmenter la précision des données issues de ce type d’approches (Yates et al., 2020). 

Cependant cet outil s’avère parfaitement adapté pour caractériser les malacofaunes de 

milieux pour lesquels ces données sont rares ou inexistantes (Mulero, Toulza, et al., 2020). 

Enfin, bien que l’outil ait été validé uniquement en rivière (i.e. des milieux d’eau douce non 

stagnants, lotiques), ce protocole est actuellement en train d’être validé dans des milieux 

d’eau douce stagnants (i.e. lentique) en Guadeloupe sur une cinquantaine de sites. Ceci dans 

le cadre du projet « Next Generation Biomonitoring of change in ecosystem structure and 

function » (NGB) en collaboration avec Philippe Jarne, Patrice David et Kevin Bethunes du CEFE 

de Montpellier. Ces résultats permettront le cas échéant d’améliorer cet outil pour qu’il soit 

applicable sur la plus large diversité d’environnements possible, un élément qui fait bien 

souvent défaut aux outils de diagnostics ADNe existants y compris le nôtre, car ces derniers 

sont généralement validés sur une diversité d’environnements limités (Tsuji et al., 2019).  
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Site IDs River Coordinates (DD) Sampling Date Water flow T (°C) pH Altitude (m) 

1 Cavu 41.731388 9.293333 26/09/18 - am low to strong 18.8 8.7 157 

2 Cavu  41.72 9.301666 26/09/18 - am medium 20 8.5 124 

3 Cavu  41.704444 9.334722 26/09/18 - pm strong 21.5 8.3 61 

4 Gravona  42.093265 9.067898 20/08/18 - am low 16.5 7.41 558 

5 Gravona  42.077132 8.99049 20/08/18 - am low to strong 17.3 7.6 341 

6 Gravona  42.003029 8.884666 17/08/18 - am low to medium 20.8 7.95 113 

7 Gravona  42.023167 8.903336 17/08/18 - pm none to low 21.6 7.96 172 

8 Gravona  41.981789 8.841893 23/08/18 - am low to strong 20.9 7.87 65 

9 La Bravone  42.225705 9.446491 04/08/18 - am low 22.5 8.31 84 

10 La Solenzara  41.8348 9.319537 31/07/18 - pm low 26.7 7.68 114 

11 La Solenzara  41.843611 9.343333 27/09/18 - am low to strong 19.5 8.3 62 

12 L'Asco  42.467624 9.10532 07/08/18 - am none to low 22.8 7.56 351 

13 Le Bevinco  42.591671 9.36287 03/08/18 - am none to low 20.7 8.21 318 

14 Le Liamone  42.168943 8.818982 13/08/18 - pm none to medium 23.6 7.89 184 

15 Le Liamone  42.078413 8.720191 15/08/18 - am none to low 23.3 7.33 4 

16 Le Liamone  42.116121 8.817636 15/08/18 - am low to strong 21.2 7.89 50 

17 Le Porto  42.260545 8.712663 13/08/18 - am none to medium 21.9 7.92 32 

18 Le Tavignano  42.209283 9.343659 01/08/18 - am low to medium 24.7 8.14 129 

19 Le Travo  41.920442 9.346367 31/07/18 - am low to medium 23.7 7.89 30 

20 Le Vecchio  42.224401 9.203844 06/08/18 - am low 22.1 7.74 223 

21 Prunelli  41.932864 8.914213 23/08/18 - am low to strong 17.9 7.62 109 

22 Rizzanese  41.664014 9.013416 21/08/18 - am none to strong 20 7.9 39 

23 Rizzanese  41.655436 8.982305 21/08/18 - am none to medium 21.4 8.22 48 

The water flow index (m/s) was measured along the prospected transect on the water surface with a floating object, strong (≥1 m/s), medium (0.5 

m/s), low (0.1 m/s) and none (0 m/s). 

Supporting information (Publication 5) 

(Publication 5) Table S1. Environmental variables and geographical coordinates (using WGS 84 projection) for each of the prospected sites. 
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(Publication 5) Table S2. Freshwater mollusks that were historically and presently detected in 

Corsica. 

Species name Habitat  Identified in sites 
Average headcount per 

site 

Galba truncatula Lotic, Lentic  2, 5, 11, 16 0.06 (± 0.38) from 0 to 3 

Bulinus truncatus Lotic, Lentic  1, 2, 3, 11 
2.28 (± 13.95) from 0 to 

>100 

Bithynia tentaculata Lotic, Lentic  13 0.02 (± 0.28) from 0 to 3 

Ancylus fluviatilis Lotic  All except 16 
26.68 (± 40.53) from 0 to 

>100 

Potamopyrgus antipodarum Lotic, Lentic  All except 4 and 12 
48.03 (± 46.38) from 0 to 

>100 

Physa acuta Lentic, Lotic  3, 6, 7, 8, 9, 15, 16, 21, 23 
17.38 (± 34.29) from 0 to 

>100 

Pisidium casertanum Lotic, ditches, ponds  8, 11, 15, 21, 22, 23 1.45 (± 7.10) from 0 to 50 

Gyraulus laevis Lentic, lotic  20, 23 0.06 (± 0.34) from 0 to 3 

Gyraulus sp. Lentic, lotic  6, 7, 12, 14, 15, 17, 20, 23 2.99 (± 8.66) from 0 to 50 

Radix balthica Lentic, Lotic  1, 2 0.11 (± 1.21) from 0 to 13 

Theodoxus fluviatilis Lotic  23 0.87 (± 5.26) from 0 to 50 

Stagnicola palustris Ponds  _  

Planorbis planorbis Ponds, lentic  _  

Moitessieria corsica Groundwater  _  

Sphaerium lacustre Lentic  _  

Unio mancus Lotic  _  

Acroloxus lacustris Lentic  _  

Hippeutis complanatus Ponds, ditches  _  

These data are recovered from the work of Mouthon, 1982 and confirmed with the INPN 

2020 database. Lentic = still water, Lotic = flowing water. The displayed median headcount 

for each species reported by the malacological survey consider the six measure units 

conducted on each sites as separate values. 
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(Publication 5) Figure S3. Number of sequences generated per species in equimolar controls, 

a. results for pooled DNA (N = 12) and b. results for pooled PCR products (N = 16). The first 

three columns are associated to the three technical replicate realized for each pool category, 

the fourth column give the expected composition of the sample in number of distinct DNA 

ordered per genus. 
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2. Caractérisation des communautés de trématodes en milieux d’eau 

douce par metabarcoding environnemental 

Être capable de caractériser les communautés de trématodes au sein de leurs hôtes 

intermédiaires ou dans l’environnement pour les formes libres des parasites, constituerait une 

avancée majeure dans l’amélioration des stratégies de luttes contre les maladies transmises 

par les mollusques d’eau douce dans le monde (Aivelo & Medlar, 2018). Cela permettrait 

d’éviter la transmission de ces parasites à l’Homme ou aux animaux d’élevage en identifiant 

directement les foyers de transmission et sites à risque de transmission et donc en limitant 

l’accès à ces derniers, des stratégies d’évitement déjà employées pour limiter la transmission 

de la fasciolose aux bovins d’élevages qui consiste en de la gestion des zones de pâturage 

(Knubben-Schweizer et al., 2010; Selemetas, Phelan, O'Kiely, & de Waal, 2015). Comme nous 

avons pu le voir avec les mollusques, la connaissance de la composition des communautés de 

trématodes dans l’environnement et notamment des interactions biotiques entre ces 

organismes peuvent s’avérer utile pour identifier des sites présentant une communauté de 

trématodes peu favorables à l’établissement d’une espèce d’intérêt médical ou vétérinaire. 

 Tout comme les espèces de mollusques interagissent entre elles dans l’environnement 

(Amarista et al., 2001), plusieurs espèces de trématodes peuvent co-infecter une même 

espèce de mollusque (Laidemitt et al., 2019). Pour illustrer ce propos, une étude sur la 

biodiversité de trématodes menée par Laidemitt et al., 2019 dans l’ouest du Kenya a pu 

identifier localement 26 espèces distinctes de trématodes infectant seulement deux espèces 

de mollusques d’eau douce qu’elles partagent, i.e. B. pfeifferi et Biomphalaria sudanica, 

(Laidemitt et al., 2019). Avec une telle diversité de parasites au sein d’un même hôte il est fort 

probable que ces espèces de trématodes interagissent entre elles et que certaines de ces 

interactions soient délétères pour les espèces en cohabitation (Laidemitt et al., 2019). Cette 

même étude l’a d’ailleurs démontré avec Calicophoron sukari, un trématode infectant le bétail 

qui partage le même hôte mollusque que S. mansoni, B. glabrata. Lorsque ces trématodes 

coinfectent, C. sukari limite significativement le développement de S. mansoni au sein de 

l’hôte partagé, cette compétition intramolluscale a même des répercussions sur la dynamique 

locale de bilharziose intestinale humaine (Laidemitt et al., 2019). Des études similaires ont 

identifié de tels phénomènes de compétitions interspécifiques entre S. mansoni et 

Echinostoma caproni, un trématode intestinal de rongeurs (Toledo et al., 2006), lorsque ces 
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deux espèces coinfectent B. glabrata, les rédies de E. caproni (i.e. un stade larvaire 

intramolluscal de trématodes qui produit des cercaires par bourgeonnement interne) peuvent 

avoir un comportement de prédation des sporocystes de S. mansoni et ainsi freiner le 

développement intramolluscal de ce dernier (Basch & DiConza, 1975). Il a été également 

démontré que cette compétition interspécifique pouvait influer sur les traits d’histoire de vie 

de l’hôte mollusque, B. glabrata, notamment la fécondité, et induire de fortes mortalités chez 

l’hôte du fait de l’accélération du développement des deux parasites (Sandland et al., 2007). 

Ces résultats confirment que nous avons une vision limitée de ces systèmes et appuient la 

nécessité de mieux caractériser ces communautés de trématodes afin de mieux comprendre 

les phénomènes qui les régissent. 

 À l’heure actuelle les méthodes permettant d’acquérir des données sur la distribution 

spatiale des trématodes sont essentiellement basées sur des données épidémiologiques 

issues de patients ou d’animaux infectés (Keiser & Utzinger, 2009; Kincaid-Smith et al., 2017; 

Beesley et al., 2018). Ce sont des données obtenues par la dissection d’hôtes définitifs ou de 

la détection d’œufs de parasites dans les urines ou fèces de ces derniers (Pontes et al., 2003; 

Brockwell et al., 2013) ou encore de la sérologie (Espinoza et al., 2007). Il est en effet bien plus 

facile d’identifier l’espèce d’un trématode à partir de sa forme adulte qu’à partir d’une forme 

libre ou d’œufs, qui présentent plus d’homologies morphologiques avec d’autres espèces 

(Gasser, 2006). En ce qui concerne la détection intramolluscale de trématodes, nous avons 

déjà évoqué les limitations rencontrées en ce qui concerne les approches basées sur l’émission 

de cercaires ou sur la dissection de tissus de mollusques, le temps que ces méthodes 

requièrent (Born-Torrijos et al., 2014), ainsi que la quantité de mollusques qu’il est nécessaire 

d’échantillonner en raison des faibles prévalences dans les populations de mollusques 

rencontrées pour certains modèles (Eppert et al., 2002; Ramalli et al., 2018). De même, les 

approches basées sur la cercariométrie (Theron, 1979b) sont dépendantes de la 

chronobiologie des espèces de trématodes étudiées (Theron, 2015). Ces approches peuvent 

donner des faux négatifs si les périodes de prélèvements ne coïncident pas avec les heures 

d’émission de cercaires, ce qui sous-entend de devoir faire des mesures en continu pour 

pallier ce risque. De plus, la cercariométrie nécessite des connaissances étendues sur 

l’identification d’espèces de trématodes à partir de cercaires (Theron, 1979b, 1986, 2015) et 

les connaissances en chronobiologie pour les espèces autres que les schistosomes sont rares. 
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Les outils moléculaires intramolluscaux (e.g. RD-PCR et TAS) sont quant à eux également 

limités par la quantité et la diversité de mollusques échantillonnés (Ramalli et al., 2018), en 

fonction des espèces de mollusques diagnostiquées la diversité de trématodes qu’il sera 

possible de détecter par ces méthodes peut être limitée par le spectre d’hôtes des parasites 

(Kincaid-Smith et al., 2017). De plus, ces outils sont généralement dédiés à la détection d’un 

nombre limité d’espèces (Hammoud et al., in prep). Comme évoqué précédemment, les 

espèces étudiées sont principalement celles ayant un fort impact en santé humaine et 

animale, notamment la bilharziose et la fasciolose. De fait, la communauté de trématodes 

caractérisable par ces diverses moyens ne reflète pas entièrement la diversité de trématodes 

qui peut être retrouvée directement en milieux naturel, ce qui limite la compréhension de 

l’assemblage de ces communautés et donc la compréhension des interactions qui les régissent 

(Kincaid-Smith et al., 2017). 

 Dans ce contexte, le metabarcoding environnemental constitue une approche 

d’intérêt pour faire un suivi des communautés de trématodes que ce soit dans leurs hôtes tout 

comme dans l’environnement (Bohmann et al., 2014; Bass et al., 2015). Ce type d’approche 

résulterait en une caractérisation plus rapide et précise des communautés de trématodes (Bik 

et al., 2012) tout en évitant l’élimination de mollusques et d’animaux domestiques (Aivelo & 

Medlar, 2018). Par ailleurs des outils de metabarcoding à partir d’ADNe ont déjà fait leurs 

preuves dans la détection de microorganismes, par exemple pour la caractérisation des 

communautés d’organismes présents dans l’eau de ballast, afin de prévenir de l’introduction 

d’espèces exotiques (Rey et al., 2019), pour la caractérisation de communautés d’helminthes 

d’animaux sauvages à partir d’échantillons de fèces ou d’urine (Aivelo & Medlar, 2018), et 

pour la caractérisation de communautés de nématodes vivant dans les sols à partir 

d’échantillons de sédiments (Ahmed et al., 2019). En parasitologie, le metabarcoding 

environnemental s’est révélé fonctionnel pour la détection d’organismes pathogènes dans 

des eaux et sols contaminés, notamment pour la détection de bactéries du genre Leptospira 

et du microbiome pathogène environnant (Sato et al., 2019). Ces bactéries gram négatifs sont 

responsables de la leptospirose chez l’Homme, elles peuvent persister dans des sols et eaux 

contaminées par l’urine ou les fèces d’hôtes réservoirs constituant ainsi un risque infectieux 

pour l’Homme (Sato et al., 2019). En aquaculture des outils similaires ont été développés pour 

la détection de pathogènes du saumon notamment Lepeophtheirus salmonis et Paramoeba 
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perurans à partir de prélèvements d’eau de mer (Peters et al., 2018). Et dans un tout autre 

registre, le metabarcoding environnemental a déjà été employé pour le suivi de pathogènes 

de plantes à partir d’ADNe contenu dans les granules de pollen retrouvé dans les ruches 

d’abeilles (Tremblay et al., 2019). Pour l’heure aucun outil similaire permettant de caractériser 

les communautés de trématodes au sens large n’existe, seuls les outils ADNe cités dans le 

chapitre précédent ont été développés, mais ces derniers sont spécifiques à une espèce ou 

ciblent une diversité très limitée (Hashizume et al., 2017; Jones et al., 2018; Alzaylaee, Collins, 

Rinaldi, et al., 2020). C’est pourquoi nous nous sommes proposés de compléter cette lacune 

en développant un outil de metabarcoding environnemental pour caractériser les 

communautés de trématodes entières à partir d’échantillons environnementaux. 

a. Recherche d’un marqueur spécifique à la classe des trématodes  

Ce travail a été effectué dans le cadre du stage de master 2 de Philippe Douchet que 

j’ai eu l’occasion de co-encadrer en 2020 pendant plus de 5 mois. La première étape de ce 

travail a consisté à développer un marqueur moléculaire spécifique à la classe des trématodes. 

