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AVANT-PROPOS 

Pour la partie bibliographique de ce manuscrit, j’ai souhaité tout d’abord faire une 

brève présentation de la Guyane, lieu de l’étude puis du paludisme puisque c’est cette 

maladie qui nous a amené à étudier son vecteur, l’anophèle et plus particulièrement 

Anopheles darlingi. Dans une seconde partie, la morphologie et la biologie d’An. 

darlingi seront également présentées. Enfin, j’ai choisi de développer quelques notions 

de génétiques des populations, c’est-à-dire seulement les notions indispensables à la 

compréhension des études effectuées dans le cadre de ce travail.  

La partie expérimentale présentera ensuite les matériels et méthodes, les résultats 

et les conclusions des études menées. Deux axes ont été développés et vont donner 

lieu chacun à une publication.  

Un premier axe repose sur une étude méthodologique permettant de déterminer si 

la méthode de capture (capture sur homme ou MosquitoMagnet® utilisant l’octénol ou 

le LurexTM comme attractant) ou l'heure de capture influence la structure des 

populations d’An. darlingi. Cela a permis de préciser si la capture pouvait entrainer un 

biais d’échantillonnage. En effet, si on capture des populations différentes d’An. 

darlingi lors de l’utilisation de pièges différents ou lorsqu’on capture à des horaires 

différents, il devient impossible de faire des études de structure génétique excepté 

avec des moustiques capturés avec le même type de piégeage et à la même heure. 

De même, il devient impossible de comparer plusieurs études entre elles si elles n’ont 

pas utilisé le même mode de capture ou le même créneau horaire.  

Un second axe est dédié à l’étude, chez An. darlingi, de la diversité génétique des 

populations à l’échelle de la Guyane. L’échantillonnage a été effectué sur 14 sites en 

Guyane et un site au Suriname répartis selon deux différents faciès écologiques : le 

littoral et la forêt. Le génotypage a été obtenu pour un total de 1881 individus à l’aide 

de 8 marqueurs microsatellites. Cette étude permet d’évaluer la structure des 

populations d’anophèles en Guyane. L’intérêt est de mieux connaitre les populations 

de vecteurs du paludisme sur le territoire et donc de mieux les contrôler dans le cadre 

de la lutte antivectorielle.  

Une étude de génétique des populations sur An. darlingi se justifie parce que c’est 

un vecteur important du paludisme en Amérique du Sud et particulièrement en 

Guyane. Nous avons besoin de mieux connaitre le vecteur afin d’espérer agir sur la 

transmission des plasmodies. 
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PARTIE BIBLIOGRAPHIQUE 

1. Le paludisme en Guyane 

1.1. La Guyane, un département français sur le continent Sud-

Américain 

La Guyane est un Département français d’Outre-Mer de 83846 km2 localisé au 

Nord-Est de l’Amérique du Sud (sur la côte Atlantique). Quatre-vingt-dix-huit pourcent 

(98%) du territoire est recouvert de forêt équatoriale (FAO 2010). Elle fait partie du 

plateau des Guyanes, avec à l’Ouest, le Suriname (ex-Guyane néerlandaise) et le 

Guyana (ex-Guyane britannique), et à l’Est, l’État de l’Amapá au Brésil. Elle est 

séparée du Suriname par le fleuve Maroni, et du Brésil par le fleuve Oyapock, ainsi 

que par les monts Tumuc-Humac au Sud. La Guyane possède un climat équatorial 

humide. La température moyenne est de 25,5°C. Les températures varient peu au 

cours de l'année. Les précipitations sont abondantes. On distingue quatre saisons : la 

grande saison des pluies d'avril à juin, la grande saison sèche de juillet à mi-novembre, 

la petite saison des pluies de fin novembre à fin février et la petite saison sèche en 

mars (Meteo France Site Web). Au dernier recensement de 2015, la population 

comportait 259 865 habitants (Insee 2015) dont 90% vivent sur le littoral. La population 

est multiethnique : Amérindiens, Créoles (Guyanais et Antillais), Métropolitains, Noirs 

Marrons, Hmongs (originaires du Laos, arrivés à la fin des années 1970), Chinois et 

populations issues de migrations de pays d’Amérique et des Caraïbes : Haïti, Brésil, 

Antilles non francophones. L’activité économique est fortement dépendante de la 

France métropolitaine. Elle est basée sur le secteur tertiaire principalement (les 

administrations sont les plus grands pourvoyeurs d’emploi en Guyane) (Insee 2020). 

Le secteur secondaire est aussi important : le Centre Spatial Guyanais représente 

15% du Produit Intérieur Brut (PIB) de la Guyane (Charrier et al. 2017) et le secteur 

du Bâtiment et Travaux Publics (BTP) profite de la croissance économique du 

département. Enfin, l’extraction aurifère légale et illégale participe à l’économie locale. 

L’orpaillage illégal s’accompagne d’insécurité et immigration clandestine. L’Opération 

Harpie est une opération interministérielle française réalisée en Guyane depuis le mois 

de février 2008, menée conjointement par les forces de gendarmerie et les Forces 

Armées en Guyane pour lutter contre l'orpaillage illégal en Guyane. Près d’un millier 

de militaires participent à cette mission. Le soutien sanitaire est assuré par le Service 

de Santé des Armées (SSA). Une partie des anophèles utilisés dans le cadre de ce 

travail a été collectée sur les sites d’orpaillage par le SSA. 

La Guyane possède un réseau de transport particulier à cause de l'enclavement 

des communes éloignées de Cayenne, chef-lieu du département et de la région de 

Guyane. Le réseau routier relie les villes du littoral entre Saint-Laurent-du-Maroni à la 

frontière Ouest avec le Suriname et Saint-Georges, à la frontière Est avec le Brésil. 

Les autres communes sont accessibles par bateau, avion ou hélicoptère (DEAL 

Guyane 2013) (Figure 1). 
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Figure 1 : Etat actuel des infrastructures de transport en Guyane 
Site internet de la DEAL (Direction de l’Environnement, de l’Aménagement et du Logement) Guyane 

http://www.guyane.developpement-durable.gouv.fr/le-reseau-routier-national-de-la-guyane. 

Par sa localisation géographique particulière en zone équatoriale et la difficulté 

d’accès aux soins par une grande partie de la population (Duplan et al. 2014), la 

Guyane présente un vaste éventail de pathologies infectieuses. De nombreuses 

pathologies tropicales sont présentes sur un mode endémique et/ou épidémique : 

leishmaniose, maladie de Chagas, histoplasmose, dengue, chikungunya, Zika mais 

aussi paludisme (Epelboin et al. 2015). 

  

1.2. Le paludisme, un problème de santé publique en Guyane 

Le paludisme est un problème de santé publique majeur dont l’agent responsable 

est un protozoaire du genre Plasmodium. Les statistiques de l’Organisation Mondiale 

de la Santé (OMS) estiment qu’environ 228 millions de personnes ont été affectées 

par le paludisme en 2018 dans le monde et environ 405 000 en sont décédées (WHO 

2019). La Guyane est un département français où le paludisme reste endémique 

(Mosnier et al. 2020). Il existe actuellement 6 espèces de Plasmodium pathogènes 

pour l’Homme : P. ovale et P. knowlesi qui ne sont pas présents sur le territoire 

guyanais (Petit-Sinturel et al. 2016), P. simium, de découverte récente, après un cas 
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confirmé au Brésil (zoonose transmise à l’homme après piqûre accidentelle) (Brasil et 

al. 2017), P. malariae qui a toujours été présent en minorité en Guyane. P. malariae 

représentait 1,5% des résultats positifs en 1954 (recherche d’hématozoaires) (Floch 

1954) et a été identifié sur un cas autochtone pour la dernière fois en 2011 (Petit-

Sinturel et al. 2016). Nous ne nous intéresserons ici qu’aux 2 espèces présentes 

principalement en Guyane : P. falciparum et P. vivax. Entre 1942 et 1949, l’indice 

plasmodique, défini comme le pourcentage de porteurs de Plasmodium dans la 

population examinée, était important : environ 26,1%. Quatre-vingt pourcent (80%) des 

recherches d’hématozoaires étaient positives à P. falciparum et 20% à P. vivax et le 

niveau de mortalité se maintenait au-dessus de 600 décès/an (Floch 1954; Juminer et 

al. 1981). En 1952, suite aux premières pulvérisations de 

DichloroDiphénylTrichloroéthane (DDT) de 1949, l’indice plasmodique était tombé à 

0,8% (Floch 1954; Juminer et al. 1981). Dans les années 70 (de 1970 à 1979), l’indice 

plasmodique était de 2,7% avec une prévalence de 84% de P. falciparum (Juminer et 

al. 1981). Les années 80 ont vu les cas de paludisme augmenter pour diverses raisons, 

par exemple, refus des aspersions intradomiciliaires d’insecticides par la moitié des 

habitants et efficacité limitée des traitements larvicides (Mouchet et al. 1989), pour 

atteindre une incidence de 37,6 cas/1000 en 1987 avec une prévalence de 100% de 

P. falciparum sur le Maroni et de 70% sur l’Oyapock (où 30% des affections étaient 

dues à P. vivax) (Lepelletier et al. 1989). Cette augmentation du nombre de cas 

répertoriés de paludisme plaça la Guyane dans les années 90 dans le trio de tête avec 

le Guyana et le Suriname des pays impaludés d'Amérique avec des taux d'incidence 

annuelle supérieurs à 100 cas/1000 (Pan American Health Organization 1996). Le 

nombre moyen d’accès palustres notifiés a été pour la période 2000 - 2007 de 3 810 

cas/an avec une répartition équilibrée entre P. vivax et P. falciparum (Carme et al. 

2009). Ensuite, le nombre de cas de paludisme à P. vivax a dépassé celui dû à P. 

falciparum pour devenir en 2012, responsable de 70% des cas de paludisme en 

Guyane (Musset et al. 2014). Aujourd’hui, la plupart des cas surviennent chez les 

clandestins immigrés travaillant sur les sites d’orpaillage illégal ou chez les militaires 

intervenant sur ces sites dans le cadre de la lutte contre l’orpaillage (Opération Harpie) 

(Pommier de Santi et al. 2016a; Pommier de Santi et al. 2016b). 