En partant de nos acquis avec le développement de l’outil de metabarcoding environnemental 

pour les mollusques, nous avons choisi d’orienter notre recherche de marqueur sur le génome 

mitochondrial pour les raisons précédemment évoquées (i.e. un génome ayant une 

conformation circulaire lui conférant une meilleure résistance dans l’environnement qu’une 

molécule d’ADN linéaire, et qui est présent en plusieurs copies au sein d’une même cellule ; 

Taberlet et al., 2018). En ce qui concerne le protocole de création des amorces, nous avons 

utilisé le logiciel OBITools (Boyer et al., 2016; Taberlet et al., 2018) permettant de valider la 

spécificité des amorces sur des communautés fictives de séquences d’ADN définies par 

l’utilisateur. Plus précisément, nous avons utilisé l’utilitaire ecoPrimers qui fait partie 

d’OBITools pour la génération des amorces (Riaz et al., 2011). Afin d’avoir plus de possibilités 

dans la création des amorces, nous avons généré ces dernières à partir d’une matrice de 

séquences contenant 248 génomes mitochondriaux complets de trématodes, représentant 51 

espèces distinctes réparties en 19 familles, un jeu de données publiques récupérables sur 

GenBank (Clark, Karsch-Mizrachi, Lipman, Ostell, & Sayers, 2016) qui est représentatif de la 

diversité de la classe des trématodes (Olson, Cribb, Tkach, Bray, & Littlewood, 2003). Les 

amorces ont été générées pour respecter un ensemble de critères permettant une 

compatibilité avec les plateformes de séquençage Illumina MiSeq et maximisant les chances 



 

165 | P a g e  
 

 Chapitre III  

d’amplifier un fragment d’ADN libre tout en diminuant le risque d’amplification aspécifique 

(Taberlet et al., 2012; Taberlet et al., 2018). 

 La spécificité des amorces ainsi générée a ensuite été testée in silico par PCR virtuelles 

en reprenant un protocole de validation en trois étapes, similaire à celui utilisé pour la création 

des amorces qPCR spécifiques à B. truncatus présenté dans le second chapitre, voir la section 

Chapitre II.1.a. Pour ce faire nous avons utilisé l’utilitaire ecoPCR d’OBITools (Taberlet et al., 

2018), un utilitaire homologue à ecoPrimers dédié à la simulation de PCR à partir d’un fichier 

contenant des paires d’amorces, les paramètres à tester et d’un jeu de données requête 

définie par l’utilisateur (Ficetola et al., 2010). La première série de PCR virtuelles a été réalisée 

sur le jeu de donnée de 248 génomes mitochondriaux de trématodes utilisé pour la création 

des amorces, afin de s’assurer que ces dernières amplifient la plus grande diversité de 

trématodes possibles. La seconde série de PCR virtuelles a été réalisée sur un jeu de données 

non restreint aux trématodes contenant 5676 génomes mitochondriaux, soit 5624 espèces 

réparties sur 26 phyla distincts, des séquences récupérées sur le serveur FTP de GenBank le 

27/01/2020 (NCBI, 2020). Cette seconde étape permet de vérifier que les amorces amplifient 

préférentiellement des séquences mitochondriales de trématodes même en présence de 

génomes mitochondriaux d’autres organismes. Enfin, une dernière étape de vérification non 

restreinte aux génomes mitochondriaux a été réalisée par « Basic Local Alignment Search 

Tool » (BLAST) à l’aide de l’utilitaire PrimerBLAST du NCBI (Ye et al., 2012) sur la base de 

données Ref-seq non redondante (i.e. ~ 217 millions de séquences tous marqueurs confondus 

et toute espèce confondue). Enfin les paires d’amorces résultantes ont été modifiées 

manuellement pour améliorer leur stabilité lors de l’amplification d’ADN en ajustant les 

températures d’hybridation à 60°C ainsi que le degré de dégénération des amorces. Ces 

ajustements permettent de limiter la formation de structures secondaires des amorces entre 

elles et avec elles-mêmes (e.g. tête d’épingle et homo ou hétérodimères), ils diminuent 

également les chances d’amplifications aspécifiques qui peuvent subvenir quand des 

températures d’hybridation peu restrictives sont utilisées. La recherche de structure 

secondaire a été effectuée par l’intermédiaire des utilitaires IDTDNA’s Oligo Analyzer (IDT-

DNA, 2020) et Primer3plustools (Untergasser, 2020). 

 Enfin nous avons évalué in vitro la capacité de ces amorces à détecter une large 

diversité d’espèces de trématodes et à les différencier, pour ce faire nous avons réalisé des 
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PCR en point final sur des ADN extraits de trématodes provenant d’une collection d’ADN que 

nous rassemblons dans le cadre de ce projet, et qui proviennent de notre laboratoire ou ont 

été fournis par des collaborateurs extérieurs notamment Hubert Ferté de l’Université de 

Reims et Sylvie Hurtrez-Boussès de l’IRD de Montpellier, qui nous ont fourni une 

impressionnante collection d’ADN et d’échantillons de trématodes. Cette collection consiste 

en un ensemble d’échantillons d’ADN extraits à partir de trématodes adultes ou de cercaires 

dont les morphotypes ont été visuellement déterminés, mais pas déterminés au niveau de 

l’espèce. Elle est composée d’un total de 37 espèces réparties en 11 familles, Figure 17. Pour 

226 de ces échantillons, nous disposons également de séquences du gène nucléaire 28S. Un 

sous-ensemble représentatif de la diversité de ces échantillons a été sélectionné à partir d’une 

phylogénie construite sur les séquences de 28S, Figure 17. Ces échantillons représentatifs de 

la collection ont ensuite été utilisés pour la validation in vitro des amorces généralistes de 

trématodes. 

Figure 17. Arbre consensus construit à partir de l’alignement des 226 séquences de 28S 
provenant de la collection d’ADN de trématodes, généré sur Geneious par clustering 
UPGMA. Les échantillons encadrés en rouge ont été sélectionnés pour les étapes de validation 
in vitro des amorces généralistes de trématodes. Aux échantillons sélectionnés s’ajoutent les 
échantillons fournis par S. Hurtrez-Boussès et ceux récupérés à l’IHPE soit Fasciola gigantica, 
Calicophoron daubneyi, Schistosoma mansoni et Schistosoma haematobium. 
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 À l’issue de ce travail nous avons généré deux paires d’amorces chevauchantes 

utilisant la même amorce sens, des marqueurs spécifiques aux trématodes localisés à la fin du 

gène mitochondrial 16S qui permettent l’amplification de deux amplicons : l’un d’environ 80 

pb et l’autre d’environ 220 pb respectivement, Figure 18. Selon les résultats de la première 

phase de vérification de spécificité par PCR virtuelle (i.e. test des amorces contre le jeu de 

données utilisé pour leur création) réalisée sur 51 génomes mitochondriaux de trématodes, 

ces amorces permettent d’amplifier la totalité des 51 génomes testés, les sites d’hybridation 

entre l’amorce et la séquence d’ADN sont quant à eux relativement bien conservés avec très 

peu de polymorphisme au niveau de la séquence nucléotidique notamment pour l’amorce 

sens commune, Figure 18. 

 

 Les résultats de la seconde phase de vérification de spécificité par PCR virtuelle (i.e. 

réalisée sur les 5676 génomes mitochondriaux toutes espèces confondues), ont permis de 

déterminer que les amorces candidates F1/R1 amplifient 63,7% des séquences de 

plathelminthes présentes dans le jeu de données, 7,3% de séquences de porifères et 0,4% de 

séquences d’Arthropodes, Figure 19a. Parmi les séquences de plathelminthes, la totalité des 

51 génomes de trématodes sont correctement amplifiés, ainsi que 20% des génomes 

mitochondriaux de cestodes et 90% des génomes de monogènes, Figure 19b. Les tests exacts 

de Fisher réalisés sur ces données démontrent que les séquences de plathelminthes sont 

enrichies de manière significative par rapport aux séquences de porifères (P < 0,0001). Parmi 

Figure 18. Représentation des séquences d’hybridation des amorces de trématodes ou 
“sequence logo”. La taille des bases nucléotidiques représentées dépend de la fréquence 
d’apparition de la base nucléotidique dans toutes les séquences du jeu de données, une valeur 
exprimée en bits (ou nombre d’occurrences sur le total de séquences). Ainsi, plus une base 
nucléotidique est grande sur la représentation graphique, plus cette dernière apparait 
souvent dans le jeu de données. L’amorce sens F1 est commune aux deux amorces anti-sens 
R1 et R2. 
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ces séquences, les trématodes (P < 0,0001) et les monogènes (P < 0,0001) sont 

significativement enrichis par rapport aux cestodes. Les analyses réalisées sur les amorces 

F1/R2 résultent en l’amplification de 94,4% des séquences de plathelminthes présentes dans 

le jeu de données, ainsi que 18,3% des séquences de mollusques, 14,3% des séquences 

d’acanthocéphales, 5,5% des séquences de porifères et 1,5% des séquences d’arthropodes, 

Figure 19c. Parmi les séquences de plathelminthes, une fois encore la totalité des 51 génomes 

de trématodes est amplifiée ainsi que la totalité des génomes mitochondriaux de cestodes et 

de monogènes, Figure 19d. Les tests exacts de Fisher confirment que les génomes de 

plathelminthes (P < 0,0001) sont préférentiellement amplifiés en comparaison des génomes 

de mollusques. La comparaison de ces résultats entre les deux paires d’amorces démontre 

cependant que parmi les séquences de plathelminthes, F1/R2 amplifie préférentiellement les 

cestodes par rapport au amorces F1/R1 (P < 0,0001). En dehors de ces séquences, F1/R2 

amplifie plus facilement des séquences de mollusques (P < 0,0001) et d’arthropodes (P = 

0,007) que F1/R1. 

Figure 19. Pourcentage de séquences amplifiées par les couples d’amorces F1/R1 et 
F1/R2, triées par phylum (a, c) et pas classes de Plathelminthes (b, d). Les nombres entre 
parenthèses indiquent le nombre de séquences présentes dans la base de données. * : 
Seuil de significativité d’un test exact de Fisher à p-value < 0,001. 
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De fait, la paire d’amorces F1/R2 apparaît moins spécifique en termes d’enrichissement 

préférentiel de séquences de trématodes que la paire d’amorces F1/R1. Avec les séquences 

de trématodes qui représentent 30% du total des séquences amplifiées par F1/R2 (Figure 20b) 

contre 67% du total de séquences amplifiées pour F1/R1 (Figure 20a). 

 

 En ce qui concerne l’étape de validation in vitro des amorces, les résultats des tests 

PCR en point final sont très encourageants, sur 12 ADN d’espèces distinctes de trématodes 

réparties sur 9 familles seulement une seule espèce n’a pas été détectée (i.e. Bilharzia 

polonica), dans l’ensemble les amorces ont fonctionné pour au moins un représentant des 9 

familles de trématodes représentées dans ce sous-échantillon, Figure 21b. L’amplification 

réalisée par ces deux paires d’amorces résulte en un amplicon d’environ 120 pb pour F1/R1 

(i.e. amplicon de 80 pb + 40 pb d’amorces) et d’environ 260 pb pour F1/R2 (i.e. amplicon de 

220pb + 40 pb d’amorces), les produits d’amplifications sont tous de taille homogène (i.e. des 

bandes uniques et bien distinctes), Figure 21. Ces résultats rassurent quant à la qualité de 

l’hybridation des amorces avec les séquences cibles et sur la spécificité génomique de ces 

marqueurs (i.e. pas d’amplification visible avec une séquence non ciblée en PCR point final). 

Cependant ces résultats doivent encore être confirmés par le séquençage de mélanges 

d’échantillons d’ADN « pool équimolaire » comme nous l’avons fait pour valider l’outil de 

metabarcoding environnemental pour les mollusques. 

Figure 20. Comparaison du pourcentage de séquences de trématodes amplifiées par 
rapport aux autres groupes taxonomiques représentés dans la base de données. 
Résultats pour le couple d’amorces F1/R1 (a) et pour le couple d’amorces F1/R2 (b). 
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Figure 21. Produits PCR générés par les amorces de trématodes F1/R1 et F1/R2 sur : A. Fg, 
Fasciola gigantica (Fasciolidae) ; P, Paramphistomidae ; Sm, Schistosoma mansoni ; Sh, 
Schistosoma haematobium (Schistosomatidae). Les doublons correspondent à des répliqua 
techniques. B. Bp, Bilharzia polonica (Schistosomatidae) ; Aa, Alaria alata (Diplostomatidae) ; 
3, Diplostomatidae sp. ; 4, Plagorchiidae sp. ; 5, Echinostomatidae sp. ; 6, Notocotylidae sp. ; 
7, Diplodiscidae sp. ; 8, Haematoloechidae sp. Notations générales : E, contrôle négatif eau ; 
M (pb), marqueur de taille 100 paires de bases. 
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b. Développements futurs 

In fine, nous disposons de deux marqueurs moléculaires permettant d’amplifier, 

virtuellement l’ADN mitochondrial d’une grande diversité de trématodes même en présence 

d’une grande diversité de séquences non-trématodes. Cela dit, beaucoup reste à faire en ce 

qui concerne cet outil qui ne pourra pas être finalisé dans le cadre de ma thèse. Philippe 

Douchet reprendra ces travaux à l’occasion de son projet de thèse visant à étudier l’effet des 

gradients environnementaux et de la fragmentation des habitats sur la structuration des 

communautés de trématodes. La première étape de ce projet de thèse visera à terminer les 

validations in vitro et in natura de l’outil de metabarcoding environnemental pour les 

trématodes, soit de réaliser une série de tests similaires à ceux effectués pour l’outil de 

metabarcoding environnemental pour les mollusques (i.e. validation sur des pool 

équimolaires d’ADN de trématodes, puis validation in natura par des approches 

comparatives). Cependant, comme il est impossible de confirmer visuellement la présence de 

microorganismes tels que les trématodes par observation directe in natura, la validation de 

cet outil de metabarcoding environnemental par des approches comparatives devra être 

adaptée à ce type de modèle. Pour ce faire plusieurs pistes seront exploitées, notamment 

l’utilisation des outils présentés au début de cette section de chapitre et en introduction 

comme les techniques d’émission de cercaires à partir de mollusques échantillonnés 

directement sur le terrain (Born-Torrijos et al., 2014; Boissier et al., 2016) ou encore par de la 

cercariométrie (Theron, 1986). De plus cet outil fera l’objet d’une validation en mésocosme 

approfondie par des approches similaires à celles employées dans le cadre des tests en 

mésocosme réalisés sur les amorces qPCR spécifiques à B. truncatus, confère section Chapitre 

II.1.a. Notamment, des cinétiques de contact/persistance similaires à celles effectuées dans 

le cadre du stage d’Anaïs Loisier sur B. truncatus seront réalisées. Enfin, tout comme l’outil de 

metabarcoding environnemental pour les mollusques il sera nécessaire de valider cet outil sur 

une grande diversité d’environnements naturels afin de disposer d’outils de suivis 

environnementaux opérationnels pour rapidement caractériser les communautés de 

mollusques et de trématodes à large échelle. Nous serons donc plus à même de comprendre 

l’assemblage de ces communautés et donc d’ouvrir la voie à des études pour caractériser les 

interactions biotiques en leur sein afin de les utiliser pour limiter le développement de 

trématodes d’intérêt médical et vétérinaire dans le monde. 
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Remise en contexte 

L’accélération des changements globaux qu’ils soient d’origine climatique ou 

anthropique a de multiples conséquences sur la totalité des écosystèmes terrestres et 

aquatiques (Parmesan & Yohe, 2003; Camill, 2010; Waldron et al., 2017), mais aussi en santé 

humaine et animale (Rahmstorf & Coumou, 2011; Kim et al., 2014; Pandey et al., 2014). L’une 

des plus importantes est la modification des aires de distribution géographique des espèces 

et donc de celle des pathogènes associés à tous ces organismes (Ogden et al., 2019). Dans ce 

contexte, nous vivons actuellement une recrudescence des cas d’émergences et de 

réémergences de maladies infectieuses dans le monde (Jones et al., 2008; Zuckerman et al., 

2014; Destoumieux-Garzon et al., 2018). Alors que les efforts de recherche menés dans ce 

domaine se concentrent principalement sur les maladies virales (Bausch & Schwarz, 2014; 

Chatterjee et al., 2020) et sur les maladies transmises par les arthropodes (Institute Of 

Medicine, 2008; WHO, 2017b), les maladies transmises par les mollusques d’eau douce 

reçoivent moins d’intérêt alors qu’elles atteignent plus d’un milliard d’individus dans le monde 

(Kincaid-Smith et al., 2017; Kincaid Smith, 2018; Sabourin et al., 2018; Boissier et al., 2019). 

Les connaissances sur la dynamique des pathogènes associés à ces maladies reposent 

principalement sur des données épidémiologiques issues de diagnostics médicaux ou 

vétérinaires (Kincaid-Smith et al., 2017; Ajibola et al., 2018; Beesley et al., 2018). Ces 

approches ne permettent pas de prévenir de la transmission de ces parasites à l’Homme ou 

aux élevages ou d’anticiper les émergences de ces maladies. Dans le cadre d’une approche 

« One-Health » appliquée à l’étude des maladies transmises par les mollusques d’eau douce, 

le suivi de la dynamique de ces pathogènes dans l’environnement et dans leurs hôtes 

intermédiaires mollusques devient nécessaire (Kincaid-Smith et al., 2017; Ramalli et al., 2018; 

Ogden et al., 2019; WHO, 2020). Cependant, les outils conventionnels pour se faire sont 

difficilement applicables pour une prospection à large échelle (Lu et al., 2018) et peuvent 

nécessiter une importante main d’œuvre (Holmes et al., 2018). 

Dans ce travail de thèse, nous nous sommes proposés d’apporter des connaissances 

sur ces évènement d’émergences de maladies transmises par les mollusques d’eau douce. 

Avec l’exemple de l’émergence récente de bilharziose urogénitale en Corse, nous avons étudié 
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cette émergence en tenant compte : (i) des traits d’histoire de vie des organismes impliqués 

dans le cycle parasitaire, notamment la thermotolérance du parasite S. haematobium et de 

l’hôte mollusque B. truncatus (Mulero et al., 2019) ; et (ii) du rôle des hôtes définitifs sauvages 

et domestiques dans la persistance de ce cycle parasitaire (Oleaga et al., 2019). Ces deux 

études ont permis de démontrer que la progression de la bilharziose urogénitale dans 

l’hémisphère Nord semble essentiellement dépendre de la présence d’hôtes mollusques 

compatibles et adaptés au climat de leur latitudes respectives (Mulero et al., 2019) et des flux 

de populations humaines en provenance des zones d’endémie pour l’introduction du parasite 

(Kalinda et al., 2017; Kincaid Smith, 2018; Panagiotopoulos, 2018). 

À la vue de ces résultats et de leur importance dans cet évènement d’émergence, le 

suivi environnemental de ces parasites et de leurs hôtes mollusques prend tout son sens dans 

une perspective de contrôle (Kincaid-Smith et al., 2017; Kincaid Smith, 2018). C’est pourquoi 

nous avons développé une série d’outils de diagnostic ciblés pour collecter des données sur la 

distribution spatiale du parasite S. haematobium par un diagnostic PCR intramolluscal, afin 

d’identifier les foyers de transmission de ce parasite (Ramalli et al., 2018). Nous avons fait de 

même pour l’hôte mollusque B. truncatus dont nous détectons l’ADNe à partir d’eau filtrée ; 

cette approche permet quant à elle d’identifier les sites à risque d’émergence du parasite 

(Mulero, Boissier, et al., 2020). J’ai également participé au développement d’outils 

moléculaires similaires permettant l’identification intramolluscale simultanée de plusieurs 

espèces de trématodes et de leurs hôtes mollusques par RD-PCR et par séquençage 

d’amplicons ciblés (TAS) (Schols et al., 2019 ; Hammoud et al., in prep), ces outils sont utiles 

pour identifier les foyers de transmission et les sites à risque de transmission tout en 

permettant de quantifier les interactions biotiques entre les espèces de trématodes qui co-

infectent un même mollusque. 

Enfin, nous avons développé un outil de metabarcoding environnemental plus 

généraliste dédié à la caractérisation des communautés de mollusques d’eau douce et initié 

le développement d’un outil similaire pour caractériser les communautés de trématodes à 

partir d’eau filtrée. Les connaissances sur l’assemblage de ces communautés permettront, à 

terme, d’alimenter des stratégies de lutte biologique à l’encontre de trématodes de l’Homme 

et/ou de l’animal (Mulero, Toulza, et al., 2020). Ensemble, ces deux approches ADNe 

généralistes constituent un outil particulièrement efficace pour détecter à la fois les foyers de 
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transmission actifs et les sites à risque d’émergence pour plusieurs maladies transmises par 

les mollusques d’eau douce. Ces outils sont également plus facile à mettre en œuvre pour des 

suivis spatio-temporels à large échelle (Mulero, Toulza, et al., 2020).  

 

L’ADN environnemental pour le suivi des maladies transmises par 

les mollusques d’eau douce et de la biodiversité 

D’après les résultats de ma thèse et ceux d’autres études basées sur l’ADNe dans la 

littérature, l’ADNe constitue une approche d’intérêt pour le suivi de maladies infectieuses 

transmises par les mollusques d’eau douce (Jones et al., 2018; Alzaylaee, Collins, Rinaldi, et 

al., 2020; Mulero, Boissier, et al., 2020; Mulero, Toulza, et al., 2020) mais aussi pour le suivi 

de l’ensemble des maladies infectieuses (Bass et al., 2015) et plus généralement pour le suivi 

de la biodiversité (Deiner et al., 2017; Taberlet et al., 2018; Adams et al., 2019). Le principal 

avantage de ce type d’approche réside en la simplicité à échantillonner l’eau et/ou les 

sédiments (Taberlet et al., 2018) par comparaison avec des techniques de prospection 

classique qui nécessitent d’échantillonner et d’identifier les individus un par un. Le second 

avantage de ces approches est la détection indirecte des organismes (i.e. sans avoir à les isoler 

au préalable) (Taberlet et al., 2018) qui est particulièrement utile pour détecter les espèces 

rares et/ou cryptiques (Holmes et al., 2018; Prié et al., 2020). Cette détection indirecte dépend 

évidemment du type de milieux dans lequel s’effectue le prélèvement (e.g. les rivières, Deiner 

et al., 2016), mais s’avère très pratique dans les milieux d’eau douce qui sont généralement 

difficilement accessibles à l’Homme (Prié et al., 2017) et dans lesquels certaines espèces 

peuvent être difficiles à prélever manuellement (Mulero, Toulza, et al., 2020; Prié et al., 2020). 

De fait, des approches par ADNe sont plus susceptibles de permettre la détection précoce 

d’anomalies telles que l’établissement d’un front d’invasion en cas d’introduction récente 

d’une espèce invasive (Dejean et al., 2012; Smith, 2017; Taberlet et al., 2018) ou d’un parasite 

dans le cas d’une émergence. L’identification des espèces par ce type d’approche nécessite 

cependant des connaissances en biologie moléculaire, en effet, cette étape est dépendante 

des séquences présentes dans les bases de données publiques (Deiner et al., 2017; Taberlet 

et al., 2018). Il faut également que les amorces utilisées aient été correctement testées et que 

les protocoles d’échantillonnage et d’extraction aient été correctement développés et 

appliqués (Thomsen et al., 2012; Rees et al., 2015; Smith, 2017; Mulero, Toulza, et al., 2020). 
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Enfin, les approches par ADNe ont un impact écologique relativement négligeable dans les 

environnements prospectés (Valentini et al., 2016) et leur coût tend à rivaliser de plus en plus 

avec les techniques de prospection visuelle tant le coût d’accès aux technologies de biologie 

moléculaire et de séquençage diminue avec le temps (Taylor, Laperriere, & Germain, 2017; 

Taberlet et al., 2018). 

Comme pour tous les outils de suivi ou de diagnostic existant, travailler sur l’ADNe 

présente tout de même quelques inconvénients. L’un des plus notables est la forte 

hétérogénéité des extraits d’ADN obtenus à partir d’échantillons environnementaux (Taberlet 

et al., 2018). Les extraits ainsi contenus peuvent en effet être fortement concentrés en ADN 

faiblement dégradés et avec peu d’inhibiteurs de PCR, ou au contraire, faiblement concentrés 

en ADN fortement dégradé et chargés en inhibiteur de PCR (Taberlet et al., 2018). De plus, le 

nombre de prélèvements, la saison de prélèvement (Ficetola, Taberlet, & Coissac, 2016), le 

type d’environnement dans lequel s’effectuent les prélèvements (Koziol et al., 2018; 

Mauvisseau et al., 2019; van Bochove et al., 2020), le protocole de conservation et 

d’extraction de l’ADN (Renshaw, Olds, Jerde, McVeigh, & Lodge, 2015; Balint, Nowak, et al., 

2018) et l’étape de création des amorces (Wilcox et al., 2013; Mauvisseau et al., 2019), 

peuvent influencer la sensibilité des approches par ADNe (Rees et al., 2015; Goldberg et al., 

2016; Taberlet et al., 2018). Ces divers éléments convergent vers une autre limitation des 

approches par ADNe qui est le manque de standardisation des protocoles que nous avons déjà 

évoqués (Dickie et al., 2018; Mauvisseau et al., 2019; Tsuji et al., 2019), en particulier pour 

l’étape de conservation et d’extraction de l’ADNe qui est difficilement généralisable compte 

tenu de l’hétérogénéité des échantillons environnementaux (Taberlet et al., 2018). 

Cependant, nous avons pu voir que cette limitation commence à être compensée avec 

l’apparition de consensus dans les protocoles comme par exemple, la filtration d’eau qui est 

l’approche ayant un meilleur rendement pour l’échantillonnage d’eau (Hinlo et al., 2017; 

Dickie et al., 2018), ou certains kits d’extractions qui sont plus couramment employés que 

d’autres dans la littérature (Hinlo et al., 2017). En ce qui concerne l’ADN fortement dégradé, 

de nouvelles études sur l’ADN ancien proposent des protocoles permettant d’avoir accès aux 

traces d’ADN anciens et d’en étudier la nature et l’origine (Pedersen et al., 2015; Epp et al., 

2019; Nichols, Curd, Heintzman, & Shapiro, 2019). 
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La seconde limitation des approches par ADNe est le potentiel manque de réplicabilité 

de ces approches en milieux naturels (Tsuji et al., 2019). Ce biais est lié au manque de 

standardisation des protocoles évoqué ci-dessus et au fait que ces outils sont généralement 

développés et testés dans une diversité limitée de milieux naturels (Tsuji et al., 2019). Pour 

illustrer ce propos avec les milieux d’eau douce, l’utilisation d’un même protocole dans des 

milieux lotique et lentique peut résulter en des différences en termes de quantité d’ADNe 

piégée et de volume d’eau filtré avant colmatage des membranes (Tsuji et al., 2019; Mulero, 

Toulza, et al., 2020). C’est pourquoi, s’assurer du fonctionnement d’un outil de détection par 

ADNe dans une grande diversité d’environnements différents constitue la dernière étape de 

développement à atteindre, Figure 22. 

 

La dernière limitation sur laquelle nous allons revenir est le potentiel manque de 

précision des approches de metabarcoding environnemental à deux niveaux, d’une part le 

manque de résolution taxonomique pour la différenciation d’espèces proches (Deiner et al., 

2017; Krol et al., 2019) et d’autre part, le manque de précision dans l’estimation de 

Figure 22. Les étapes critiques dans le développement d’un outil de diagnostic par ADN 
environnemental. La majorité de ces étapes de développement sont rétrocompatibles en 
fonction des difficultés techniques rencontrées pendant les phases de développement 
successives. De fait, un résultat négatif dans une phase avancée de développement peut 
nécessiter un retour à l’étape antérieure pour des mises au point. 
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l’abondance relative des espèces (Deiner et al., 2017; Yates et al., 2020). En ce qui concerne 

le manque de résolution taxonomique, ce problème est dépendant des séquences présentes 

dans les bases de données publiques ainsi que de la résolution du marqueur utilisé pour le 

metabarcoding (i.e. capacité du marqueur à différencier un grand nombre d’espèces) (Deiner 

et al., 2017; Krol et al., 2019). Nous avons éprouvé cette difficulté pendant notre étude de 

metabarcoding environnemental des malacofaunes de Corse quand il s’agissait de différencier 

les espèces appartenant au genre Gyraulus qui sont difficilement différenciables 

morphologiquement (Mulero, Toulza, et al., 2020). Plusieurs solutions sont envisageables 

pour pallier ce problème. La première consiste à renforcer les bases de données par le 

séquençage systématique de l’ADN des espèces collectées manuellement lors des 

prospections visuelles pour générer de nouveaux marqueurs (Balint, Pfenninger, et al., 2018). 