En 2018, la situation s’est nettement améliorée : 546 cas de paludisme ont été 

recensés dont 10% dus à P. falciparum (Rousseau 2019). La situation au sein du 

département est hétérogène, avec des lieux présumés de contamination identifiés en 

2018 localisés sur les communes de Kourou, Maripasoula, St Georges, Régina, Roura, 

Saül et Macouria (Rousseau 2019). En Guyane, le paludisme est donc une maladie 

prioritaire pour laquelle un dispositif de surveillance spécifique est fonctionnel toute 

l’année impliquant l’Institut Pasteur de la Guyane (IPG) dont le laboratoire de 

parasitologie est le Centre National de Référence (CNR) du paludisme, le Centre 

Hospitalier André Rosemon (CHAR Cayenne), le Centre Hospitalier Ouest Guyanais 

(Saint-Laurent-Du-Maroni), les Postes et Centres Délocalisés de Prévention des Soins 

(CDPS) (Maripa Soula, Régina, Saint Georges, Camopi), certains Laboratoires de 

Biologie Médicale (LBM) et le Service de Santé des Forces Armées de Guyane (FAG). 

Le projet Elimination du paludisme en Guyane (ELIMALAR) a également été lancé en 

2017. Il est financé par les fonds européens de développement régional (FEDER), 

l’Agence Régionale de Santé (ARS) Guyane, l’IPG et le CHAR en lien avec l’OMS. 

ELIMALAR a pour but d’évaluer la pertinence des approches et des outils mis en place 

pour mieux lutter contre le paludisme. 
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1.3. Lutte contre le paludisme 

La lutte contre le paludisme peut se faire à plusieurs niveaux y compris au niveau 

du vecteur. C'est ce point qui nous intéresse particulièrement car la lutte antivectorielle 

peut influencer les populations d'anophèles.  

- Chimioprophylaxie en zone d’endémie : atovaquone-proguanil (Malarone®) ou 

doxycycline (Doxypalu®) (ARS 2015). 

- Traitement des malades : pour le traitement des cas de paludisme à P. falciparum 

en Guyane, il est recommandé d’utiliser une combinaison d’artéméther/luméfantrine 

(Riamet® en France [donc en Guyane], Coartem® dans le reste de l’Amérique du 

Sud) précédé d’artésunate (Malacef®) en intraveineux pour les cas graves. Le 

traitement à la chloroquine (Nivaquine®) suivie de primaquine est recommandé pour 

le traitement des cas à P. vivax (HCSP 2017). 

- Prévention individuelle des piqûres de moustiques (utilisation de répulsifs cutanés, 

vêtements larges et couvrants). 

- Lutte antivectorielle collective : pulvérisation intradomiciliaire de pyréthrinoïdes 

(insecticide) par le Service Départemental de Démoustication (SDD) de la 

Collectivité Territoriale de Guyane (CTG), distribution de moustiquaires imprégnées 

de pyréthrinoïdes dans les zones endémiques par la Direction de la Santé et du 

Développement Social (DSDS) de la Guyane, lutte antilarvaire (utilisation de 

Bacillus thuringiensis) ou destruction des gites larvaires (élimination des collections 

d’eau, curages de canaux et fossés) (Musset et al. 2014). Il est important de prendre 

en compte la lutte antivectorielle dans notre étude puisqu’elle agit sur les 

populations de moustiques. 

- Surveillance entomologique : elle est faite en Guyane par l’unité d’entomologie 

médicale de l’IPG qui réalise d’une part, des études visant à améliorer les 

connaissances sur les modalités de la transmission vectorielle du paludisme afin de 

proposer des outils pour la surveillance entomologique et la lutte antivectorielle et 

d’autre part des expertises permettant de documenter des situations 

épidémiologiques lors de la survenue de phénomènes épidémiques : identification 

des gites larvaires, des espèces, mesure des taux d’infection des anophèles, suivi 

des densités, de la saisonnalité, de la résistance aux insecticides (ARS 2015). Une 

partie des moustiques utilisés pour ce travail ont été récupérés dans le cadre de la 

surveillance entomologique réalisée par l’IPG. 

- Surveillance parasitologique : elle est réalisée par le Laboratoire de parasitologie 

de l’IPG qui héberge le CNRCP (Centre National de Référence de la 

Chimiorésistance du Paludisme). Il a pour rôle d’organiser la collecte d’échantillons 

depuis les centres et postes de santé présents sur le département, les hôpitaux et 

les laboratoires d’analyses médicales afin de suivre l’évolution des résistances de 

P. falciparum et P. vivax aux antipaludiques (ARS 2015). En effet, comme partout 

dans le monde, la sensibilité des Plasmodium aux médicaments évolue en Guyane 

en fonction des traitements utilisés et complique la lutte contre le paludisme. 

Dans le cadre de cette lutte, la Guyane doit également prendre en compte une 

spécificité locale : les sites d’orpaillage illégal. En pleine forêt, l’activité aurifère 

clandestine attire de nombreux migrants étrangers (Brésiliens principalement). Sur ces 

sites d’orpaillage concourent le réservoir, le vecteur et les conditions socio-

environnementales qui favorisent le maintien, l’intensification ou la réinstallation de la 
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transmission locale du paludisme. En effet, la mobilité des populations entretient 

l’endémie. S’ajoute à ce facteur l’absence d’accès à la prévention et aux soins, en 

particulier concernant le paludisme, l’automédication des orpailleurs et le non-respect 

des durées de traitement (favorisant eux-mêmes l’émergence de résistance aux 

antipaludiques) (Pommier de Santi et al. 2016a; Pommier de Santi et al. 2016b; Douine 

et al. 2017). 

Pour conclure, le paludisme étant toujours aujourd’hui un problème de santé 

publique en Guyane, il parait fondamental d’étudier son vecteur principal localement : 

An. darlingi. 
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2. Anopheles darlingi, principal vecteur du paludisme en 

Guyane  

Les anophèles sont des vecteurs du paludisme mais ils hébergent également de 

nombreux virus, y compris ceux susceptibles de provoquer une maladie fébrile s'ils 

sont transmis à l'homme comme le virus O’Nyong Nyong (ONNV), le virus de la Fièvre 

de la vallée du Rift, le virus West Nile, le virus de l'encéphalite japonaise, le virus 

Tataguine (Nanfack Minkeu et Vernick 2018). Les anophèles peuvent aussi 

transmettre un ver parasite du genre filaire : Wuchereria bancrofti (filaire de Bancroft) 

(Ullah et al. 2020). Cependant en Guyane, seuls des cas de paludisme ont été 

rapportés. Nous allons tout d'abord situer An. darlingi au sein de la phylogénie des 

anophèles. 

2.1. Classification et phylogénie du genre Anopheles 

La famille des Culicidae (moustiques) comprend un important groupe de 3546 

espèces formellement reconnues et distribuées dans le monde dans des régions 

tempérées ou tropicales. Les espèces sont classées en 2 sous-familles, Anophelinae 

(485 espèces) et Culicinae (3061 espèces) (Harbach et Kitching 2016). La 

classification de la sous-famille des Anophelinae reste un sujet de controverses 

(Foster et al. 2017).  

Par exemple, pour l’équipe de Harbach et al. cette sous-famille comprend 3 genres 

: Anopheles (cosmopolite, 472 espèces), Bironella (australasienne, 8 espèces) et 

Chagasia (néotropicale, 5 espèces). Le genre Anopheles comprend 8 sous-genres 

(définis morphologiquement à partir des adultes, des larves de quatrième stade et de 

la nymphe) : Anopheles sensu stricto (s.s.) (cosmopolite, 185 espèces), Baimaia 

(orientale, 1 espèce), Cellia (Ancien monde, 224 espèces), Christya (Afrique 

subsaharienne, 2 espèces), Kerteszia (néotropicale, 12 espèces), Lophopodomyia 

(néotropicale, 6 espèces), Nyssorhynchus (néotropicale, 39 espèces) et Stethomyia 

(néotropicale, 5 espèces) (Harbach et Kitching 2016; “http://mosquito-taxonomic-

inventory.info/”) (Figure 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Classification du genre Anopheles d’après Harbach, 2016.  
En vert : sous-genres contenant des espèces vectrices du paludisme humain 
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L’année suivante, l’équipe de Foster et al. propose de modifier la classification 

après analyse de la séquence de 13 protéines codées par le génome mitochondrial. 

Pour cette équipe : 

- Bironella doit être placé à l’intérieur du genre Anopheles,  

- Les sous-genres Kerteszia, Lophopodomyia, Nyssorhynchus et Stethomyia doivent 

être élevés au niveau de genre, 

- Le genre Anopheles garde les 4 sous genres Anopheles, Baimaia, Cellia et 

Christya, 

- Le genre Nyssorhynchus inclut 2 sous genres : Myzorhynchella et Nyssorhynchus. 

La classification suivante est proposée (Foster et al. 2017) (Figure 3) : 

 

Figure 3 : Classification de la sous famille Anophelinae d’après Foster, 2017. 

Sur les 472 espèces que comporte le genre Anopheles, environ 41 sont des 

vecteurs efficaces du paludisme humain (Foster et al. 2017). Elles appartiennent 

toutes à 4 sous-genres du genre Anopheles : Anopheles, Cellia, Kerteszia et 

Nyssorhynchus (Harbach 2013) (Figure 2). Anopheles darlingi appartient au sous-

genre Nyssorhynchus. Anopheles darlingi a été décrit pour la première fois par Root 

sur des critères morphologiques des œufs, de la larve de stade 4, de la nymphe et des 

adultes mâles et femelles (Root 1926). Anopheles darlingi a toujours été considéré 

comme une espèce monophylétique jusqu’à Emerson et al. qui ont trouvé 3 clusters 

génétiquement différents au Brésil et ont proposé l’hypothèse qu’il s’agit de trois 

espèces putatives qui se sont créées suite à l’émergence des barrières géographiques 

que représentent les Andes, les fleuves Amazone/Solimões et les montagnes côtières 

de l’est du Brésil qui ont créé des zones biogéographiques différentes (Emerson et al. 

2015).  

Afin d'étudier les échanges et flux de gènes entre les populations d’An. darlingi, la 

distribution de cette espèce sur le continent Sud-Américain est à considérer. 
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2.2. Répartition géographique des espèces d’anophèles vectrices 

du paludisme en Amérique du Sud et particulièrement en 

Guyane  

En Amérique du Sud, il y a 9 espèces vectrices dominantes : An. albimanus, An. 

albitarsis sensu lato (s.l)., An. aquasalis, An. darlingi, An. freeborni, An. marajoara, An. 

nuneztovari s.l., An. pseudopunctipennis et An. quadrimaculatus s.l. (Sinka et al. 

2012). Anopheles darlingi est réparti sur une largeur allant du Venezuela au 2/3 du 

Brésil, comme indiqué en rouge sur la Figure 4. 

Cependant, au sein de ce « bandeau rouge », les études les plus récentes sur la 

répartition d'An. darlingi en Amérique du Sud montrent : 

- Dans l’état de Rio de Janeiro au Brésil (municipalité de Cachoeiras de 

Macacu) : une prédominance d’An. albitarsis (49,1%) mais aucun An. darlingi 

(Jules et al. 2019). 

- Dans l’état de Maranhão au Nord-Est du Brésil : une prédominance d’An. 

argyritarsis et moins de 1% d’An. darlingi (Silva et al. 2019). 

 

 

Figure 4 : Répartition des espèces d’anophèles vectrices (du paludisme) 

dominantes en Amérique du Sud d’après Sinka, 2013 (Sinka 2013). 



 

 20 / 134 

 

En Guyane, 22 espèces du genre Anopheles sont présentes (vectrices ou non) 

(Talaga et al. 2015) mais An. darlingi est le vecteur principal du paludisme en Guyane 

depuis 60 ans à cause de sa large distribution, son comportement anthropophile, la 

densité de sa population et son taux d’inoculation entomologique (Floch 1954 ; Dusfour 

et al. 2013). Le fait qu'An. darlingi soit un bon vecteur du paludisme en Guyane a été 

illustré par Adde et al. qui ont montré, à Saint Georges (embouchure du fleuve 

Oyapock), qu'une augmentation de la densité des moustiques An. darlingi a été suivie 

par une augmentation des cas de paludisme deux mois plus tard (Adde et al. 2017). 

Des vecteurs secondaires sont également présents comme An. marajoara, de 

découverte plus récente sur le territoire guyanais, qui est impliqué dans la transmission 

du paludisme sur certains sites d’orpaillage clandestin en milieu forestier (Dusfour et 

al. 2012a). Anopheles oswaldoi, An. intermedius et An. nuneztovari ont été également 

retrouvés porteurs de Plasmodium et donc confirmés comme vecteurs du paludisme 

(Dusfour et al. 2012b) ainsi qu’An. ininii et An. nuneztovari sur des sites d’orpaillages 

avec des taux d’infections respectifs de 12,5% et 5% (taux les plus élevés jamais 

relevés en Guyane) (Pommier de Santi et al. 2016a). 

Pour cette étude de la diversité génétique, le choix a donc été fait de se concentrer 

sur l’espèce An. darlingi, principal vecteur du paludisme en Guyane. Cependant, avant 

de débuter la partie sur la génétique des populations, il parait opportun de présenter 

la bio-écologie de ce vecteur afin de mieux comprendre, par la suite, son 

comportement et d'avoir un support pour discuter des flux de gènes éventuellement 

observés. 

 

2.3. Bio-écologie d’Anopheles darlingi   

2.3.1. Morphologie et méthodes d'identification des 

espèces 

Les moustiques sont des insectes à métamorphose complète (insectes 

holométaboles) de sorte que l’adulte, la larve et la nymphe ont des morphologies très 

différentes. Les larves n'ont pas de pattes et un thorax relativement gros. Elles vont 

subir 3 mues et donc passer par 4 stades larvaires. La nymphe, mobile, est composée 

par une tête et un thorax qui forment un céphalothorax volumineux auquel fait suite un 

abdomen de 10 segments (dont 8 sont bien visibles), terminé par 2 palettes natatoires. 

L'adulte adopte généralement au repos une position oblique par rapport au support les 

différenciant facilement des autres Culicinae qui se positionnent parallèlement au 

support (Figure 5). L’adulte comporte trois parties bien distinctes : la tête, le thorax et 

l’abdomen. Les mâles ont des antennes avec des soies longues et plumeuses. Les 

femelles ont des antennes avec des soies verticillées, courtes et moins fournies que 

celles des mâles, ce qui permet déjà de différentier mâle et femelle au premier coup 

d'œil (pour un œil averti !). Les mâles possèdent un appareil buccal de type suceur 

(qui se nourrissent de jus sucré, nectar de fleurs, sève, etc.) et les femelles en 

possèdent un de type vulnérant (permettant de se nourrir de jus sucré comme les 

mâles mais aussi de sang car elles sont hématophages). Le thorax porte 1 paire d’ailes 

et 3 paires de pattes chacune formée de 9 parties successives articulées. Les pattes 
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peuvent porter de nombreuses écailles dont l’ornementation est utilisée en 

systématique. Afin de distinguer les anophèles des autres culicidés, on regarde la 

longueur des palpes : aussi long que le proboscis (qui est l’appareil piqueur) pour les 

anophèles alors que les palpes sont plus courts que le proboscis chez tous les autres 

genres. L’abdomen comprend 10 segments dont au moins 7 sont bien visibles. Il porte 

également des écailles, en nombre variable, qui sont utilisées pour la détermination 

de l’espèce. C’est dans l’abdomen que sont situés l’intestin moyen (= estomac) et les 

deux ovaires qui vont fortement grossir au cours du cycle gonotrophique chez la 

femelle. 

Il existe de nombreuses possibilités pour l'identification des anophèles : méthodes 

morphologiques, biométriques, écologiques, cytogénétiques, iso-enzymatiques ou 

moléculaires (réaction en chaîne par polymérase, soit « Polymerase Chain Reaction », 

[PCR] notamment) (Carnevale et Robert 2009). A l'IPG, les moustiques An. darlingi 

sont identifiés jusqu’à aujourd’hui morphologiquement par clé dichotomique (Floch et 

Abonnenc 1951; Forattini 1962; Faran et Linthicum 1981) mais peuvent l’être 

désormais aussi par spectrométrie de masse (« Matrix Assisted Laser Desorption / 

Ionization Time-of-Flight Mass Spectrometry » (MALDI-TOF MS)), nouvelle méthode 

qui permet de distinguer plusieurs espèces d’anophèles présentes en Guyane 

(Briolant et al. 2020).   

  

Figure 5 : Anopheles darlingi se gorgeant de sang. 

Auteur : R. Carinci, Unité d'Entomologie Médicale, Institut Pasteur de la Guyane 
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2.3.2. Cycle de développement des anophèles 

Le cycle biologique des anophèles est caractérisé par la succession de deux 

phases : la première est aquatique et recouvre la vie pré-imaginale, c'est-à-dire l'œuf, 

les stades larvaires et la nymphe. La seconde est aérienne et concerne l'adulte, ou 

imago (Figure 6). 

 
Figure 6 : Cycle biologique des anophèles. 

D’après Carnevale et Robert (Carnevale et Robert 2009). 

Les anophèles femelles pondent 50 à 300 œufs fécondés à la surface de l'eau. Ces 

œufs mesurent environ 0,5 mm. Ils sont pondus isolément, sont munis de flotteurs 

latéraux et restent donc en surface durant l'embryogénèse. Sous des conditions 

favorables de température, l'incubation des œufs dure deux à trois jours (Carnevale et 

Robert 2009). Anopheles darlingi se reproduit préférentiellement dans de grandes 

collections d'eau profonde et claire comme les lacs, les marécages ou les grandes 

rivières. Les conditions larvaires adéquates seraient une combinaison d'ombre et de 

lumière directe du soleil, avec une température de 20 à 28°C et un pH de 6,5 à 7,3 

(Hiwat et Bretas 2011). Après éclosion, les œufs donnent naissance aux larves de 

stade I (L1) mesurant environ 1 mm qui vont évoluer par 3 mues successives pour 

donner des larves de stades II (L2), III (L3) et IV (L4), ces dernières mesurant de 12 à 

15 mm. Les larves se nourrissent en filtrant les particules dans l'eau (levures, 

bactéries, microplancton, microalgues). La larve L4 subit ensuite la métamorphose 

complète pour donner une nymphe mobile qui ne s'alimente pas (nymphose) 

(Carnevale et Robert 2009). La durée de vie larvaire est variable selon les espèces et 

les conditions de température. A la température de 24 °C, la durée du développement 

larvaire est d'environ 18 jours pour An. darlingi. Cependant, elle diminue quand la 

température augmente et est allongée quand cette dernière diminue (Chu et al. 2019). 

La nymphe va être l'objet de remaniements internes importants pour se transformer 

en un adulte mâle ou femelle qui s'envolera rapidement dès que ses ailes auront 

séché. L’émergence a lieu à la surface du plan d’eau et ne dure que quelques minutes.  
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C'est au cours de la phase aérienne que s'effectue l'insémination de la femelle 

néonate (2ème ou 3ème jour). Au moment de l’accouplement, les mâles forment des 

essaims généralement au crépuscule. La copulation, de courte durée (quelques 

secondes), peut se dérouler entièrement en vol ou bien commencer en vol et se 

poursuivre au sol. En règle générale, les femelles d'anophèles ne s'accouplent qu'une 

fois au cours de leur vie. Les spermatozoïdes sont stockés dans un réceptacle, la 

spermathèque, d’où ils sortent pour féconder les ovocytes au moment de la ponte. Ils 

conservent leur pouvoir fécondant pendant plusieurs semaines, jusqu'à la mort de la 

femelle. Mâles et femelles se nourrissent de jus sucré, plus souvent le nectar des 

plantes, afin de satisfaire leurs besoins énergétiques pour le vol et maintenir les 

processus métaboliques (Carnevale et Robert 2009). 