La seconde solution consiste à utiliser un ensemble de sondes qui se complètent en termes de 

résolution taxonomique (Krol et al., 2019), une approche que nous préconisons pour la 

détection des Thiaridae pour la caractérisation des malacofaunes de Guadeloupe (données en 

cours d’analyses) et qui est recommandée dans les récentes études de metabarcoding 

environnemental (Krol et al., 2019; Martins et al., 2020). Une troisième alternative serait 

l’utilisation d’approches exploitant le « supervised machine learning » ou « apprentissage 

automatique supervisé » sur des données de metabarcoding environnemental, qui a été 

utilisée pour construire des modèles prédictifs de valeurs d’indice biotique (i.e. mesure de la 

santé d’un écosystème en se basant sur des profils de présence/absence d’espèces bio-

indicatrices) indépendamment de l’assignation taxonomique des séquences d’ADNe (Cordier 

et al., 2017; Cordier et al., 2018). Cependant, il est à prévoir que cette limitation en termes de 

résolution taxonomique soit de moins en moins problématique dans le futur étant donné que 

les technologies de séquençage sont de plus en plus accessibles et précises (Taberlet et al., 

2018). 

En ce qui concerne le manque de précision dans l’estimation de l’abondance des 

espèces, la difficulté actuelle est, d’une part, que la concentration en ADNe a une fluctuation 

temporelle et spatiale du fait que ce dernier n’est pas relâché dans l’environnement de 

manière homogène (Jo, Murakami, Yamamoto, Masuda, & Minamoto, 2019). D’autre part, sa 

persistance dans l’environnement est dépendante des facteurs physico-chimiques et 

biologiques que nous avons vus précédemment (Barnes et al., 2014; Taberlet et al., 2018). 
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Pourtant ces données quantitatives sur l’abondance des organismes sont précieuses pour 

évaluer l’effet des changements globaux sur la santé des écosystèmes en permettant 

notamment de quantifier l’état d’avancement d’invasions biologiques ou l’état de santé 

d’espèces à risque d’extinction (Smith, 2017; Yates et al., 2020). Elles permettent également 

de mieux caractériser les écosystèmes étant donné que les indices de biodiversité dépendent 

généralement de l’abondance relative des espèces (Fedor & Zvaríková, 2019). Dans un 

contexte épidémiologique, le risque de transmission de maladies infectieuses est quant à lui 

en partie dépendant du nombre d’hôtes intermédiaires/vecteurs (Wood et al., 2019). Ces 

données permettent également de quantifier les interactions biotiques entre les organismes 

présents dans un même écosystème (Luikart, Ryman, Tallmon, Schwartz, & Allendorf, 2010; 

Yates et al., 2020). En dehors de l’optimisation des protocoles de création des amorces, 

d’extraction et d’amplification d’ADN, plusieurs outils ont été développés pour améliorer la 

précision des analyses de données de metabarcoding environnemental. Notamment, le 

développement de flux de travail « workflow » standardisés conçus pour diminuer les risques 

d’erreurs d’assignations taxonomiques des séquences et d’estimation d’abondances (Escudie 

et al., 2018; Dufresne, Lejzerowicz, Perret-Gentil, Pawlowski, & Cordier, 2019). Il existe 

également les modèles de mise à l’échelle allométrique « allometric scaling », qui génèrent 

des coefficients d’échelle allométrique à partir de données issues d’échantillons d’ADNe 

pouvant être convertis en estimations de biomasse ou de densités (Yates et al., 2020). Ces 

modèles permettent de tenir compte du fait que la production d’ADNe à l’échelle d’une 

population ne s’effectue pas de manière linéaire en raison des variations individuelles de 

taille. En menant une campagne de capture, marquage, recapture et de diagnostic ADNe sur 

neuf populations d’omble de fontaine, Salvelinus fontinalis, l’équipe de Yates et al., 2020 a 

ainsi démontré que les modèles de corrélation (nombre de copies d’ADNe/masse à l’échelle 

allométrique) étaient plus soutenus statistiquement que les modèles classiques (nombre de 

copies d’ADNe/biomasse) ou (nombre de copie d’ADNe/densité d’individus) (Yates et al., 

2020). 

D’autres outils complémentaires à l’ADNe ont été développés ces dernières années 

pour permettre un suivi indirect des organismes dans leur environnement. En ce qui concerne 

les maladies transmises par les mollusques d’eau douce, des approches telles que 

l’identification des habitats de mollusques hôtes par de la surveillance spatiale ont été 
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développées (Gazzinelli & Kloss, 2007; Malone, Bergquist, Martins, & Luvall, 2019; Wood et 

al., 2019). L’objectif de ces technologies est de caractériser et de prédire les habitats 

susceptibles d’abriter des mollusques hôtes intermédiaires de schistosome. Ces approches 

exploitent l’imagerie par satellite ou de drones d’exploration qui est couplée à des données 

de fréquentation des sites de baignade pour cartographier les habitats d’hôtes mollusques et 

les sites de transmission potentiels par de l’inférence bayésienne (i.e. calcul de probabilités à 

partir de l’observation d’évènements, ces statistiques sont ensuite affinées avec le 

recensement de nouvelles données) (Wood et al., 2019). Contrairement à l’ADNe, ce type 

d’approche ne permet pas une caractérisation fine des communautés d’organismes présents, 

mais peut permettre dans l’avenir de cibler les sites d’intérêt pour une prospection ultérieure 

par ADNe. 

Au-delà du suivi environnemental, la prédiction 

Un autre type d’approche d’intérêt pour le suivi de la dynamique des organismes dans 

l’environnement est la prédiction par modélisation de la niche écologique des organismes 

(Cordellier & Pfenninger, 2009; Warren & Seifert, 2011; Pedersen et al., 2014). En effet, nous 

avons vu que les approches basées sur l’ADNe permettent d’identifier les zones de présence 

d’organismes et les interactions entre les espèces présentes dans un même écosystème 

(Balasingham, 2016; Taberlet et al., 2018; Mulero, Toulza, et al., 2020). La collecte simultanée 

de données environnementales (e.g. pH, température, courant de l’eau, altitude etc.) sur 

chaque site prospecté devrait permettre de caractériser partiellement les habitats 

compatibles avec le développement de mollusques ou de trématodes d’intérêt médical ou 

vétérinaire (Mulero, Boissier, et al., 2020; Mulero, Toulza, et al., 2020). Cependant, ce type 

d’approche ne permet pas de prendre en compte d’autres facteurs essentiels dans un 

contexte épidémiologique d’émergences tel que les mouvements des populations humaines 

(Kincaid Smith, 2018) ou les traits d’histoire de vie des hôtes et des parasites (Mulero et al., 

2019). Ces considérations soulèvent l’intérêt de coupler le diagnostic par ADNe avec des 

techniques de modélisation de niche écologique (ENM) afin de mieux comprendre et de 

prédire la dynamique des trématodes et de leurs hôtes mollusques dans l’espace et le temps 

(Kincaid-Smith et al., 2017; Mulero, Boissier, et al., 2020). En effet, la modélisation de niche 

écologique permet d’identifier les sites favorables au développement d’un organisme en se 

basant sur des données d’occurrences associées à des données environnementales biotiques 
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et abiotiques (Warren & Seifert, 2011). Comme ces technologies exploitent des matrices de 

données spatialisées, il est possible d’ajouter dans ces modèles une grande diversité de 

données (Warren & Seifert, 2011). À partir de ces données et en faisant varier les scénarii 

climatiques dans les années futures, il est possible de prédire la fluctuation dans le temps de 

la « compatibilité » d’un habitat avec le développement d’une espèce en partant du postulat 

que la niche écologique de cette dernière est stable dans le temps (Cordellier & Pfenninger, 

2009). C’est pourquoi ces approches sont particulièrement utiles dans les contextes 

d’invasions biologiques ou d’émergences de maladies infectieuses pour prédire la dynamique 

des espèces nouvellement introduites dans un environnement d’accueil (Warren & Seifert, 

2011; Escobar & Craft, 2016; Pech-May et al., 2016). 

C’est pour ces diverses raisons que les modèles ENM se sont démocratisés en 

parasitologie pour comprendre et prédire les dynamiques de parasites, d’hôtes et de vecteurs 

de parasites en réponse aux changements globaux (Escobar & Craft, 2016). En ce qui concerne 

les maladies transmises par les mollusques d’eau douce, de tels outils ont déjà été appliqués 

à l’échelle de pays ou continents. C’est le cas, par exemple, pour faire une prédiction de l’aire 

de répartition de Radix balthica, un hôte intermédiaire de parasites du genre Trichobilharzia 

responsables de la dermatite du nageur chez l’Homme. Ces approches ont permis de 

modéliser l’expansion future de ce mollusque dans plusieurs pays d’Europe (Cordellier & 

Pfenninger, 2009). Au Zimbabwe, les approches ENM ont permis de modéliser la dynamique 

spatiale de Bulinus globosus et de B. pfeifferi, tous deux hôtes intermédiaires de schistosomes 

de l’Homme, ainsi que Radix natalensis un hôte intermédiaire de Fasciola gigantica (Pedersen 

et al., 2014). Dans ce dernier exemple, l’étude de Perdersen a permis de déterminer que 

conjointement aux augmentations de température en cours, les aires compatibles avec la 

transmission de bilharziose intestinale par B. pfeifferi au Zimbabwe devraient augmenter 

jusqu’en 2050, avant de grandement diminuer les années qui suivront (i.e. 2050-2100), car les 

températures prédites deviendront trop élevées pour permettre à l’hôte mollusque de se 

développer (Pedersen et al., 2014). Ces résultats rejoignent l’idée que les aires de répartition 

des bilharzioses dans le monde devraient se décaler vers le Nord dans les prochaines années 

en réponse aux changements globaux (Kim et al., 2014). 

Cependant, pour que les modèles ENM proposent des résultats robustes et puissent 

considérer au mieux la complexité d’un environnement naturel, il est nécessaire de disposer 
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d’une grande quantité de données d’occurrences d’espèces et de données environnementales 

(Escobar & Craft, 2016), en particulier pour déterminer la compatibilité d’un environnement 

dans lesquels l’espèce étudiée n’a jamais été reportée (Escobar & Craft, 2016). De plus, ces 

approches de modélisation se basent généralement sur des données de présence/absence 

d’espèces récoltées par des méthodes de prospection visuelles. Or nous avons vu avec 

l’exemple des mollusques, que ces approches ne permettent pas d’identifier l’ensemble des 

espèces présentes dans un environnement en une seule prospection (Lamy et al., 2012; 

Dubart et al., 2019). Ces méthodes dites classiques ne permettent donc pas de s’assurer de 

l’absence d’une espèce, une limitation qui théoriquement impacte moins les approches ADNe 

compte tenue de la meilleure sensibilité de la méthode et de sa capacité de détection indirecte 

(Taberlet et al., 2018; Mulero, Toulza, et al., 2020). Enfin les techniques de modélisation ne 

prennent pas systématiquement en compte d’autres paramètres influençant la répartition des 

espèces comme leur capacité d’adaptation des organismes et les interactions biotiques de ces 

derniers avec les autres espèces présentes dans l’environnement (Escobar & Craft, 2016). 

 

Perspectives et recommandations pour les stratégies de contrôle 

de maladies infectieuses transmises par les mollusques d’eau 

douce 

Depuis peu, L’OMS a reconnu que les efforts menés depuis les années 70 pour 

l’élimination des bilharzioses par le traitement de masse au praziquantel ont été inefficaces 

dans certaines régions du globe (Wood et al., 2019; WHO, 2020). C’est dans ce contexte que 

les stratégies de contrôle mondiales des bilharzioses ont été réorientées vers le contrôle des 

populations d’hôtes mollusques pour poursuivre les efforts d’élimination en s’attaquant au 

cycle parasitaire avant qu’il ne concerne l’Homme ou les élevages (WHO, 2020). En effet, il a 

été démontré, dans les zones d’endémies, qu’il y avait une corrélation positive entre 

l’abondance de mollusques hôtes et la prévalence de bilharzioses (Wood et al., 2019). Cette 

décision s’inscrit dans le cadre plus général des approches One Health pour la lutte contre les 

maladies infectieuses (Destoumieux-Garzon et al., 2018), elle fait suite à la résolution 

WHA70.16 prise en 2017 par l’OMS pour développer des stratégies internationales basées sur 

le contrôle des populations de vecteurs pour réduire d’au moins 40% l’incidence des maladies 

infectieuses vectorielles d’ici 2025, en incluant les bilharzioses (WHO, 2020). En dehors des 
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bilharzioses, nous avons vu avec les changements globaux que les maladies infectieuses en 

général constituent un risque grandissant d’émergences dans les pays où elles sont non 

endémiques (Jones et al., 2008; Morand, 2020). Rien que pour les bilharzioses, les données 

relevées par Santé Publique France font état de 2000 cas d’importation par an en France (Noel 

et al., 2018), la majorité de ces personnes sont asymptomatiques (Ramalli et al., 2018) et 

représentent un risque d’introduction de ces parasites (Kincaid Smith, 2018). Avec le 

réchauffement global, l’accélération d’évènements climatiques extrêmes ainsi que les crises 

sociales et économiques qui en découlent (IPCC, 2019a), il est attendu que les flux mondiaux 

de population humaine et animale s’accentuent dans les prochaines années (World Bank, 

2010), bien que le contexte sanitaire actuel démontre qu’il puisse y avoir des exceptions 

(Chatterjee et al., 2020). Ainsi, il faut prêter une attention toute particulière à l’intensification 

de ces flux et de leur impact sur la dynamique de transmission de maladies infectieuses. La 

Banque Mondiale « World Bank » a estimé en 2018 que ces divers changements allaient 

générer plus de 143 millions de migrants et de réfugiés climatiques provenant principalement 

de l’Amérique latine, L’Afrique Sub-Saharienne et le sud-est de l’Asie (Rigaud et al., 2018), qui 

sont toutes des zones d’endémie de plusieurs maladies infectieuses, notamment de 

bilharzioses (Boissier et al., 2019). 