Pour assurer la survie de l’espèce, les femelles ont besoin de prendre du sang car 

les protéines du sang sont une source d'acides aminés nécessaires au développement 

des œufs. De ce fait, seule la femelle est hématophage : un repas sanguin n'est pas 

indispensable à sa survie, mais il l'est à la maturation ovarienne. La succession des 

phénomènes physiologiques qui se produisent chez la femelle entre deux repas de 

sang successifs constitue le cycle gonotrophique. Il est composé de trois phases : 1) 

recherche de l’hôte et prise du repas de sang, 2) digestion du sang et maturation des 

follicules ovariens et 3) recherche du lieu de ponte par la femelle gravide et ponte sur 

l'eau (oviposition) (Carnevale et Robert 2009). La durée du cycle gonotrophique est 

d'environ 48h pour An. darlingi (Roberts et al. 1983). Cette espèce prend au moins 

deux repas de sang au cours de son premier cycle gonotrophique (De Oliveira et al. 

2012). La longévité des anophèles femelles adultes est d'une vingtaine de jours, guère 

plus d'un mois dans les conditions habituelles. Elle est plus réduite pour le mâle. La 

durée de vie des adultes (ainsi que leur taille) diminue plus la température augmente 

(Chu et al. 2019). La dispersion moyenne des An. darlingi adultes en vol à partir des 

gîtes larvaires est de l'ordre de 1,5 à 2 km, pouvant atteindre 5 km (Hiwat et Bretas 

2011). Cette dispersion active est utile à connaitre pour faire des hypothèses sur les 

flux de gènes. Mais il existe aussi une dispersion passive (qui peut accroitre la 

dispersion active) : c'est la dispersion liée aux facteurs environnementaux (comme le 

vent) et humains (comme les réseaux de transport routier et fluviaux) (Carnevale et 

Robert 2009). En Guyane, aucune étude de dispersion passive sur An. darlingi n'a été 

faite. Pour étudier les flux de gènes, nous pourrons cependant nous appuyer sur les 

connaissances du réseau local de transport existant (Figure 1). 

2.3.3. Comportements trophiques et saisonnalité 

d’Anopheles darlingi 

Cette espèce colonise facilement des habitats aux caractéristiques écologiques 

diverses (Laporta et al. 2015; Alimi et al. 2015). Elle possède une plasticité 

phénotypique (combinée à une variation génétique) qui lui permet une adaptation à 

une gamme étendue de conditions écologiques (Chu et al. 2019). 

Anopheles darlingi présente une importante plasticité concernant le comportement 

de piqûre (heure et lieu des piqûres, choix de l'hôte) en réponse aux conditions 

environnementales locales (Conn et Ribolla 2016). En Guyane, le pic d'agressivité a 

lieu au crépuscule (18h à 22h) sur le littoral et le Maroni mais un peu plus tard sur 

l’Oyapock (21h30-3h30) avec, dans tous les cas, un second pic à l'aube (5 à 7h), les 
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femelles pares piquant davantage en fin de nuit (5 à 7h du matin) (Girod et al. 2008; 

Dusfour et al. 2013; Vezenegho et al. 2016). Cependant, des piqures peuvent aussi 

avoir lieu en journée (Pommier de Santi et al. 2017). Dans les zones tropicales, la 

croissance des anophèles est continue tout au long de l'année, avec des variations 

saisonnières de densité liées aux conditions climatiques (Hiwat et Bretas 2011). 

Concernant An. darlingi en Guyane, les fluctuations saisonnières de densité existent 

selon les zones géographiques. Sur le fleuve Maroni (frontière Ouest, avec le 

Suriname) à Twenké et Loca en 1998 et 1999, An. darlingi a présenté un 

comportement de piqûre très différent selon le site et selon l’année : les taux les plus 

importants de piqûres ont eu lieu toute l’année à Twenké avec une forte variation entre 

les deux années alors que le pic a eu lieu entre juin et août à Loka (Fouque et al. 

2010). Cependant, entre 2000 et 2002 à Twenké, Taluen et Cayodé (3 villages sur le 

fleuve Maroni), le pic de densité était situé entre avril et juin (saison des pluies) (Girod 

et al. 2008) tout comme sur le fleuve Oyapock (à Camopi) (frontière Est, avec le Brésil) 

(Girod et al. 2011). Sur le littoral, à Macouria, le pic se situe en septembre (saison 

sèche) (Vezenegho et al. 2015) tout comme à Saint Georges (embouchure du fleuve 

Oyapock) où il se situe entre septembre et novembre (saison sèche) (Adde et al. 

2017). Ces différences de densité saisonnière d'An. darlingi selon la zone 

géographique ont été relevées ailleurs en Amérique du Sud et plusieurs études ont 

essayé de l'expliquer : 

- Giglioli et al. ont montré que les pluies augmentent la disponibilité des sites de 

reproduction (Giglioli 1938) et des pics d'abondance d'An. darlingi pendant la 

saison des pluies ont été signalés en Amérique du Sud ailleurs qu'en Guyane 

(Elliott 1968; Tineo et al. 2003; Leon et al. 2003). Ceci pourrait expliquer le pic de 

densité en saison des pluies sur le Maroni et à Camopi en Guyane. 

- Forattini et al. (Forattini 1987) ont trouvé une plus grande densité d'An. darlingi 

pendant les mois chauds du Sud du Brésil. La survenue de fortes pluies pourrait 

inonder les lieux de reproduction et créer des courants de crue qui emportent les 

larves (le gite larvaire est lessivé). Cela a également été constaté par Pajot et al. 

(Pajot et al. 1977) en Guyane qui ont découvert que de fortes pluies sont suivies 

d'une diminution et parfois d'une absence totale d'An. darlingi. Ce mécanisme 

peut provoquer une augmentation de la densité d'An. darlingi pendant la saison 

sèche ou pendant la période de transition entre la saison sèche et la saison des 

pluies (Forattini 1987; Charlwood 1980). Ceci pourrait expliquer le pic de densité 

en saison sèche à Macouria et Saint Georges en Guyane. 

- Gil et al. (Gil et al. 2007) font une différence entre les zones fluviales et les zones 

sèches : Dans les zones sèches (comme à Macouria en Guyane), les rivières 

peuvent inonder les marges pendant la saison des pluies, mais le fort débit d'eau 

empêchera une reproduction réussie. Ce n'est qu'après la fin des pluies, lorsque 

les rivières ont retrouvé leur taille d'origine, que les sites de reproduction 

prennent naissance en tant que grandes collections d'eau stables laissées dans 

des zones auparavant inondées. Il en résulte des densités élevées de 

moustiques au début de la saison sèche. En revanche, dans les zones fluviales, 

les niveaux d'eau des principaux fleuves augmentent considérablement pendant 

la saison des pluies, en raison du drainage des affluents. Non seulement les 

bords de la rivière, mais des zones forestières complètes peuvent être inondées, 

créant des sols forestiers inondés avec un faible débit d'eau qui servent 
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d'excellents sites de reproduction pour An. darlingi. Les densités importantes de 

moustiques se trouveront pendant la saison des pluies, diminuant au début de la 

saison sèche, lorsque les sols forestiers inondés s'assèchent. C’est ce qu’il se 

passe sur le Maroni et à Camopi, zones fluviales. Cela n’explique cependant pas 

le cas de Saint Georges, zone fluviale (embouchure du fleuve Oyapock) où le pic 

de densité est en saison sèche. 

Ces différences dans les paramètres écologiques permettent d’avoir des 

éléments de réflexion pour faire des hypothèses sur les deux modèles saisonniers 

différents relevés en Guyane. 

Anopheles darlingi est décrite comme hautement anthropophile (Floch 1954). 

Cependant, des études ont montré que cette espèce se nourrit de sang humain mais 

aussi de Galliformes, de chiens, de porcs et de chèvres, et que 30% des moustiques 

se nourrissent de plus d'un type d'hôte (Moreno et al. 2017), l’homme restant l'hôte 

principal suivi des Galliformes et de la vache (Saavedra et al. 2019). Le comportement 

exophagique (pique à l'extérieur des maisons) ou endophagique (pique à l'intérieur 

des maisons) d'An. darlingi varie selon les comportements humains, les conditions 

environnementales et les méthodes de lutte antivectorielle (Prussing et al. 2018; 

Rosas-Aguirre et al. 2015; 2016; Prussing et al. 2018). Des études ont montré qu'An. 

darlingi préfère piquer à l'extérieur des maisons (comportement exophagique) (Gil et 

al. 2003; Vezenegho et al. 2016; Hiwat et al. 2011; Rozendaal 1989), bien qu'un 

comportement endophagique ait aussi été relevé (Roberts et al. 2002; Shannon 1933; 

Galvão et al. 1942; Deane et al. 1948). Quant au comportement endophile (la femelle 

reste à l'intérieur de la maison au repos après le repas de sang) ou exophile (au repos 

à l'extérieur des maisons), les études récentes ont relevé qu'An. darlingi est plutôt 

exophile (Deane et al. 1948; Charlwood 1996; Girod et al. 2008; Hiwat et Bretas 2011; 

Moutinho et al. 2011; Vezenegho et al. 2016), contrairement à ce qui avait été observé 

il y a plus de 50 ans (Floch 1954), peut-être en raison de l'utilisation d'insecticides 

intradomiciliaires (Akhavan et al. 1999) et de distribution de moustiquaires imprégnées 

de pyréthrinoïdes.  

La surveillance entomologique permet de mieux connaitre la bio-écologie du 

vecteur afin de mieux définir les stratégies de lutte antivectorielle. Pour cela, la 

première étape repose sur la collecte d’anophèles. 

 

2.4. Méthodes de collecte des anophèles adultes 

Nous nous intéresserons ici à la collecte d’anophèles adultes car seule la capture 

d’adultes a été réalisée pour ces travaux. Une collecte de larves d’anophèles est aussi 

possible mais ne sera pas développée ici. 

Les méthodes de collectes d’anophèles adultes sont très nombreuses. Il est 

possible de capturer des femelles au repos (exophiles ou endophiles) ou des femelles 

agressives, c’est-à-dire à la recherche d’un repas de sang (première phase du cycle 

gonotrophique). Pour ce travail, nous n’avons réalisé que des captures de femelles 

agressives. La capture peut être directe, c’est la capture sur homme (« Human 

Landing Catch »), ou indirecte à l’aide de pièges.  
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La capture sur homme reste pour l’instant la méthode de référence pour évaluer à 

la fois le taux de piqûre et le taux d’infection des anophèles, paramètres indispensables 

à l’évaluation du taux d’inoculation entomologique (WHO 2013). Chaque captureur 

dispose d’une lampe torche et son habileté est requise pour attraper avec un tube ou 

avec un aspirateur à bouche tous les moustiques qui viennent se poser sur ses jambes 

dénudées (attractivité naturelle). Plus rarement, cette méthode utilise comme appât un 

animal. Il n’est pas nécessaire de laisser les moustiques piquer ; idéalement, le 

moustique tout juste posé est capturé avant la piqûre. Mais il y a des objections 

éthiques à ce type de capture à cause de la mise en contact des captureurs avec un 

moustique potentiellement infecté. Un autre problème se pose : les captureurs 

possèdent une attractivité propre. Ce type de capture ne permet pas une 

standardisation de la méthode car il entraine une variabilité interindividuelle (Service 

1977). Un moyen de s’affranchir de ce biais est d’effectuer les captures en carré latin 

avec différents captureurs pour tenir compte de l’hétérogénéité interindividuelle mais 

aussi spatiale. C’est pour cette raison qu’un carré latin a été mis en place lors de nos 

captures de moustiques à Saint Georges. 

Les pièges « appâtés » utilisés pour la capture de moustiques vont utiliser des 

signaux naturels, synthétiques, physiques ou visuels. Par exemple, les doubles 

moustiquaires (avec un appât humain) ou les pièges lumineux CDC (Centers for 

Disease Control), les pièges BG sentinel® (Biogents) ou les pièges Mosquito Magnet® 

qui reproduisent des attractants humains en combinant des composés synthétiques, 

des attractifs physiques et visuels (molécules volatiles appelées kairomones, lumière, 

couleur, chaleur, émission de CO2) pour capturer mécaniquement les insectes (Pereira 

Lima et al. 2014). Les moustiques obtenus par ce type de capture sont des moustiques 

agressifs. Les moustiques utilisés pour ces travaux ont été capturés par ce type de 

pièges ainsi que par capture sur homme. 

Il existe également des pièges de sorties pour capturer les moustiques. Ces 

dispositifs autorisent le passage d’un moustique en vol dans un sens mais s’opposent 

au retour dans le sens inverse. Ces pièges sont disposés aux passages utilisés 

habituellement par les moustiques pour sortir des maisons : portes, fenêtres, 

vérandas. Ils n’ont pas été utilisés pour capturer les moustiques des travaux présentés 

ici. 

La meilleure alternative à la capture sur homme reste continuellement recherchée 

et discutée (Briet et al. 2015; Gama et al. 2013; Vezenegho et al. 2014; Mwanga et al. 

2019; Degefa et al. 2020; Tangena et al. 2015). Dans tous les cas, quelle que soit la 

méthode pratiquée, c’est seulement une fraction de la population anophélienne qui est 

échantillonnée (par exemple, uniquement les femelles ou la fraction au repos ou les 

moustiques exophiles ou les femelles en quête d’un repas sanguin). Ces méthodes 

doivent donc être choisies pour répondre à des questions précises, et sont 

complémentaires. 

Outre la bio-écologie des anophèles, la collecte de moustiques adultes permet 

également de suivre la propagation des résistances aux insecticides afin d’adapter la 

lutte antivectorielle collective par pulvérisation. 
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2.5. La résistance aux insecticides 

Les pulvérisations régulières d’insecticide exercent une pression de sélection et 

peuvent éventuellement modifier génétiquement les populations d’anophèles. Il est 

donc opportun de prendre en compte ce phénomène de résistance pour nos travaux.  

Quatre grandes familles de composés insecticides sont utilisées dans le monde : 

les insecticides carbamate (CA), organochlorés (OC), organophosphorés (OP) et 

pyréthrinoïdes (PY). Les molécules insecticides appartenant à ces quatre familles 

ciblent différents canaux ioniques ou enzymes pour interrompre le bon fonctionnement 

du système nerveux de l'insecte (Liu 2015). Des mutations dans la séquence d'acides 

aminés du site de liaison de la cible de l’insecticide ainsi que des changements 

métaboliques conduisent à une résistance fréquente des populations de moustiques 

(Liu 2015).  

Depuis mai 1949 en Guyane française, le programme d'éradication de la fièvre 

jaune et du paludisme proposait d’éliminer les vecteurs Aedes aegypti et Anopheles 

spp. L'utilisation de composés chimiques a été l'élément central de la lutte 

antivectorielle pendant cette période, grâce à la pulvérisation intradomiciliaire de 

dichlorodiphényltrichloroéthane (DDT). Cette campagne a démarré dans la ville de 

Cayenne et s'est étendue à l'ensemble des villes de Guyane dans les années 

suivantes (Epelboin et al. 2018). Les cas de paludisme ont alors diminué de manière 

significative à travers le territoire en même temps que la densité d'An. darlingi. En 

1954, le paludisme avait diminué de 98,8%. Ce vecteur était cependant toujours 

signalé sur tout le territoire, indiquant une réintroduction continue d'An. darlingi des 

zones forestières aux environnements domestiques. De tels mouvements de 

populations de moustiques ont compromis l'effort d'éradication, même si An. darlingi 

était encore sensible à la pulvérisation résiduelle de DDT (Epelboin et al. 2018). 

Entre 1959 et 1963, des souches d’Ae. aegypti résistantes au DDT ont été 

trouvées. La stratégie de lutte antivectorielle a donc été modifiée pour l’utilisation de 

la dieldrine. En 1963, des nouveaux tests de résistance ont révélé des souches d’Ae. 

aegypti résistantes au DDT et à la dieldrine. Cependant, l'utilisation 

d'organophosphorés, comme le malathion, le fenthion et le fénitrothion, était très 

controversée, en raison de leur menace pour la santé humaine, de la faible persistance 

des produits et de leur coût élevé. Concernant An. darlingi, la zone côtière a été 

déclarée exempte de cette espèce, la majorité des cas de paludisme se produisant le 

long des fleuves Oyapock et Maroni (Epelboin et al. 2018). 

Entre 1963 et 1991, la lutte chimique s’est faite avec le DDT ou le malathion en 

pulvérisation intradomiciliaire semestriellement à l’intérieur des terres et au cas par 

cas sur la zone côtière mais les cas de paludisme ont réaugmenté. En 1990, la 

résistance d’An. darlingi au DDT est décrite en Colombie pour la première fois (Suarez 

et al. 1990). En 1991, l'interdiction internationale du DDT a été mise en œuvre dans 

au moins 26 pays du monde. Cette molécule a été remplacée en Guyane française 

par la deltaméthrine (25 mg/m2), un pyréthroïde, pour des applications de 

pulvérisations intradomiciliaires bimestrielles ou trimestrielles dans les zones 

endémiques et des pulvérisations focales autour des cas de paludisme confirmés le 

long des zones côtières. Pour compléter ces efforts, des moustiquaires imprégnées 

de deltaméthrine ont été utilisées. La pulvérisation de malathion a été utilisée 
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également pour compléter les pulvérisations intradomiciliaires de deltaméthrine voire 

même remplacer celle-ci jusqu'à son interdiction par l'Union européenne en 2009 pour 

des raisons de sécurité environnementale et humaine. Alors une formulation à base 

de fénitrothion a été pulvérisée pendant 1 an. Cette molécule a ensuite été interdite et 

remplacée de nouveau par la deltaméthrine en 2010, qui était la seule molécule 

autorisée et formulée pour cet usage dans l'Union européenne et en France (Epelboin 

et al. 2018). 

Aujourd’hui, la résistance aux quatre classes d'insecticides disponibles pour la lutte 

contre les moustiques est répandue chez les principaux vecteurs du paludisme à 

travers le monde. Une résistance aux pyréthrinoïdes chez au moins un vecteur du 

paludisme a été détectée dans 68% des sites dans le monde pour lesquels on dispose 

de données (WHO 2019). 

En Amérique latine, par rapport aux autres régions du monde, les études sur 

l'évaluation de la résistance aux insecticides sont rares et la plupart des rapports 

montrent globalement une sensibilité d’An. darlingi aux insecticides testés (ce qui n’est 

pas forcément le cas pour les autres espèces) (Santacoloma et al. 2012; Galardo et 

al. 2015; Orjuela et al. 2018). En Guyane, An. darlingi est resté sensible aux 

insecticides utilisés pour son contrôle, y compris le DDT, la dieldrine et, actuellement, 

la deltaméthrine (Epelboin et al. 2018). Une diminution de la sensibilité aux insecticides 

a parfois été relevée mais ne perdure pas dans le temps (la sensibilité se rétablit 

ensuite) (Vezenegho et al. 2020, Annexe 2). Anopheles darlingi étant une espèce 

principalement sylvatique, l’explication semble être l’introduction continuelle de 

moustiques sensibles allant des zones forestières vers les zones urbanisées (où les 

insecticides sont utilisés), diluant ainsi l’effet de résistance (Vezenegho et al. 2020, 

Annexe 2). Cette hypothèse est soutenue par des études de génétique des 

populations (Angêlla et al. 2014). 

Les programmes de lutte antivectorielle ne sont donc efficaces que lorsque l’on 

connait bien la bio-écologie du vecteur. Toujours dans ce cadre, il est aussi nécessaire 

de se pencher sur les populations d'anophèles qui existent à l'échelle du territoire et 

les flux de gènes entre ces populations. C'est ce que nous permet de faire la génétique 

des populations. 
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3. La génétique des populations au service de la lutte 

antivectorielle 

3.1. Structure génétique des populations : concepts de base 

Nous nous intéresserons ici aux populations d'individus diploïdes, notre modèle 

d'étude étant l'anophèle. 

Glossaire : Définitions importantes en génétique des populations 

Gène : Séquence d'ADN susceptible d'être transcrite en ARN qui sera ensuite traduit en 

protéine (gène codant). De façon plus générale, en génétique des populations, ce terme est 

utilisé pour un fragment d’ADN codant ou non et non recombinant. 

Locus : Emplacement physique, précis et invariable d’un gène (ou d’une portion d’ADN) sur un 

chromosome. 

Allèle : C’est l'une des versions différentes d'un même gène à un locus dû à l'apparition de 

mutations qui sont des variations de la séquence nucléotidique. Chez les organismes diploïdes 

comme les anophèles, un gène possède deux allèles, chacun sur l’un des deux chromosomes 

homologues. 

Individu homozygote : C’est lorsque les deux allèles d’un même gène sur un locus sont 

identiques. 