 

Dans ce contexte et à l’issue de ce travail de thèse nous avons développé et répertorié 

un ensemble d’outils de suivis environnementaux permettant de proposer un plan d’action 

intégratif en 4 phases pour le suivi et le contrôle de maladies infectieuses transmises par les 

mollusques d’eau douce. Ce programme intègre les diagnostics environnementaux aux 

diagnostics médicaux et vétérinaires existants. L’objectif est de dresser un état des lieux de 

ces maladies en tenant compte, comme c’est déjà le cas, de la présence du parasite dans les 

hôtes définitifs Humains et domestiques, mais en intégrant des données précises sur la 

présence du parasite dans les hôtes mollusques et dans l’environnement. Cette nouvelle 

approche de caractérisation va permettre de cibler l’application de moyens de lutte existant 

pour enrayer plus efficacement le cycle parasitaire, et de paver la voie au développement de 

nouvelles stratégies de lutte. 
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- La phase 1 ou phase de caractérisation : 

 

(i) Caractérisation des habitats favorables par l’identification et/ou la prédiction des habitats 

susceptibles d’accueillir des mollusques hôtes par des approches de surveillance spatiale 

(Malone et al., 2019; Wood et al., 2019). Pour les régions de non-endémie, il serait important 

de focaliser sur les régions connues pour accueillir des flux migratoires en provenance des 

zones d’endémie. Pour les régions d’endémies, l’intérêt pourrait porter principalement sur les 

foyers de transmission actifs (i.e. présence du parasite et de cas humains et/ou d’élevages 

infectés) et sur les sites d’eau douce fréquentés par l’Homme ou par les élevages. 

(ii) Caractérisation des sites potentiels (i.e. présence avérée d’hôtes mollusques), soit la 

caractérisation par metabarcoding environnemental des communautés globales au sein de 

ces habitats. Cette étape vise à mettre à jour de la distribution géographique des 

communautés de mollusques d’eau douce (Mulero, Toulza, et al., 2020) et de celles des 

prédateurs ou compétiteurs naturels de mollusques tels que les poissons et les décapodes 

(Hung et al., 2013; Cilleros et al., 2019). 

(iii) Caractérisation des sites à risque de transmission (i.e. présence du pathogène) en 

caractérisant les communautés de trématodes par metabarcoding environnemental et en 

mettant à jour la distribution géographique de ces communautés. 

La consolidation éventuelle des données obtenues par metabarcoding environnemental sur 

des espèces d’intérêt (e.g. mollusques hôtes et trématodes), par de la prospection 

malacologique conventionnelle et/ou du diagnostic ADNe ciblé pour les mollusques, et par du 

diagnostic intramolluscal par RD-PCR et/ou par séquençage ciblé d’amplicons TAS pour les 

parasites. Cette étape pourrait s’effectuer en cas de doutes ou d’anomalies (e.g. identification 

de cas humains ou d’élevages infectés malgré une absence du parasite et/ou de mollusques 

sur les sites alentour). 

(iv) Mise en place de campagnes ciblées de diagnostics médicaux ou vétérinaires dans les 

populations et élevages aux alentours des sites à risques de transmission nouvellement 

identifiés. 
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- La phase 2 ou phase de lutte à court terme, en exploitant des méthodes de lutte déjà 

existantes pour enrayer le cycle parasitaire : 

 

(i) Mise en place de campagnes de traitements ciblées aux antihelminthiques (e.g. 

Praziquantel, Ivermectine) dans les populations et élevages vivant à proximité des foyers de 

transmission nouvellement identifiés. 

(ii) Mise en place de stratégies d’évitement des foyers de transmission actifs et sites à risque 

de transmission nouvellement identifié (e.g. interdiction temporaire de baignade et de 

pâturage) comme cela est déjà fait pour des maladies comme la fasciolose (Selemetas et al., 

2015; Sabourin, 2018). 

(iii) Sensibilisation des usagers par de l’affichage aux abords des sites présentant un risque 

infectieux et la mise à disposions de toilettes sèches, comme cela est déjà fait en Afrique et 

en Corse (Kincaid Smith, 2018). Et par la sensibilisation des personnels médicaux lors de 

formations sur la reconnaissance des symptômes, sur les outils de diagnostics et traitements 

existants et sur le référencement des cas et des sites d’eau douce que ces derniers ont 

fréquentés. 

 

- La phase 3 ou phase de lutte à long terme : 

 

(i) Par des approches visant à diminuer la densité des populations de mollusques hôtes comme 

la destruction de leurs habitats (e.g. élimination des herbiers sur le bord des sites d’eau douce, 

Wood et al., 2019) ou l’utilisation de molluscicides tels que les composés chimiques dérivés 

du niclosamide déjà utilisé à cette fin (WHO, 2020). Ce sont toutes deux des approches déjà 

existantes qui nécessitent un suivi des populations de mollusques que l’ADNe va permettre 

de réaliser à large échelle. 

(ii) Par la mise en place de programmes d’amélioration des infrastructures d’assainissement 

de l’eau et d’accès à l’eau. Ainsi qu’un renforcement de l’éducation sanitaire des populations 

dans ces régions (WHO, 2020). 

(iii) Par la mise en place de programmes d’introductions ciblés d’espèces prédatrices ou 

compétitrices de mollusques telles que les poissons ou les décapodes d’eau douce, à des fins 

de lutte biologique (Slootweg, 1995; Pointier & David, 2004; Hung et al., 2013). En se basant 
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sur une étude approfondie des assemblages d’espèces mis en évidence par le metabarcoding 

environnemental. 

 

- Enfin, la phase 4 ou phase de surveillance et de projection.  

 

(i) Par une surveillance par ADNe des populations d’hôtes mollusques et de trématodes 

d’intérêt médical et/ou vétérinaire, en favorisant les approches ADNe ciblées pour limiter le 

coût par rapport à un metabarcoding environnemental et la main d’œuvre requise par un suivi 

malacologique classique (Mulero, Boissier, et al., 2020).  

Pour les parasites, d’autres techniques comme celles exploitant des hôtes intermédiaires et 

définitifs sentinelle pourraient également être envisagées (Emukah et al., 2012; Allan et al., 

2013). 

(ii) Par l’étude du potentiel adaptatif et invasif des hôtes mollusques qui, nous l’avons mis en 

évidence, sont l’élément le plus limitant dans la capacité à disperser de trématodes tels que 

les schistosomes. Par exemple, il paraît important de mener des études similaires à celles que 

nous avons menées sur la thermotolérance de B. truncatus sur des mollusques du genre 

Biomphalaria. En effet, ces derniers présentent un fort potentiel à coloniser de nouveaux 

environnements (Pointier, David, & Jarne, 2005) et constituent un risque d’émergence future 

de bilharziose intestinale en Europe. 

(iii) Par une projection de l’évolution future de la dynamique des maladies infectieuses 

transmises par les mollusques d’eau douce par modélisation mathématique. Toutes les 

données acquises lors des précédentes phases pourraient alimenter les modèles 

mathématiques permettant de prédire ces dynamiques globales en faisant varier les scénarii 

climatiques prédits. Ce type d’approche permettrait également une caractérisation de la niche 

des espèces de mollusques et de trématodes étudiées (Cordellier & Pfenninger, 2009; Kincaid-

Smith et al., 2017; Kincaid Smith, 2018; Mulero et al., 2019). 
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Annexe 1. Synthèse des protocoles d’échantillonnage d’ADN environnemental à partir de 
prélèvements d’eau et de sédiments. 
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Date N°plaque Code_Plaque N° Tube Réplica_qPCR Nom-de_code Densité Durée_contact Durée_persistance Ct Tm1 Fluorescence Tm2 Fluorescence2

25/04/2018 3445 A1 1 1 D1.1.1.C1.P1 1 C1 P1 28,65 84,47 0,69 89,81 0,79

25/04/2018 3445 B1 1 2 D1.1.1.C1.P1 1 C1 P1 27,39 84,39 1,16 89,81 0,73

25/04/2018 3445 C1 2 1 D1.1.1.C1.P3 1 C1 P3 26,52 84,84 1,57 89,68 1,06

25/04/2018 3445 D1 2 2 D1.1.1.C1.P3 1 C1 P3 26,55 84,85 1,37 89,71 0,99

25/04/2018 3445 E1 3 1 D1.1.1.C1.P5 1 C1 P5 30,97 85,23 0,41 89,79 1,2

25/04/2018 3445 F1 3 2 D1.1.1.C1.P5 1 C1 P5 33,87 78,24 0,7

25/04/2018 3445 G1 4 1 D1.1.1.C1.P10 1 C1 P10 32,51 76,82 0,35 85,33 0,55

25/04/2018 3445 H1 4 2 D1.1.1.C1.P10 1 C1 P10 32,69 84,81 1,36 89,69 0,9

25/04/2018 3445 I1 5 1 D1.1.1.C1.P15 1 C1 P15 35,97 85,08 1,42

25/04/2018 3445 J1 5 2 D1.1.1.C1.P15 1 C1 P15 32,92 79,52 0,97

25/04/2018 3445 K1 6 1 D1.1.1.C1.P22 1 C1 P22 39,27 77,75 0,54

25/04/2018 3445 L1 6 2 D1.1.1.C1.P22 1 C1 P22 78,14 0,08

25/04/2018 3445 M1 7 1 D1.1.2.C1.P1 1 C1 P1 27,76 84,4 1,74 89,65 0,33

25/04/2018 3445 N1 7 2 D1.1.2.C1.P1 1 C1 P1 28,27 84,46 1,85

25/04/2018 3445 O1 8 1 D1.1.2.C1.P3 1 C1 P3 25,58 84,64 0,72 89,61 1,49

25/04/2018 3445 P1 8 2 D1.1.2.C1.P3 1 C1 P3 25,43 84,68 0,7 89,64 1,47

25/04/2018 3445 A2 9 1 D1.1.2.C1.P5 1 C1 P5 31,42 84,94 1,42 89,79 0,88

25/04/2018 3445 B2 9 2 D1.1.2.C1.P5 1 C1 P5 31,75 84,93 1,31 89,74 1,08

25/04/2018 3445 C2 10 1 D1.1.2.C1.P10 1 C1 P10 32,74 84,67 1,18 89,7 0,9

25/04/2018 3445 D2 10 2 D1.1.2.C1.P10 1 C1 P10 32,64 85,21 1,52

25/04/2018 3445 E2 11 1 D1.1.2.C1.P15 1 C1 P15 34,64 80,32 0,44 85,2 0,55

25/04/2018 3445 F2 11 2 D1.1.2.C1.P15 1 C1 P15 34,57 84,94 1,52

25/04/2018 3445 G2 12 1 D1.1.2.C1.P22 1 C1 P22

25/04/2018 3445 H2 12 2 D1.1.2.C1.P22 1 C1 P22

25/04/2018 3445 I2 13 1 D10.1.1.C1.P1 10 C1 P1 27,68 84,12 1,27 89,5 0,83

25/04/2018 3445 J2 13 2 D10.1.1.C1.P1 10 C1 P1 27,97 84,2 1,47 89,56 0,62

25/04/2018 3445 K2 14 1 D10.1.1.C1.P3 10 C1 P3 28,94 84,81 1,84 89,59 0,71

25/04/2018 3445 L2 14 2 D10.1.1.C1.P3 10 C1 P3 26,42 84,56 0,77 89,73 1,55

25/04/2018 3445 M2 15 1 D10.1.1.C1.P5 10 C1 P5 29,28 84,61 0,37 89,74 1,56

25/04/2018 3445 N2 15 2 D10.1.1.C1.P5 10 C1 P5 30,77 84,91 0,25 89,81 1,04

25/04/2018 3445 O2 16 1 D10.1.1.C1.P10 10 C1 P10 34,54 85,13 1,5

25/04/2018 3445 P2 16 2 D10.1.1.C1.P10 10 C1 P10 33,42 85,09 1,85 89,81 0,66

25/04/2018 3445 A3 17 1 D10.1.1.C1.P15 10 C1 P15

25/04/2018 3445 B3 17 2 D10.1.1.C1.P15 10 C1 P15 39,9 77,46 0,28

25/04/2018 3445 C3 18 1 D10.1.1.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 D3 18 2 D10.1.1.C1.P22 10 C1 P22 38,55 77,82 0,53

25/04/2018 3445 E3 19 1 D10.1.2.C1.P1 10 C1 P1 26,87 84,11 0,74 89,55 1,21

25/04/2018 3445 F3 19 2 D10.1.2.C1.P1 10 C1 P1 26,4 84,14 0,85 89,59 1,12

25/04/2018 3445 G3 20 1 D10.1.2.C1.P3 10 C1 P3 28,31 84,71 1,29 89,89 1,15

25/04/2018 3445 H3 20 2 D10.1.2.C1.P3 10 C1 P3 28,46 84,83 1,78 89,87 0,82

25/04/2018 3445 I3 21 1 D10.1.2.C1.P5 10 C1 P5 31,89

25/04/2018 3445 J3 21 2 D10.1.2.C1.P5 10 C1 P5 30,82 84,87 0,75 89,79 1,14

25/04/2018 3445 K3 22 1 D10.1.2.C1.P10 10 C1 P10 34,48 86,59 1,02

25/04/2018 3445 L3 22 2 D10.1.2.C1.P10 10 C1 P10 32,5 77,79 0,32 85,03 1,54

25/04/2018 3445 M3 23 1 D10.1.2.C1.P15 10 C1 P15 37,28 85,04 1,37

25/04/2018 3445 N3 23 2 D10.1.2.C1.P15 10 C1 P15 38,64 77,69 0,67

25/04/2018 3445 O3 24 1 D10.1.2.C1.P22 10 C1 P22 39,53 77,69 0,59

25/04/2018 3445 P3 24 2 D10.1.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 A4 25 1 D64.1.1.C1.P1 64 C1 P1 26,32 80,92 0,34 89,8 0,51

25/04/2018 3445 B4 25 2 D64.1.1.C1.P1 64 C1 P1 25,41 83,02 0,49 90,16 0,62

25/04/2018 3445 C4 26 1 D64.1.1.C1.P3 64 C1 P3 24,91 89,51 2,39

25/04/2018 3445 D4 26 2 D64.1.1.C1.P3 64 C1 P3 25,91 89,51 2,27

25/04/2018 3445 E4 27 1 D64.1.1.C1.P5 64 C1 P5 31,79 80,38 0,23 89,45 1,03

25/04/2018 3445 F4 27 2 D64.1.1.C1.P5 64 C1 P5 29,84 89,58 1,7

25/04/2018 3445 G4 28 1 D64.1.1.C1.P10 64 C1 P10

25/04/2018 3445 H4 28 2 D64.1.1.C1.P10 64 C1 P10 75,32 0,01

25/04/2018 3445 I4 29 1 D64.1.1.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 J4 29 2 D64.1.1.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 K4 30 1 D64.1.1.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 L4 30 2 D64.1.1.C1.P22 64 C1 P22 69,57 0,04