Individu hétérozygote : C’est lorsque les deux allèles d’un même gène sur un locus sont 

différents. 

Hétérozygotie espérée (He) = Hétérozygotie attendue sous Hardy-Weinberg (partie 3.1.2) : 

Estimation théorique de la fréquence des individus hétérozygotes si les allèles sont associés 

au hasard pour former les génotypes. Autrement dit, c’est la probabilité théorique de tirer au sort 

un individu avec 2 allèles différents.  

Hétérozygotie observée (Ho) : Fréquence observée d'individus hétérozygotes. C'est une 

mesure du polymorphisme dans un échantillonnage. 

Polymorphisme : Variabilité au niveau d’un locus. Dans une population, on dit qu'un gène est 

polymorphe, s'il possède au moins deux allèles ayant une fréquence supérieure ou égale à 1 

%. S'il ne possède pas deux allèles avec une fréquence supérieure ou égale à 1 %, mais que 

le gène existe quand même en plusieurs exemplaires, il est poly allélique (un gène polymorphe 

est donc obligatoirement poly allélique). 

Déficit en hétérozygotes : Les fréquences alléliques calculées au sein de l'échantillonnage 

montrent un déficit en individus hétérozygotes par rapport aux fréquences attendues sous les 

hypothèses de Hardy-Weinberg. Ho ˂ He. 

Population : Ensemble d'individus de la même espèce qui montrent une unité de reproduction: 

les individus d'une population peuvent se croiser entre eux, ils se reproduisent moins avec les 

individus des populations voisines. Une population est déterminée par des critères d'ordres 

spatiaux, temporels et par un patrimoine génétique, qui est un génome collectif. 

Sous-population (ou dème) : Subdivision de la population. Population que l’on isole au sein 

d’une population plus large. 

Panmixie : Décrit un mode de reproduction sexuée où les zygotes sont formés par rencontre 

aléatoire de tous les gamètes de la population. 
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3.1.1. Calcul des fréquences alléliques d'un échantillon 

Les fréquences alléliques sont les fréquences, dans la population, des différents 

allèles au locus considéré. Leur connaissance donne la structure allélique de la 

population qui est importante en génétique des populations car c'est l'évolution des 

fréquences des gènes qui est significative pour l'évolution. 

 

3.1.2. Etude théorique d’un cas idéal 

Le premier modèle sur la structure génotypique d'une population a été 

simultanément publié par G.H. Hardy et W. Weinberg en 1908. Ce modèle, appelé 

"Equilibre d'Hardy-Weinberg" sert de base à la plupart des études de génétique des 

populations. 

Les hypothèses de ce modèle sont les suivantes : 

• Panmixie : les gamètes s'associent au hasard par rapport aux gènes 

considérés, 

• Population de taille infinie : alors la fréquence d'un évènement est égale à sa 

probabilité (loi des grands nombres), 

• Fréquences des gènes non modifiées par mutation, sélection ou migration. 

Nous attendons, dans les zygotes ainsi formés, des proportions de génotypes fixés 

et puisqu'il n'y a ni sélection, ni mutation, ni migration et que la population est infinie 

(pas de dérive aléatoire des fréquences alléliques), ces proportions resteront les 

mêmes chez les adultes de la génération suivante. C'est ce que l'on appelle l'équilibre 

d'Hardy-Weinberg (HW). 

Mais de nombreux paramètres peuvent influencer la reproduction au sein d'une 

population et modifier les fréquences génotypiques et/ou alléliques qu'on aurait obtenu 

si on respecte les hypothèses de ce modèle. 

 

3.1.3. Influence du régime de reproduction : abandon de 

la panmixie 

Si le régime de reproduction n'est pas panmictique, il existe plusieurs possibilités : 

• L'autogamie : Chaque individu se reproduit par autofécondation. 

L'autofécondation conduit à un déficit en hétérozygote par rapport aux attendus 

sous l'hypothèse de panmixie. L'anophèle, n'étant pas hermaphrodite, ne peut 

se retrouver dans ce cas.  

• La consanguinité : Un individu consanguin résulte de l'union entre 2 individus 

apparentés. Il est alors plus souvent homozygote qu'un individu issu de l'union 

de 2 individus non apparentés. Cela entraine un déficit d'hétérozygotes sur 

l'ensemble du génome. 
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• L'homogamie : Les individus de même génotype pour un caractère préfèrent 

s'accoupler entre eux (régime de reproduction fermé au locus considéré). Ainsi 

le taux d'hétérozygotes diminue à chaque génération. On obtient un déficit 

d'hétérozygotes au niveau des loci responsables du caractère. 

• L'hétérogamie : C'est l'union préférentielle entre individus phénotypiquement 

dissemblables (régime de reproduction ouvert au locus considéré). On obtient 

un excès d'hétérozygotes (ou déficit en homozygotes) qui peut avoir lieu sur 

l'ensemble du génome ou à certains loci responsables d'un caractère selon la 

raison de l'hétérogamie. 

 

3.1.4. Influence des pressions évolutives 

Les pressions évolutives s'exercent sur une population et en modifient la structure 

allélique. Il en existe 4 types qui correspondent à l'abandon d'une des hypothèses de 

la loi d'Hardy-Weinberg : 

• Le hasard : Dans une population de taille finie, le hasard modifie les fréquences 

alléliques d’une génération à l’autre. La fréquence d'un gène ne fluctue pas 

indéfiniment. Elle augmente ou diminue puis, à un moment, se fixe ou est 

perdue. L'effet d'échantillonnage (population de taille finie) induit une variation 

aléatoire de la fréquence des gènes au fil des générations. C'est la dérive 

génétique. Plus la population est de petite taille, plus il y a de risque qu'elle soit 

homogénéisée par la dérive. 

Remarque : La dérive génétique joue un rôle important si une population est 

passée à un effectif faible à une époque de son histoire (goulot démographique 

ayant entrainé une perte de la diversité génétique). 

• La sélection : Un génotype est d'autant meilleur que les individus possédant ce 

génotype laissent, en espérance, plus de descendants. Elle peut affecter un ou 

plusieurs loci. La sélection peut augmenter ou diminuer la fréquence d'un allèle 

en affectant la survie ou la reproduction des porteurs de cet allèle pour le locus 

concerné. La sélection tend à fixer l'allèle le plus favorable. Elle n'affecte pas 

ou très peu le schéma génotypique d'HW mais affecte les fréquences alléliques. 

Elle peut également défavoriser les hétérozygotes ou les homozygotes. 

• La mutation : C'est une erreur dans la copie conforme lors de la duplication de 

l'ADN durant la construction des gamètes. L'allèle est transformé en un autre 

(nouveau ou déjà présent dans la population). Elle va modifier les fréquences 

alléliques des loci qu'elle affecte. Son rôle est négligeable sur l'évolution de la 

fréquence des gènes par rapport aux autres pressions évolutives (les taux de 

mutations sont en général assez bas). Cependant, il a un rôle primordial comme 

source de gènes nouveaux. 

• La migration : Elle est à l'origine des flux de gènes. C'est l'échange de gènes 

ou de leurs allèles entre différentes populations en raison de la migration 

d'individus fertiles d'une population au sein d'une autre population. Ce flux 

génétique tend à réduire les différences génétiques entre les populations, c'est-

à-dire à homogénéiser les fréquences alléliques entre les populations qui 

échangent des gènes. 
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3.1.5. Effet Wahlund 

Lorsque l’on décide d’un échantillonnage, il est difficile d’affirmer, à priori, si la 

population que l’on étudie peut être considérée comme étant une unité panmictique 

ou non. Il est possible que l’échantillonnage inclue plusieurs sous-populations 

(populations différentes génétiquement). 

Il est donc nécessaire de comparer les fréquences alléliques observées avec notre 

échantillonnage par rapport à celles obtenues si on a une population panmictique. Il y 

a alors 2 possibilités : 

- Toutes les sous-populations au sein de notre échantillonnage ont la même 

fréquence allélique : il n’y a qu’une population dans notre échantillonnage, 

- Il y a différentes sous populations dans notre échantillonnage (populations avec 

des fréquences alléliques différentes) : dans ce cas, si on considère, à tort, que 

toutes les fréquences alléliques sont identiques, nous allons observer un déficit 

en hétérozygotes par rapport à la structure de HW. C’est l’effet Wahlund. 

Autrement dit, on appelle « effet Wahlund » le déficit en hétérozygotes dû à la 

structuration au sein d’un échantillonnage : il existe une structure cachée au sein de 

l’échantillonnage. 

 

3.1.6. Mesures de l’écart à la structure de HW : 

« Statistiques F » de Wright (« F-Statistics ») 

La structure génotypique d’une population, attendue à l’équilibre d’HW, peut être 

altérée par les régimes de reproduction (non panmictiques) ou la sélection. Une autre 

cause d’écart à la structure d’HW peut également être dû à l’effet Wahlund. Pour 

décrire de telles situations, on peut utiliser les 3 « statistiques F » que S. Wright a 

définies (en 1965) (appelées aussi « indices de fixation ») (Wright 1965) : 

• FIS : Correspond à l’indice de fixation (F) des individus (I) dans les sous-

populations (S). On mesure l’écart à la structure d’HW à l’intérieur des sous 

populations c’est-à-dire le déficit en hétérozygotes : on mesure le degré 

d’homogénéité au sein d’une population. 

𝐹𝐼𝑆 =  
𝐻𝑒−𝐻𝑜

𝐻𝑒
   

 

avec He = hétérozygotie espérée (attendue) et Ho : hétérozygotie observée 

 

FIS représente donc le ratio d’hétérozygotie en plus ou en moins observé par 

rapport à l’hétérozygotie attendue sous les hypothèses de HW. Il varie entre +1 

et -1 : 

→ Si FIS est égal à zéro : alors He = Ho : nous avons une population 

homogène (situation correspondant à HW) ; 

→ Si FIS est négatif : alors Ho ˃ He : nous observons donc un excès 

d’hétérozygotes (ou déficit d’homozygotes) par rapport à la structure 

d’HW ; 



 

 33 / 134 

 

→ Si FIS est positif : alors Ho ˂ He : nous observons donc un déficit 

d’hétérozygotes (ou excès d’homozygotes) par rapport à la structure 

d’HW. Il existe une structuration dans notre échantillonnage. Lorsque 

FIS = 1 (Ho = 0), nous avons une population où 100% des individus sont 

homozygotes. 

Comme vu précédemment, le déficit en hétérozygote peut avoir plusieurs 

origines : 

- L’effet Wahlund, 

- La consanguinité ou l’hétérogamie : les individus homozygotes se 

reproduisent plus facilement entre eux (biais de sélection dans 

l’accouplement) ou les homozygotes sont favorisés par la 

sélection naturelle. 

 

• FST : Correspond à l’indice de fixation (F) des sous-populations (S) dans la 

population totale (T). On mesure le déficit en hétérozygotes dû à la 

différentiation entre sous populations : permet de connaitre le degré de 

différenciation génétique entre sous-populations.  

𝐹𝑆𝑇 =  
𝐻𝑇−𝐻𝑠

𝐻𝑇
   

 

avec HT = hétérozygotie espérée (attendue) si on a une panmixie totale (tous 

les individus de toutes les sous-populations se croisent au hasard) : correspond 

à la diversité génétique de la population totale, 

et Hs : hétérozygotie moyenne attendue si on a une panmixie locale (les 

individus se croisent au hasard à l’intérieur de chaque sous-population) : 

correspond à la diversité génétique de la sous-population. 

 

FST varie entre 0 et +1 : 

→ Si FST est égal à zéro : alors HT = Hs : nous avons une seule population 

homogène c’est-à-dire que les 2 populations testées sont identiques 

génétiquement (pas de structuration) ; 

→ Si FST est positif : plus on tend vers 1, plus les populations sont 

différentes : lorsque FST = 1, nous avons 2 sous-populations totalement 

différentes génétiquement (toutes les populations sont fixées pour l’un 

ou l’autre des allèles). 

 

• FIT : Correspond à l’indice de fixation (F) des individus (S) dans la population 

totale (T). On mesure l’écart global à la structure d’HW dans l’ensemble.  

𝐹𝐼𝑇 =  
𝐻𝑇−𝐻𝑜

𝐻𝑇
   

A l’aide des 3 relations précédentes, on peut obtenir l’équation qui montre le lien 

entre les 3 statistiques F : (1 − 𝐹𝐼𝑇) = (1 − 𝐹𝐼𝑆)(1 − 𝐹𝑆𝑇). 
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3.1.7. Déséquilibre de liaison 

Si deux loci polymorphes (possédant plusieurs allèles) sont indépendants dans une 

population, à l’équilibre d’HW, l’association entre les allèles des deux loci est aléatoire. 

Dans le cas contraire, certaines combinaisons d’allèles au niveau de ces deux loci 

sont plus fréquentes ou moins fréquentes qu’à l’équilibre. La différence entre les 

fréquences attendues et observées de ces combinaisons d’allèles correspond au 

déséquilibre de liaison génétique. 

Ce déséquilibre de liaison peut avoir plusieurs causes : 

- Si les deux loci sont proches physiquement sur le chromosome alors il y 

aura moins de recombinaisons possibles entre ces deux loci et ils seront plus 

souvent transmis ensemble, 

- Les systèmes de reproduction fermés (autofécondation, clonalité) conduisent 

à des individus plus souvent homozygotes. Ainsi les recombinaisons ne 

rompent pas les associations puisque les allèles « échangés » sont identiques, 

- La sélection peut également créer un déséquilibre de liaison : si certaines 

combinaisons d’allèles sont sélectivement meilleures, elles seront favorisées, 

- Si la population étudiée est en fait constituée d’un mélange récent de deux 

sous-populations génétiquement différentes (ou s’il existe une arrivée 

continue de migrants génétiquement différents), on observera également des 

déséquilibres de liaison car les associations alléliques dans chacune de ces 

deux populations sont différentes. 

 

3.2. Utilisation des marqueurs microsatellites comme outil pour 

étudier la structure génétique des populations d’Anopheles 

darlingi 

Différentes techniques moléculaires permettent de caractériser les populations 

d’An. darlingi. Certaines équipes ont choisi l’électrophorèse des isoenzymes 

(Arredondo-Jiménez et al. 1996; Manguin et al. 1999). D’autres ont réalisé l’analyse 

des chromosomes polytènes pour étudier le polymorphisme chez An. darlingi 

(Kreutzer et al. 1972; Cornel et al. 2016). Parmi les techniques récentes qui ont été 

utilisées pour An. darlingi, il y a par exemple, le séquençage d'ADN mitochondrial 

comme celui du gène COI (Cytochrome Oxydase I) (Mirabello et Conn 2006; Pedro et 

Sallum 2009; Gutiérrez et al. 2010; Naranjo-Díaz et al. 2016; Prado et al. 2019) ou 

ND4 (NADH déshydrogénase, sous-unité 4) (Angêlla et al. 2007; Moutinho et al. 2011) 

ou d’ADN ribosomal comme celui du gène ITS2 (« Second internal transcribed 

spacer ») (Malafronte et al. 1999; Manguin et al. 1999). Le séquençage de marqueurs 

ADN associés aux sites de restriction, technique RADSeq (« Restriction-site 

Associated DNA Sequencing ») a aussi été plus récemment utilisé pour génotyper des 

polymorphismes de séquence d'ADN, sous la forme de polymorphismes 

mononucléotidiques (SNP : « Single Nucleotide Polymorphisms ») (Emerson et al. 

2015; Campos et al. 2017; 2019; Prussing et al. 2019). Cependant, des études ont 

souligné que les estimations de la diversité avec la technique RADseq peuvent être 

systématiquement biaisées à cause de la non-randomisation des haplotypes de 
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l’échantillonnage (Arnold et al. 2013; Puritz et al. 2014; Andrews et al. 2014), ce qui 

empêche l'utilisation de cette technique comme outil standardisé pour mesurer et 

comparer la diversité génétique entre les populations. 

Les marqueurs microsatellites ont finalement été privilégiés pour cette étude. A 

l’initiation de ce travail en 2013, c’était un outil très utilisé pour étudier la structure 

génétique d’An. darlingi (Scarpassa et Conn 2007; Mirabello et al. 2008; Gutiérrez et 

al. 2010; Angêlla et al. 2014). Son utilisation s’est maintenue plus récemment (Lainhart 

et al. 2015; Campos et al. 2017; Altamiranda-Saavedra et al. 2017; Rosero et al. 2017). 

La technologie nécessaire à ce génotypage était disponible dans notre laboratoire et 

le coût par échantillon reste très compétitif. De plus, l’étude des SNP n’était pas 

possible en 2013 puisque le génome d’An. darlingi venait de paraitre et n’était pas 

encore bien annoté (c’est toujours le cas d’ailleurs en 2020).  

Un microsatellite est une séquence d'ADN formée par une répétition de motifs 

composés de 1 à 4 nucléotides le plus souvent (répétitions en tandem de simples 

séquences [SSR : « Simple Sequence Repeat »]). Le nombre de répétition de ces 

motifs varie d’un individu à l’autre occasionnant un polymorphisme de taille. Ces SSR 

sont généralement localisées au niveau de séquences non codantes car ce 

polymorphisme changerait le cadre de lecture. Seuls les motifs de trinucléotides 

permettent son maintien par l’ajout ou la suppression d’un codon. Pour cette étude, 

nous avons choisi 8 marqueurs constitués de répétitions de dinucléotides et un 

marqueur constitué de répétitions de trinucléotides.  

Le choix des marqueurs microsatellites est déterminant dans l’interprétation des 

écarts à l’équilibre d’Hardy-Weinberg. Il est nécessaire d’utiliser des marqueurs 

sélectivement neutres pour s’affranchir d’éventuelles pressions de sélection 

susceptibles de mimer ou de masquer le signal d’une structure génétique des 

populations. Pour ce faire, outre le fait de limiter les marqueurs présents dans des 

régions codantes, il faut limiter la proximité physique avec un gène soumis à une 

pression de sélection. Ce dernier point nécessite un génome complet et annoté avec 

une bonne connaissance des pressions de sélection qui s’exercent sur les gènes. Les 

informations disponibles pour An. darlingi restent parcellaires et ne permettent pas de 

cartographier les microsatellites disponibles dans son génome (Marinotti et al. 2013).  

L'amplification par PCR nécessite la connaissance des 2 séquences flanquantes 

du locus où sont choisies les 2 séquences complémentaires des amorces. Pour ce 

faire, soit on constitue une banque génomique suivie d'un "screening" approprié 

(recherche de séquences microsatellites à l'aide de sondes) à partir d'une banque 

génomique séquencée préexistante, soit une autre équipe a déjà défini ces séquences 

et mis au point la PCR pour l'espèce étudiée. C'est notre cas : l'équipe de Conn a mis 

au point 8 marqueurs microsatellites en 2001 (Conn et al. 2001) et l'équipe de A. F. 

Angêlla a mis au point 2 marqueurs supplémentaires (Angêlla et al. 2014). Nous avons 

choisi 8 microsatellites parmi ces 10 marqueurs publiés. 

L’avantage d'utiliser des marqueurs microsatellites en génétique des population est 

qu'ils sont considérés comme très polymorphes, codominants, abondants dans le 

génome et aisés à manipuler et mettre en évidence (Lehmann et al. 1996).  

Cependant, des contraintes liées à l’utilisation des marqueurs microsatellites en 

génétique des populations existent. Tout d’abord, le nombre de répétitions que 
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contient un microsatellite n’est pas infini et donc la taille des fragments, tout comme le 

nombre d'allèles différents à un locus est limité (Nauta et Weissing 1996; Lehmann et 

al. 1996). Ce phénomène peut introduire un biais dans l'estimation des flux de gènes 

en surestimant l’homologie des allèles entre différentes populations. De plus, le 

phénomène d’homoplasie de taille peut avoir lieu. C’est lorsque deux allèles sont de 

même taille mais résultent de processus évolutifs différents, ce qui conduira à un excès 

de similarité (Estoup et al. 2002). Celui-ci peut avoir plusieurs origines comme une 

variation de taille dans les séquences flanquantes (délétions ou insertions) (Figure 7). 

Cela peut aussi être dû à une variation du motif microsatellite lui-même qui varie de 

façon opposée en évoluant : par exemple une délétion pourra être compensée par une 

insertion de même taille lors d’une évolution ultérieure, on retourne alors au nombre 

de répétition d’origine. 