25/04/2018 3445 M4 31 1 D64.1.2.C1.P1 64 C1 P1 24,8 89,83 0,69

25/04/2018 3445 N4 31 2 D64.1.2.C1.P1 64 C1 P1 26,5 82,87 0,35 89,59 0,73

25/04/2018 3445 O4 32 1 D64.1.2.C1.P3 64 C1 P3 28,38 79,26 0,43 85,08 0,71

25/04/2018 3445 P4 32 2 D64.1.2.C1.P3 64 C1 P3 28,44 81,55 0,3 84,99 0,93

25/04/2018 3445 A5 33 1 D64.1.2.C1.P5 64 C1 P5 30,93 86,23 0,49 89,85 1,19

25/04/2018 3445 B5 33 2 D64.1.2.C1.P5 64 C1 P5 30,35 86,33 0,6 89,91 1,06

25/04/2018 3445 C5 34 1 D64.1.2.C1.P10 64 C1 P10

25/04/2018 3445 D5 34 2 D64.1.2.C1.P10 64 C1 P10

25/04/2018 3445 E5 35 1 D64.1.2.C1.P15 64 C1 P15 39,67 81,16 0,4

25/04/2018 3445 F5 35 2 D64.1.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 G5 36 1 D64.1.2.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 H5 36 2 D64.1.2.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 I5 37 1 D1.2.1.C1.P1 1 C1 P1 26,9 84,34 1,82

25/04/2018 3445 J5 37 2 D1.2.1.C1.P1 1 C1 P1 27,44 84,4 1,96

25/04/2018 3445 K5 38 1 D1.2.1.C1.P3 1 C1 P3 75,21 0,01

25/04/2018 3445 L5 38 2 D1.2.1.C1.P3 1 C1 P3 76,14 0,01

25/04/2018 3445 M5 39 1 D1.2.1.C1.P5 1 C1 P5 31,77 84,72 0,88 89,5 1,47

25/04/2018 3445 N5 39 2 D1.2.1.C1.P5 1 C1 P5 31,62 84,64 1,48 89,41 1,07

25/04/2018 3445 O5 40 1 D1.2.1.C1.P10 1 C1 P10 32,27 78,36 0,47 85 1,02

25/04/2018 3445 P5 40 2 D1.2.1.C1.P10 1 C1 P10 33,56 85,19 2,42

25/04/2018 3445 A6 41 1 D1.2.1.C1.P15 1 C1 P15 33,53 85,15 1,46

25/04/2018 3445 B6 41 2 D1.2.1.C1.P15 1 C1 P15 33,7 84,93 1,23

25/04/2018 3445 C6 42 1 D1.2.1.C1.P22 1 C1 P22 34,4 85,06 1,8

25/04/2018 3445 D6 42 2 D1.2.1.C1.P22 1 C1 P22 34,94 85,24 1,7

25/04/2018 3445 E6 43 1 D1.2.2.C1.P1 1 C1 P1 27,76 84,35 1,7 89,66 0,4

25/04/2018 3445 F6 43 2 D1.2.2.C1.P1 1 C1 P1 27,55 84,27 1,74 89,72 0,41

25/04/2018 3445 G6 44 1 D1.2.2.C1.P3 1 C1 P3 28,36 84,83 2,03 89,7 0,69

25/04/2018 3445 H6 44 2 D1.2.2.C1.P3 1 C1 P3 26,97 84,79 1,76 89,7 0,78

25/04/2018 3445 I6 45 1 D1.2.2.C1.P5 1 C1 P5 30,68 84,26 0,46 89,61 1,68

25/04/2018 3445 J6 45 2 D1.2.2.C1.P5 1 C1 P5 30,41 84,18 0,57 89,54 1,64

25/04/2018 3445 K6 46 1 D1.2.2.C1.P10 1 C1 P10 33,62 84,82 1,58

25/04/2018 3445 L6 46 2 D1.2.2.C1.P10 1 C1 P10 33,43 85,11 1,9

25/04/2018 3445 M6 47 1 D1.2.2.C1.P15 1 C1 P15 32,88 78,43 0,41 84,81 0,84

25/04/2018 3445 N6 47 2 D1.2.2.C1.P15 1 C1 P15 32,74 79,41 0,41 85,04 1

25/04/2018 3445 O6 48 1 D1.2.2.C1.P22 1 C1 P22 36,7 76,61 0,32 85,18 1,05

25/04/2018 3445 P6 48 2 D1.2.2.C1.P22 1 C1 P22 34,16 78,39 1,21 85,18 0,52

25/04/2018 3445 A7 49 1 D10.2.1.C1.P1 10 C1 P1 27,96 84,36 1,15 89,82 0,65

25/04/2018 3445 B7 49 2 D10.2.1.C1.P1 10 C1 P1 27,72 84,29 1,09 89,73 0,75

25/04/2018 3445 C7 50 1 D10.2.1.C1.P3 10 C1 P3 25,9 84,5 0,69 89,83 1,38

25/04/2018 3445 D7 50 2 D10.2.1.C1.P3 10 C1 P3 25,7 84,41 0,53 89,82 1,56

Annexe 2. Matrice de données brutes issues des analyses qPCR de l’expérience 
contact/persistance menée en mésocosme sur l’ADN environnemental de Bulinus 
truncatus. 
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Date N°plaque Code_Plaque N° Tube Réplica_qPCR Nom-de_code Densité Durée_contact Durée_persistance Ct Tm1 Fluorescence Tm2 Fluorescence2

25/04/2018 3445 E7 51 1 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 31,42 77,05 0,35 88,01 0,67

25/04/2018 3445 F7 51 2 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 33,31 84,71 1,64 89,75 0,85

25/04/2018 3445 G7 52 1 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 33,44 89,77 1,46

25/04/2018 3445 H7 52 2 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 32,65 86,56 0,61 89,9 0,84

25/04/2018 3445 I7 53 1 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 36,56 76,37 0,31 85,16 0,9

25/04/2018 3445 J7 53 2 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 35,23 76,42 0,31 84,86 1,31

25/04/2018 3445 K7 54 1 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,81 79,98 0,92

25/04/2018 3445 L7 54 2 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,36 79,21 0,77

25/04/2018 3445 M7 55 1 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,42 84,26 1,52 89,71 0,61

25/04/2018 3445 N7 55 2 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,55 84,17 1,45 89,6 1,06

25/04/2018 3445 O7 56 1 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,28 84,44 0,49 89,68 1,49

25/04/2018 3445 P7 56 2 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,63 84,36 0,46 89,66 1,52

25/04/2018 3445 A8 57 1 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,86 89,82 1,76

25/04/2018 3445 B8 57 2 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,95 89,69 1,9

25/04/2018 3445 C8 58 1 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 32,5 78,05 0,26 84,95 1,02

25/04/2018 3445 D8 58 2 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 31,93 84,8 1,65 89,85 0,87

25/04/2018 3445 E8 59 1 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 35,94 85,21 2,04

25/04/2018 3445 F8 59 2 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 34,46 78,64 1,33

25/04/2018 3445 G8 60 1 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 H8 60 2 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 I8 61 1 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,48 82,95 0,3 89,66 0,85

25/04/2018 3445 J8 61 2 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,55 81,64 0,39 89,63 0,86

25/04/2018 3445 K8 62 1 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,63 86,92 0,69

25/04/2018 3445 L8 62 2 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,42 80,13 0,41

25/04/2018 3445 M8 63 1 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 31,15 85,29 0,39 89,59 1,33

25/04/2018 3445 N8 63 2 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 35,39 84,91 1,43

25/04/2018 3445 O8 64 1 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 36,53 84,96 1,11

25/04/2018 3445 P8 64 2 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 30,87 89,57 1,3

25/04/2018 3445 A9 65 1 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 78,44 0,08

25/04/2018 3445 B9 65 2 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 39,33 79,47 0,78

25/04/2018 3445 C9 66 1 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22 77,33 0,01

25/04/2018 3445 D9 66 2 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 E9 67 1 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 26,19 78,36 0,91 89,39 0,31

25/04/2018 3445 F9 67 2 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 25,88 78,73 0,79 89,4 0,62

25/04/2018 3445 G9 68 1 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,57 85,13 0,27 89,72 1,35

25/04/2018 3445 H9 68 2 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,37 84,21 0,3 89,71 1,06

25/04/2018 3445 I9 69 1 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 32,79 77,82 0,35 84,96 0,8

25/04/2018 3445 J9 69 2 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 33 79,05 0,68 88,27 0,41

25/04/2018 3445 K9 70 1 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 34,34 84,68 1,33

25/04/2018 3445 L9 70 2 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 32,8 77,75 0,34 84,64 1,27

25/04/2018 3445 M9 71 1 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 N9 71 2 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 O9 72 1 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 40,72 77,89 0,39

25/04/2018 3445 P9 72 2 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 80,04 0,03

25/04/2018 3445 A10 73 1 NEG1.C1 NEG C1 NA 41,69 77,48 0,31

25/04/2018 3445 B10 73 2 NEG1.C1 NEG C1 NA 34,51 79,46 1,03

25/04/2018 3445 C10 74 1 NEG2.C1 NEG C1 NA 37,88 77,52 0,86

25/04/2018 3445 D10 74 2 NEG2.C1 NEG C1 NA 37 77,22 1,01

25/04/2018 3445 E10 75 1 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 28,78 89,99 1,78

25/04/2018 3445 F10 75 2 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 27,71 90,03 1,95

25/04/2018 3445 G10 76 1 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,49 90,12 1,41

25/04/2018 3445 H10 76 2 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,27 81,07 0,3 90,01 1,12

25/04/2018 3445 I10 77 1 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,95 80,78 0,38 89,9 0,68

25/04/2018 3445 J10 77 2 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,81 84,91 0,57 90,19 1,47

25/04/2018 3445 K10 78 1 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,98 84,59 0,4 89,89 1,02

25/04/2018 3445 L10 78 2 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,64 85,35 2,09

25/04/2018 3445 M10 79 1 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 37,54 76,9 0,79 85,29 0,75

25/04/2018 3445 N10 79 2 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 34,97 82,91 1,25

25/04/2018 3445 O10 80 1 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 38,97 77,55 0,64

25/04/2018 3445 P10 80 2 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 34,7 80,57 1,03

25/04/2018 3445 A11 81 1 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 30,4 90,23 1,49

25/04/2018 3445 B11 81 2 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 29,7 90,17 1,63

25/04/2018 3445 C11 82 1 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 30,26 90 1,53

25/04/2018 3445 D11 82 2 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 29,6 89,96 1,19

25/04/2018 3445 E11 83 1 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 35,81 84,95 0,27 90,4 1,22

25/04/2018 3445 F11 83 2 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 33,37 78,53 0,41 84,9 0,55

25/04/2018 3445 G11 84 1 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 33,56 78,95 1,19

25/04/2018 3445 H11 84 2 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 34,53 79,52 1,05

25/04/2018 3445 I11 85 1 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 33,7 80,25 0,45 85,82 0,58

25/04/2018 3445 J11 85 2 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 35,46 76,02 0,31 83,57 0,91

25/04/2018 3445 K11 86 1 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,56 77,12 0,61

25/04/2018 3445 L11 86 2 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,67 77,11 0,59

25/04/2018 3445 M11 87 1 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,68 81,22 0,38 89,49 0,74

25/04/2018 3445 N11 87 2 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,62 80,92 0,34 89,5 0,81

25/04/2018 3445 O11 88 1 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 32,37 79,38 1,2 84,93 0,69

25/04/2018 3445 P11 88 2 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 31,82 79,75 1,15 85 0,66

25/04/2018 3445 A12 89 1 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,9 79,58 1,32 86,26 0,42

25/04/2018 3445 B12 89 2 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,99 79,56 1,38 84,08 0,68

25/04/2018 3445 C12 90 1 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 36,91 78,08 0,7

25/04/2018 3445 D12 90 2 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 34,9 79,99 0,82

25/04/2018 3445 E12 91 1 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 F12 91 2 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 G12 92 1 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22

25/04/2018 3445 H12 92 2 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22 76,16 0,02

25/04/2018 3445 I12 93 1 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 33,41 80,11 0,84

25/04/2018 3445 J12 93 2 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 31,9 78,97 0,9 86,1 0,37

25/04/2018 3445 K12 94 1 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,94 79,57 0,67 85,04 0,71

25/04/2018 3445 L12 94 2 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,79 79,1 0,64 85,25 0,7

25/04/2018 3445 M12 95 1 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,79 79,13 1 84,13 0,97

25/04/2018 3445 N12 95 2 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,65 79,29 1,29

25/04/2018 3445 O12 96 1 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10 42,66 78,02 0,16

25/04/2018 3445 P12 96 2 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10

25/04/2018 3445 A13 97 1 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 B13 97 2 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 C13 98 1 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 79,4 0,01

25/04/2018 3445 D13 98 2 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 34,7 79,11 1,03

25/04/2018 3445 E13 99 1 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 9,34 78,66 1,25

25/04/2018 3445 F13 99 2 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 8,7 78,44 1,19 85,87 0,41

25/04/2018 3445 G13 100 1 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3

25/04/2018 3445 H13 100 2 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3 34,7 79,32 1,07

25/04/2018 3445 I13 101 1 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,63 77,93 0,38

25/04/2018 3445 J13 101 2 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,69 77,85 0,47

25/04/2018 3445 K13 102 1 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 L13 102 2 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 M13 103 1 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 N13 103 2 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 O13 104 1 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 P13 104 2 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 A14 105 1 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 30,81 78,92 0,98

25/04/2018 3445 B14 105 2 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 26,7 78,78 1,27

25/04/2018 3445 C14 106 1 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 39,29 79,44 0,86

25/04/2018 3445 D14 106 2 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 37,77 79,45 0,25 85,96 1,07

25/04/2018 3445 E14 107 1 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 78,61 0,08

25/04/2018 3445 F14 107 2 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 37,91 77,74 0,76

25/04/2018 3445 G14 108 1 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 H14 108 2 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10 77,14 0,02

25/04/2018 3445 I14 109 1 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 38,69 79,11 1,06

25/04/2018 3445 J14 109 2 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 37,35 78,05 0,95

25/04/2018 3445 K14 110 1 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 L14 110 2 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 M14 111 1 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 34,44 84,51 0,6 89,88 0,84

25/04/2018 3445 N14 111 2 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 33,6 84,89 0,89

25/04/2018 3445 O14 112 1 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,54 79,5 1,33 86,27 0,68

25/04/2018 3445 P14 112 2 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,36 85,41 1,27

25/04/2018 3445 A15 113 1 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 35,45 79,89 0,94 86,09 0,19

25/04/2018 3445 B15 113 2 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 34,82 85,31 1,69

25/04/2018 3445 C15 114 1 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 36,85 79,58 0,79 87,36 0,7

25/04/2018 3445 D15 114 2 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 34,81 80,13 0,77

25/04/2018 3445 E15 115 1 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 36,38 77,48 0,74 88,06 0,24

25/04/2018 3445 F15 115 2 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 35,78 77,3 0,86 86,81 0,23

25/04/2018 3445 G15 116 1 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 35,49 79,35 1,02

25/04/2018 3445 H15 116 2 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 37,37 77,09 0,93 85,09 0,66

24/04/2018 3441 A14 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 38,7

24/04/2018 3441 B14 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 36,52 83,39 1,97

25/04/2018 3445 I15 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 37,71 76,75 0,42 85,6 1,16

25/04/2018 3445 J15 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 34,84 85,56 0,79

25/04/2018 3445 K15 118 1 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 35 85,44 1,71

25/04/2018 3445 L15 118 2 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 34,69 85,44 1,51

25/04/2018 3445 M15 119 1 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 37,4 77,17 0,53 86,76 0,51

25/04/2018 3445 N15 119 2 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 34,72 85,41 2,02 89,4 0,43

25/04/2018 3445 O15 120 1 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,57 79,59 0,81

25/04/2018 3445 P15 120 2 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,56 79,13 0,49 86,53 0,79
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Date N°plaque Code_Plaque N° Tube Réplica_qPCR Nom-de_code Densité Durée_contact Durée_persistance Ct Tm1 Fluorescence Tm2 Fluorescence2

25/04/2018 3445 E7 51 1 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 31,42 77,05 0,35 88,01 0,67

25/04/2018 3445 F7 51 2 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 33,31 84,71 1,64 89,75 0,85

25/04/2018 3445 G7 52 1 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 33,44 89,77 1,46

25/04/2018 3445 H7 52 2 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 32,65 86,56 0,61 89,9 0,84

25/04/2018 3445 I7 53 1 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 36,56 76,37 0,31 85,16 0,9

25/04/2018 3445 J7 53 2 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 35,23 76,42 0,31 84,86 1,31

25/04/2018 3445 K7 54 1 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,81 79,98 0,92

25/04/2018 3445 L7 54 2 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,36 79,21 0,77

25/04/2018 3445 M7 55 1 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,42 84,26 1,52 89,71 0,61

25/04/2018 3445 N7 55 2 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,55 84,17 1,45 89,6 1,06

25/04/2018 3445 O7 56 1 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,28 84,44 0,49 89,68 1,49

25/04/2018 3445 P7 56 2 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,63 84,36 0,46 89,66 1,52

25/04/2018 3445 A8 57 1 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,86 89,82 1,76

25/04/2018 3445 B8 57 2 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,95 89,69 1,9

25/04/2018 3445 C8 58 1 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 32,5 78,05 0,26 84,95 1,02

25/04/2018 3445 D8 58 2 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 31,93 84,8 1,65 89,85 0,87

25/04/2018 3445 E8 59 1 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 35,94 85,21 2,04

25/04/2018 3445 F8 59 2 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 34,46 78,64 1,33

25/04/2018 3445 G8 60 1 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 H8 60 2 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 I8 61 1 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,48 82,95 0,3 89,66 0,85

25/04/2018 3445 J8 61 2 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,55 81,64 0,39 89,63 0,86

25/04/2018 3445 K8 62 1 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,63 86,92 0,69

25/04/2018 3445 L8 62 2 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,42 80,13 0,41

25/04/2018 3445 M8 63 1 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 31,15 85,29 0,39 89,59 1,33

25/04/2018 3445 N8 63 2 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 35,39 84,91 1,43

25/04/2018 3445 O8 64 1 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 36,53 84,96 1,11

25/04/2018 3445 P8 64 2 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 30,87 89,57 1,3

25/04/2018 3445 A9 65 1 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 78,44 0,08

25/04/2018 3445 B9 65 2 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 39,33 79,47 0,78

25/04/2018 3445 C9 66 1 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22 77,33 0,01

25/04/2018 3445 D9 66 2 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 E9 67 1 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 26,19 78,36 0,91 89,39 0,31

25/04/2018 3445 F9 67 2 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 25,88 78,73 0,79 89,4 0,62

25/04/2018 3445 G9 68 1 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,57 85,13 0,27 89,72 1,35

25/04/2018 3445 H9 68 2 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,37 84,21 0,3 89,71 1,06

25/04/2018 3445 I9 69 1 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 32,79 77,82 0,35 84,96 0,8

25/04/2018 3445 J9 69 2 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 33 79,05 0,68 88,27 0,41

25/04/2018 3445 K9 70 1 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 34,34 84,68 1,33

25/04/2018 3445 L9 70 2 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 32,8 77,75 0,34 84,64 1,27

25/04/2018 3445 M9 71 1 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 N9 71 2 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 O9 72 1 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 40,72 77,89 0,39

25/04/2018 3445 P9 72 2 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 80,04 0,03

25/04/2018 3445 A10 73 1 NEG1.C1 NEG C1 NA 41,69 77,48 0,31

25/04/2018 3445 B10 73 2 NEG1.C1 NEG C1 NA 34,51 79,46 1,03

25/04/2018 3445 C10 74 1 NEG2.C1 NEG C1 NA 37,88 77,52 0,86

25/04/2018 3445 D10 74 2 NEG2.C1 NEG C1 NA 37 77,22 1,01

25/04/2018 3445 E10 75 1 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 28,78 89,99 1,78

25/04/2018 3445 F10 75 2 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 27,71 90,03 1,95

25/04/2018 3445 G10 76 1 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,49 90,12 1,41

25/04/2018 3445 H10 76 2 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,27 81,07 0,3 90,01 1,12

25/04/2018 3445 I10 77 1 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,95 80,78 0,38 89,9 0,68

25/04/2018 3445 J10 77 2 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,81 84,91 0,57 90,19 1,47

25/04/2018 3445 K10 78 1 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,98 84,59 0,4 89,89 1,02

25/04/2018 3445 L10 78 2 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,64 85,35 2,09

25/04/2018 3445 M10 79 1 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 37,54 76,9 0,79 85,29 0,75

25/04/2018 3445 N10 79 2 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 34,97 82,91 1,25

25/04/2018 3445 O10 80 1 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 38,97 77,55 0,64

25/04/2018 3445 P10 80 2 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 34,7 80,57 1,03

25/04/2018 3445 A11 81 1 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 30,4 90,23 1,49

25/04/2018 3445 B11 81 2 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 29,7 90,17 1,63

25/04/2018 3445 C11 82 1 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 30,26 90 1,53

25/04/2018 3445 D11 82 2 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 29,6 89,96 1,19

25/04/2018 3445 E11 83 1 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 35,81 84,95 0,27 90,4 1,22

25/04/2018 3445 F11 83 2 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 33,37 78,53 0,41 84,9 0,55

25/04/2018 3445 G11 84 1 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 33,56 78,95 1,19

25/04/2018 3445 H11 84 2 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 34,53 79,52 1,05

25/04/2018 3445 I11 85 1 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 33,7 80,25 0,45 85,82 0,58

25/04/2018 3445 J11 85 2 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 35,46 76,02 0,31 83,57 0,91

25/04/2018 3445 K11 86 1 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,56 77,12 0,61

25/04/2018 3445 L11 86 2 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,67 77,11 0,59

25/04/2018 3445 M11 87 1 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,68 81,22 0,38 89,49 0,74

25/04/2018 3445 N11 87 2 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,62 80,92 0,34 89,5 0,81

25/04/2018 3445 O11 88 1 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 32,37 79,38 1,2 84,93 0,69

25/04/2018 3445 P11 88 2 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 31,82 79,75 1,15 85 0,66

25/04/2018 3445 A12 89 1 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,9 79,58 1,32 86,26 0,42

25/04/2018 3445 B12 89 2 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,99 79,56 1,38 84,08 0,68

25/04/2018 3445 C12 90 1 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 36,91 78,08 0,7

25/04/2018 3445 D12 90 2 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 34,9 79,99 0,82

25/04/2018 3445 E12 91 1 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 F12 91 2 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 G12 92 1 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22

25/04/2018 3445 H12 92 2 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22 76,16 0,02

25/04/2018 3445 I12 93 1 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 33,41 80,11 0,84

25/04/2018 3445 J12 93 2 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 31,9 78,97 0,9 86,1 0,37

25/04/2018 3445 K12 94 1 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,94 79,57 0,67 85,04 0,71

25/04/2018 3445 L12 94 2 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,79 79,1 0,64 85,25 0,7

25/04/2018 3445 M12 95 1 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,79 79,13 1 84,13 0,97

25/04/2018 3445 N12 95 2 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,65 79,29 1,29

25/04/2018 3445 O12 96 1 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10 42,66 78,02 0,16

25/04/2018 3445 P12 96 2 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10

25/04/2018 3445 A13 97 1 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 B13 97 2 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 C13 98 1 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 79,4 0,01

25/04/2018 3445 D13 98 2 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 34,7 79,11 1,03

25/04/2018 3445 E13 99 1 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 9,34 78,66 1,25

25/04/2018 3445 F13 99 2 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 8,7 78,44 1,19 85,87 0,41

25/04/2018 3445 G13 100 1 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3

25/04/2018 3445 H13 100 2 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3 34,7 79,32 1,07

25/04/2018 3445 I13 101 1 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,63 77,93 0,38

25/04/2018 3445 J13 101 2 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,69 77,85 0,47

25/04/2018 3445 K13 102 1 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 L13 102 2 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 M13 103 1 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 N13 103 2 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 O13 104 1 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 P13 104 2 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 A14 105 1 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 30,81 78,92 0,98

25/04/2018 3445 B14 105 2 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 26,7 78,78 1,27

25/04/2018 3445 C14 106 1 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 39,29 79,44 0,86

25/04/2018 3445 D14 106 2 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 37,77 79,45 0,25 85,96 1,07

25/04/2018 3445 E14 107 1 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 78,61 0,08

25/04/2018 3445 F14 107 2 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 37,91 77,74 0,76

25/04/2018 3445 G14 108 1 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 H14 108 2 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10 77,14 0,02

25/04/2018 3445 I14 109 1 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 38,69 79,11 1,06

25/04/2018 3445 J14 109 2 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 37,35 78,05 0,95

25/04/2018 3445 K14 110 1 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 L14 110 2 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 M14 111 1 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 34,44 84,51 0,6 89,88 0,84

25/04/2018 3445 N14 111 2 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 33,6 84,89 0,89

25/04/2018 3445 O14 112 1 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,54 79,5 1,33 86,27 0,68

25/04/2018 3445 P14 112 2 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,36 85,41 1,27

25/04/2018 3445 A15 113 1 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 35,45 79,89 0,94 86,09 0,19

25/04/2018 3445 B15 113 2 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 34,82 85,31 1,69

25/04/2018 3445 C15 114 1 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 36,85 79,58 0,79 87,36 0,7

25/04/2018 3445 D15 114 2 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 34,81 80,13 0,77

25/04/2018 3445 E15 115 1 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 36,38 77,48 0,74 88,06 0,24

25/04/2018 3445 F15 115 2 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 35,78 77,3 0,86 86,81 0,23

25/04/2018 3445 G15 116 1 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 35,49 79,35 1,02

25/04/2018 3445 H15 116 2 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 37,37 77,09 0,93 85,09 0,66

24/04/2018 3441 A14 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 38,7

24/04/2018 3441 B14 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 36,52 83,39 1,97

25/04/2018 3445 I15 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 37,71 76,75 0,42 85,6 1,16

25/04/2018 3445 J15 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 34,84 85,56 0,79

25/04/2018 3445 K15 118 1 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 35 85,44 1,71

25/04/2018 3445 L15 118 2 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 34,69 85,44 1,51

25/04/2018 3445 M15 119 1 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 37,4 77,17 0,53 86,76 0,51

25/04/2018 3445 N15 119 2 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 34,72 85,41 2,02 89,4 0,43

25/04/2018 3445 O15 120 1 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,57 79,59 0,81

25/04/2018 3445 P15 120 2 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,56 79,13 0,49 86,53 0,79

Date N°plaque Code_Plaque N° Tube Réplica_qPCR Nom-de_code Densité Durée_contact Durée_persistance Ct Tm1 Fluorescence Tm2 Fluorescence2

25/04/2018 3445 E7 51 1 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 31,42 77,05 0,35 88,01 0,67

25/04/2018 3445 F7 51 2 D10.2.1.C1.P5 10 C1 P5 33,31 84,71 1,64 89,75 0,85

25/04/2018 3445 G7 52 1 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 33,44 89,77 1,46

25/04/2018 3445 H7 52 2 D10.2.1.C1.P10 10 C1 P10 32,65 86,56 0,61 89,9 0,84

25/04/2018 3445 I7 53 1 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 36,56 76,37 0,31 85,16 0,9

25/04/2018 3445 J7 53 2 D10.2.1.C1.P15 10 C1 P15 35,23 76,42 0,31 84,86 1,31

25/04/2018 3445 K7 54 1 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,81 79,98 0,92

25/04/2018 3445 L7 54 2 D10.2.1.C1.P22 10 C1 P22 36,36 79,21 0,77

25/04/2018 3445 M7 55 1 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,42 84,26 1,52 89,71 0,61

25/04/2018 3445 N7 55 2 D10.2.2.C1.P1 10 C1 P1 27,55 84,17 1,45 89,6 1,06

25/04/2018 3445 O7 56 1 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,28 84,44 0,49 89,68 1,49

25/04/2018 3445 P7 56 2 D10.2.2.C1.P3 10 C1 P3 26,63 84,36 0,46 89,66 1,52

25/04/2018 3445 A8 57 1 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,86 89,82 1,76

25/04/2018 3445 B8 57 2 D10.2.2.C1.P5 10 C1 P5 27,95 89,69 1,9

25/04/2018 3445 C8 58 1 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 32,5 78,05 0,26 84,95 1,02

25/04/2018 3445 D8 58 2 D10.2.2.C1.P10 10 C1 P10 31,93 84,8 1,65 89,85 0,87

25/04/2018 3445 E8 59 1 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 35,94 85,21 2,04

25/04/2018 3445 F8 59 2 D10.2.2.C1.P15 10 C1 P15 34,46 78,64 1,33

25/04/2018 3445 G8 60 1 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 H8 60 2 D10.2.2.C1.P22 10 C1 P22

25/04/2018 3445 I8 61 1 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,48 82,95 0,3 89,66 0,85

25/04/2018 3445 J8 61 2 D64.2.1.C1.P1 64 C1 P1 25,55 81,64 0,39 89,63 0,86

25/04/2018 3445 K8 62 1 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,63 86,92 0,69

25/04/2018 3445 L8 62 2 D64.2.1.C1.P3 64 C1 P3 26,42 80,13 0,41

25/04/2018 3445 M8 63 1 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 31,15 85,29 0,39 89,59 1,33

25/04/2018 3445 N8 63 2 D64.2.1.C1.P5 64 C1 P5 35,39 84,91 1,43

25/04/2018 3445 O8 64 1 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 36,53 84,96 1,11

25/04/2018 3445 P8 64 2 D64.2.1.C1.P10 64 C1 P10 30,87 89,57 1,3

25/04/2018 3445 A9 65 1 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 78,44 0,08

25/04/2018 3445 B9 65 2 D64.2.1.C1.P15 64 C1 P15 39,33 79,47 0,78

25/04/2018 3445 C9 66 1 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22 77,33 0,01

25/04/2018 3445 D9 66 2 D64.2.1.C1.P22 64 C1 P22

25/04/2018 3445 E9 67 1 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 26,19 78,36 0,91 89,39 0,31

25/04/2018 3445 F9 67 2 D64.2.2.C1.P1 64 C1 P1 25,88 78,73 0,79 89,4 0,62

25/04/2018 3445 G9 68 1 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,57 85,13 0,27 89,72 1,35

25/04/2018 3445 H9 68 2 D64.2.2.C1.P3 64 C1 P3 29,37 84,21 0,3 89,71 1,06

25/04/2018 3445 I9 69 1 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 32,79 77,82 0,35 84,96 0,8

25/04/2018 3445 J9 69 2 D64.2.2.C1.P5 64 C1 P5 33 79,05 0,68 88,27 0,41

25/04/2018 3445 K9 70 1 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 34,34 84,68 1,33

25/04/2018 3445 L9 70 2 D64.2.2.C1.P10 64 C1 P10 32,8 77,75 0,34 84,64 1,27

25/04/2018 3445 M9 71 1 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 N9 71 2 D64.2.2.C1.P15 64 C1 P15

25/04/2018 3445 O9 72 1 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 40,72 77,89 0,39

25/04/2018 3445 P9 72 2 D64.2.2.C1.P22 64 C1 P22 80,04 0,03

25/04/2018 3445 A10 73 1 NEG1.C1 NEG C1 NA 41,69 77,48 0,31

25/04/2018 3445 B10 73 2 NEG1.C1 NEG C1 NA 34,51 79,46 1,03

25/04/2018 3445 C10 74 1 NEG2.C1 NEG C1 NA 37,88 77,52 0,86

25/04/2018 3445 D10 74 2 NEG2.C1 NEG C1 NA 37 77,22 1,01

25/04/2018 3445 E10 75 1 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 28,78 89,99 1,78

25/04/2018 3445 F10 75 2 D1.1.1.C6.P1 1 C6 P1 27,71 90,03 1,95

25/04/2018 3445 G10 76 1 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,49 90,12 1,41

25/04/2018 3445 H10 76 2 D1.1.1.C6.P3 1 C6 P3 31,27 81,07 0,3 90,01 1,12

25/04/2018 3445 I10 77 1 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,95 80,78 0,38 89,9 0,68

25/04/2018 3445 J10 77 2 D1.1.1.C6.P5 1 C6 P5 33,81 84,91 0,57 90,19 1,47

25/04/2018 3445 K10 78 1 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,98 84,59 0,4 89,89 1,02

25/04/2018 3445 L10 78 2 D1.1.1.C6.P10 1 C6 P10 33,64 85,35 2,09

25/04/2018 3445 M10 79 1 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 37,54 76,9 0,79 85,29 0,75

25/04/2018 3445 N10 79 2 D1.1.1.C6.P15 1 C6 P15 34,97 82,91 1,25

25/04/2018 3445 O10 80 1 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 38,97 77,55 0,64

25/04/2018 3445 P10 80 2 D1.1.1.C6.P22 1 C6 P22 34,7 80,57 1,03

25/04/2018 3445 A11 81 1 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 30,4 90,23 1,49

25/04/2018 3445 B11 81 2 D1.1.2.C6.P1 1 C6 P1 29,7 90,17 1,63

25/04/2018 3445 C11 82 1 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 30,26 90 1,53

25/04/2018 3445 D11 82 2 D1.1.2.C6.P3 1 C6 P3 29,6 89,96 1,19

25/04/2018 3445 E11 83 1 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 35,81 84,95 0,27 90,4 1,22

25/04/2018 3445 F11 83 2 D1.1.2.C6.P5 1 C6 P5 33,37 78,53 0,41 84,9 0,55

25/04/2018 3445 G11 84 1 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 33,56 78,95 1,19

25/04/2018 3445 H11 84 2 D1.1.2.C6.P10 1 C6 P10 34,53 79,52 1,05

25/04/2018 3445 I11 85 1 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 33,7 80,25 0,45 85,82 0,58

25/04/2018 3445 J11 85 2 D1.1.2.C6.P15 1 C6 P15 35,46 76,02 0,31 83,57 0,91

25/04/2018 3445 K11 86 1 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,56 77,12 0,61

25/04/2018 3445 L11 86 2 D1.1.2.C6.P22 1 C6 P22 37,67 77,11 0,59

25/04/2018 3445 M11 87 1 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,68 81,22 0,38 89,49 0,74

25/04/2018 3445 N11 87 2 D10.1.1.C6.P1 10 C6 P1 31,62 80,92 0,34 89,5 0,81

25/04/2018 3445 O11 88 1 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 32,37 79,38 1,2 84,93 0,69

25/04/2018 3445 P11 88 2 D10.1.1.C6.P3 10 C6 P3 31,82 79,75 1,15 85 0,66

25/04/2018 3445 A12 89 1 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,9 79,58 1,32 86,26 0,42

25/04/2018 3445 B12 89 2 D10.1.1.C6.P5 10 C6 P5 32,99 79,56 1,38 84,08 0,68

25/04/2018 3445 C12 90 1 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 36,91 78,08 0,7

25/04/2018 3445 D12 90 2 D10.1.1.C6.P10 10 C6 P10 34,9 79,99 0,82

25/04/2018 3445 E12 91 1 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 F12 91 2 D10.1.1.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 G12 92 1 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22

25/04/2018 3445 H12 92 2 D10.1.1.C6.P22 10 C6 P22 76,16 0,02

25/04/2018 3445 I12 93 1 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 33,41 80,11 0,84

25/04/2018 3445 J12 93 2 D10.1.2.C6.P1 10 C6 P1 31,9 78,97 0,9 86,1 0,37

25/04/2018 3445 K12 94 1 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,94 79,57 0,67 85,04 0,71

25/04/2018 3445 L12 94 2 D10.1.2.C6.P3 10 C6 P3 32,79 79,1 0,64 85,25 0,7

25/04/2018 3445 M12 95 1 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,79 79,13 1 84,13 0,97

25/04/2018 3445 N12 95 2 D10.1.2.C6.P5 10 C6 P5 32,65 79,29 1,29

25/04/2018 3445 O12 96 1 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10 42,66 78,02 0,16

25/04/2018 3445 P12 96 2 D10.1.2.C6.P10 10 C6 P10

25/04/2018 3445 A13 97 1 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 B13 97 2 D10.1.2.C6.P15 10 C6 P15

25/04/2018 3445 C13 98 1 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 79,4 0,01

25/04/2018 3445 D13 98 2 D10.1.2.C6.P22 10 C6 P22 34,7 79,11 1,03

25/04/2018 3445 E13 99 1 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 9,34 78,66 1,25

25/04/2018 3445 F13 99 2 D64.1.1.C6.P1 64 C6 P1 8,7 78,44 1,19 85,87 0,41

25/04/2018 3445 G13 100 1 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3

25/04/2018 3445 H13 100 2 D64.1.1.C6.P3 64 C6 P3 34,7 79,32 1,07

25/04/2018 3445 I13 101 1 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,63 77,93 0,38

25/04/2018 3445 J13 101 2 D64.1.1.C6.P5 64 C6 P5 40,69 77,85 0,47

25/04/2018 3445 K13 102 1 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 L13 102 2 D64.1.1.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 M13 103 1 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 N13 103 2 D64.1.1.C6.P15 64 C6 P15

25/04/2018 3445 O13 104 1 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 P13 104 2 D64.1.1.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 A14 105 1 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 30,81 78,92 0,98

25/04/2018 3445 B14 105 2 D64.1.2.C6.P1 64 C6 P1 26,7 78,78 1,27

25/04/2018 3445 C14 106 1 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 39,29 79,44 0,86

25/04/2018 3445 D14 106 2 D64.1.2.C6.P3 64 C6 P3 37,77 79,45 0,25 85,96 1,07

25/04/2018 3445 E14 107 1 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 78,61 0,08

25/04/2018 3445 F14 107 2 D64.1.2.C6.P5 64 C6 P5 37,91 77,74 0,76

25/04/2018 3445 G14 108 1 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10

25/04/2018 3445 H14 108 2 D64.1.2.C6.P10 64 C6 P10 77,14 0,02

25/04/2018 3445 I14 109 1 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 38,69 79,11 1,06

25/04/2018 3445 J14 109 2 D64.1.2.C6.P15 64 C6 P15 37,35 78,05 0,95

25/04/2018 3445 K14 110 1 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 L14 110 2 D64.1.2.C6.P22 64 C6 P22

25/04/2018 3445 M14 111 1 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 34,44 84,51 0,6 89,88 0,84

25/04/2018 3445 N14 111 2 D1.2.1.C6.P1 1 C6 P1 33,6 84,89 0,89

25/04/2018 3445 O14 112 1 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,54 79,5 1,33 86,27 0,68

25/04/2018 3445 P14 112 2 D1.2.1.C6.P3 1 C6 P3 34,36 85,41 1,27

25/04/2018 3445 A15 113 1 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 35,45 79,89 0,94 86,09 0,19

25/04/2018 3445 B15 113 2 D1.2.1.C6.P5 1 C6 P5 34,82 85,31 1,69

25/04/2018 3445 C15 114 1 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 36,85 79,58 0,79 87,36 0,7

25/04/2018 3445 D15 114 2 D1.2.1.C6.P10 1 C6 P10 34,81 80,13 0,77

25/04/2018 3445 E15 115 1 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 36,38 77,48 0,74 88,06 0,24

25/04/2018 3445 F15 115 2 D1.2.1.C6.P15 1 C6 P15 35,78 77,3 0,86 86,81 0,23

25/04/2018 3445 G15 116 1 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 35,49 79,35 1,02

25/04/2018 3445 H15 116 2 D1.2.1.C6.P22 1 C6 P22 37,37 77,09 0,93 85,09 0,66

24/04/2018 3441 A14 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 38,7

24/04/2018 3441 B14 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 36,52 83,39 1,97

25/04/2018 3445 I15 117 1 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 37,71 76,75 0,42 85,6 1,16

25/04/2018 3445 J15 117 2 D1.2.2.C6.P1 1 C6 P1 34,84 85,56 0,79

25/04/2018 3445 K15 118 1 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 35 85,44 1,71

25/04/2018 3445 L15 118 2 D1.2.2.C6.P3 1 C6 P3 34,69 85,44 1,51

25/04/2018 3445 M15 119 1 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 37,4 77,17 0,53 86,76 0,51

25/04/2018 3445 N15 119 2 D1.2.2.C6.P5 1 C6 P5 34,72 85,41 2,02 89,4 0,43

25/04/2018 3445 O15 120 1 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,57 79,59 0,81

25/04/2018 3445 P15 120 2 D1.2.2.C6.P10 1 C6 P10 36,56 79,13 0,49 86,53 0,79



 

 



 

 

 

RÉSUMÉ : Les changements globaux, qu’ils soient d’origine climatique ou anthropique ont diverses conséquences en 

santé humaine et animale, mais aussi sur les écosystèmes mondiaux. L’une des plus importantes est la modification des aires 

de répartitions géographiques des espèces et de celle des pathogènes qui leurs sont associés. C’est dans ce contexte que 

nous assistons ces dernières années à une recrudescence des cas d’émergences et de réémergences de maladies infectieuses 

dans le monde. Alors que les efforts de recherche menés dans ce domaine se focalisent principalement sur les maladies 

virales, les maladies transmises par les mollusques d’eau douce, qui affectent plus d’un milliard d’individus dans le monde, 

sont également sujettes à ces évènements d’émergences devenus fréquents. Cependant, l’étude de la dynamique des 

parasites associés à ces maladies se focalisent essentiellement sur le diagnostic et le traitement des hôtes définitifs, en 

particulier l’Homme. Toutefois, une telle approche ne permet pas de prévenir de la transmission de ces parasites à l’Homme 

et encore moins de prévenir d’un évènement d’émergence, et les outils actuels utilisés pour le suivi de ces parasites dans 

l’environnement sont difficilement applicables à large échelle. Ce travail de thèse se propose donc d’apporter une vision plus 

environnementale de la dynamique de ces maladies. Avec l’exemple de l’émergence de bilharziose urogénitale en Corse, 

nous avons analysé cette émergence en intégrant l’étude des traits d’histoire de vie du parasite tropical en cause, notamment 

sa thermo tolérance, ainsi que le rôle des hôtes intermédiaires mollusques et des hôtes définitifs sauvages et domestiques 

dans le maintien local du cycle parasitaire. Dans un second temps nous avons développé des outils de diagnostic par ADN 

environnemental pour la détection de mollusques hôtes dans l’environnement afin d’identifier les zones à risque 

d’émergence, ainsi que des outils de détection intramolluscal de schistosomes pour identifier les sites de transmission actif, 

et donc permettre un suivi environnemental des acteurs de ces maladies. Pour compléter ces approches, nous avons 

développé un outil plus généraliste de metabarcoding environnemental pour caractériser les communautés de mollusques 

d’eau douce, et initié le développement d’un outil similaire pour la caractérisation des communautés de trématodes , ceci 

afin d’étudier les interactions entre ces organismes. Enfin nous discutons de l’intégrations de tous ces éléments dans de 

nouvelles stratégies de contrôle à l’encontre de maladies transmises par les mollusques d’eau douce. 

 

Mots clés : ADN environnemental, anthropocène, changements globaux, maladies transmises par les mollusques, 

metabarcoding environnemental, suivi environnemental, trématodes. 

 

 

ABSTRACT: Global changes, whether climatic or anthropogenic, have various consequences in human and animal health, 

as well as for worldwide ecosystems. One of the most important is the modification of geographical ranges of species and 

those of their associated pathogens. It is in this context that in recent years we have witnessed a resurgence in the emergence 

and re-emergence of infectious diseases around the world. While research efforts in this field are mainly focused on viral 

diseases, freshwater snail-borne diseases, that affect more than 1 billion peoples around the world, are also subject to these 

outbreaks, which have become frequent. However, the study of the dynamics of parasites associated with these diseases 

focuses primarily on the diagnosis and treatment of the definitive hosts, particularly humans. Such an approach does not 

prevent the transmission of these parasites to humans and even less prevent an emergence event, and the existing tools used 

to monitor these parasites in the environment are difficult to apply at large scale. This thesis work, therefore aims to provide 

a more environmental vision of the dynamics of these diseases. With the example of the emergence of urogenital bilharziasis 

in Corsica, we analysed this emergence by integrating the study of the life history traits of the tropical parasite in question, 

particularly its thermo tolerance, as well as the role of mollusc intermediate hosts and wild and domestic definitive hosts in 

the local maintenance of the parasite lifecycle. In a second step, we have developed environmental DNA diagnostic tools for 

the detection of molluscs hosts in the environment in order to identify areas at risk of emergence, as well as tools for 

intramolluscal detection of schistosomes to identify active sites of transmission, and thus allow the environmental monitoring 

of the actors of these diseases. To complete these approaches, we have developed a more generalised environmental 

metabarcoding tool to characterise freshwater mollusc communities and initiated the development of a similar tool for the 

characterisation of trematode communities, in order to study the interactions between these organisms. Lastly, we discuss 

the integration of all these elements into new control strategies against snail-borne diseases. 

 

Key words: Anthropocene, environmental DNA, environmental metabarcoding, environmental monitoring, global changes, 

snail-borne diseases, trematodes.



 

 

 