 

Figure 7 : Exemple illustrant le phénomène d’homoplasie dû à une variation 

dans les séquences flanquantes. Les variations de taille des séquences flanquantes 

compensent celles du marqueur microsatellite. Le génotypage ne pourra pas distinguer les 

deux individus, concluant à des tailles identiques, malgré un nombre de répétitions du motif 

différent. 

Les microsatellites restent donc un bon outil pour étudier la structure des 

populations d’une même espèce sauf pour des taux de mutation élevés (microsatellites 

hypervariables) ainsi que de fortes contraintes de taille d'allèles (Estoup et al. 2002). 

L'une des contraintes les plus importantes concernant les microsatellites est 

l'existence d'allèles nuls. Ce point sera développé à la partie 3.3.8. Il est aujourd’hui 

possible d’estimer la fréquence des allèles nuls grâce au logiciel Micro-Checker (Van 

Oosterhout et al. 2004). 

Pour conclure, il n’existe aucun marqueur génétique parfait. L’utilisation d’un 

marqueur génétique reste donc une question de choix à adapter à chaque projet de 

recherche qui prendra en compte les contraintes du marqueur choisi. 
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3.3. Tests statistiques utilisés en génétique des populations 

Nous allons détailler ici les tests statistiques utilisés dans nos études dont l’objectif 

est de caractériser les populations d’An. darlingi et de les comparer entre elles. 

Les écarts à l’équilibre d’HW peuvent être le fait des variabilités liées à 

l’échantillonnage ou résulter d’un réel phénomène. Afin de faire la distinction entre ces 

deux situations, la mise en place d’un test statistique aide à la décision. Il permet de 

calculer une probabilité de commettre une erreur associée à cette prise de décision. 

Ce risque d’erreur est appelé P-value. 

Pour cela, il faut tout d’abord poser l’hypothèse à tester : l’hypothèse nulle H0 

stipule que la population est conforme au modèle préétabli. Pour notre étude, 

l’hypothèse nulle posée correspond à une population à l’équilibre d’HW c’est-à-dire 

que les populations comparées ont les mêmes fréquences alléliques et un FST égal à 

zéro. 

La P-value est la probabilité de rejeter, à tort, l’hypothèse nulle H0 alors qu’elle 

est vraie. En l’absence d’aucun biais, le hasard seul fait croire dans x % des cas qu’H0 

est fausse alors que ce n’est pas le cas. Par exemple, c’est la probabilité de dire qu’un 

FST positif (les deux populations testées sont génétiquement différentes) est significatif 

alors qu’il ne l’est pas : la différence obtenue est induite par le hasard ou 

l’échantillonnage. 

Ensuite, pour considérer que la valeur statistique obtenue est significative, il faut 

fixer arbitrairement un seuil à partir duquel on décidera qu’H0 est rejetée. Ce seuil est 

appelé « risque de première espèce » ou « erreur de type I » et noté « α ». Pour 

prendre une décision sur la significativité des résultats, on compare la P-value obtenue 

avec α. En général, on choisit α = 0,05 (5%). Ce sera le cas pour notre étude. Si la P-

value obtenue est inférieure ou égale à 0,05, on considérera la valeur obtenue comme 

significative. Si la P-value est supérieure à 0,05, on considérera la valeur obtenue 

comme non significative. 

 

3.3.1. Le principe des permutations 

Afin d’estimer les P-values, lorsque les lois de distribution des paramètres étudiés 

ne sont pas connues, il est possible d’avoir recours à des procédures de randomisation 

(ou rééchantillonnage) aléatoire des données. Les programmes informatiques ont 

rendu possible ces approches. Les algorithmes de permutation génèrent un grand 

nombre de nouveaux jeux de données à partir desquels est recalculé le paramètre à 

tester. Sa variabilité sur l’ensemble des itérations permettra d’apprécier l’effet de 

l’échantillonnage et d’estimer la P-value. 
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3.3.2. Tester la panmixie locale en testant le FIS 

On peut tester la significativité du FIS (« significativement différent de 0 ») par un 

test de permutation des allèles sur les génotypes. Le test statistique va consister à 

calculer, compte tenu du nombre de loci sur lequel la mesure a été faite, du degré de 

polymorphisme de ces différents loci (nombre d’allèles, distribution) et du nombre 

d’individus génotypés, la probabilité d’avoir obtenu, sous l’hypothèse de la panmixie 

(H0), un FIS plus important ou moins important que celui observé (test bilatéral).  

Autrement dit, on prend les allèles présents chez l’ensemble des individus de notre 

échantillonnage et on les réassocie au hasard sous H0. On obtient un FIS global. On 

fait cela 10 000 fois. On obtient à chaque fois 2 possibilités :  

- On obtient une valeur de FIS, sous H0, plus grande que le FIS observé, 

- On obtient une valeur de FIS, sous H0, plus petite que le FIS observé. 

On obtient donc, après 10 000 permutations, la distribution des FIS obtenus. On en 

extrait le pourcentage de valeurs obtenues supérieures à la valeur observée du FIS 

(pour tester un déficit en hétérozygotes) et le pourcentage de valeurs inférieures (pour 

tester un excès d’hétérozygotes). 

Il reste alors à interpréter ces estimations. Nous avons précisé plus haut que nous 

avons choisi α = 0,05 (5%). Cela signifie que : 

- Pour une valeur de FIS observée positive : le résultat est significatif si le 

pourcentage de FIS obtenus supérieurs au FIS observé est inférieur à 5%. 

Autrement dit, si au moins 95% des valeurs obtenues par permutation sont 

inférieures au FIS observé, ce dernier est significatif. On peut considérer que le 

« signal » existe car quand on fait une simulation par permutation, on tombe en 

dessous de cette valeur dans au moins 95% des cas. 

- Pour une valeur de FIS observée négative : le résultat est significatif si le 

pourcentage de FIS obtenus inférieurs au FIS observé est inférieur à 5%. 

Autrement dit, si au moins 95% des valeurs obtenues par permutation sont 

supérieures au FIS observé, ce dernier est significatif. On peut considérer que 

le « signal » existe car quand on fait une simulation par permutation, on tombe 

au-dessus de cette valeur dans au moins 95% des cas. 

Dans notre étude, nous nous sommes intéressés au FIS afin de tester s’il existe une 

structuration au sein de notre échantillonnage (déficit en hétérozygotes). C’est donc 

un FIS observé significativement positif que l’on cherche à mettre en évidence (1er cas 

ci-dessus). La P-value à prendre en compte pourrait donc correspondre au 

pourcentage de FIS obtenus plus grands que le FIS observé. 

Cependant, le test effectué est un test bilatéral, somme de 2 tests unilatéraux : 

nous avons testé le déficit en hétérozygote (pourcentage de FIS obtenus supérieurs au 

FIS observé = Pmax) et l’excès d’hétérozygotes (pourcentage de FIS obtenus inférieurs 

au FIS observé = Pmin). 

Il a donc été nécessaire d’effectuer une « correction » pour obtenir une P-value 

bilatérale et ne pas perdre en puissance lors du test.  

La formule suivante a été utilisée :      𝑃 𝑣𝑎𝑙𝑢𝑒 = 𝑃𝑚𝑖𝑛 + (1 − 𝑃𝑚𝑎𝑥). 
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3.3.3. Tester la structuration en testant le FST 

On peut également tester la significativité du FST (« significativement différent de 

0 ») par un test de permutation. 

On prend ici les individus présents dans l’ensemble de notre échantillonnage et on 

les redistribue au hasard dans les différentes populations définies (sous-

échantillonnage). On simule ici la migration des individus entre les populations (H0). 

On obtient un FST. 

On fait cela 10 000 fois. On obtient à chaque fois 2 possibilités :  

- On obtient une valeur de FST, sous H0, plus grande que le FST observé, 

- On obtient une valeur de FST, sous H0, plus petite que le FST observé. 

On obtient donc, après 10 000 permutations, la distribution des FST obtenus c’est-

à-dire le pourcentage de valeurs obtenues supérieures à la valeur observée du FST et 

le pourcentage de valeurs inférieures. 

Ici, contrairement au FIS, nous ne pouvons avoir que des valeurs positives de FST. 

L’interprétation est donc plus simple. Une valeur positive signifie qu’il existe une 

structuration si elle est significative. 

Nous avons choisi α = 0,05 (5%). Cela signifie que le résultat est significatif si le 

pourcentage de FST obtenus supérieurs au FST observé est inférieur à 5%. Autrement 

dit, si au moins 95% des valeurs obtenues par permutation sont inférieures au FST 

observé, ce dernier est significatif. On peut considérer que le « signal » existe car 

quand on fait une simulation par permutation, on tombe en dessous de cette valeur 

dans au moins 95% des cas. 

 

3.3.4. Tester la panmixie globale en testant le FIT 

On prend ici les allèles de tous les individus et on les réassocie au hasard dans 

l’ensemble de notre échantillonnage, un grand nombre de fois. On mesure le FIT sur 

l’ensemble des loci.  

Pour notre étude, il est redondant de tester le FIT après avoir calculé le FIS et le FST. 

Nous n’en parlerons donc plus par la suite. 

 

3.3.5. Tester les déséquilibres de liaison 

On prend ici les loci deux à deux et on les recombine entre eux au hasard à 

l’intérieur de chacune des populations. On fait cela 10 000 fois et on obtient la 

distribution des déséquilibres de liaison sous l’hypothèse nulle (H0 = absence 

d’association statistique entre loci). On compare cette distribution au déséquilibre de 

liaison observé par paire de loci dans chaque population. 
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3.3.6. Correction de Bonferroni 

On a fixé arbitrairement l’erreur α à 5%, seuil à partir duquel on décidera qu’H0 est 

rejetée. Ce seuil a été défini pour le cas où H0 ne porte que sur un seul paramètre, ce 

qui n’est plus valable dans le cadre de comparaisons multiples où le risque de rejeter 

à tort H0 augmente et n’est plus contrôlé (il devient supérieur à 5%). Pour prendre en 

compte ce biais, une correction de Bonferroni a été appliquée. Cette correction 

permet donc de corriger le seuil de significativité lors de comparaisons multiples. 

 

3.3.7. Cas des allèles nuls 

Dans notre étude, les allèles nuls correspondent à des allèles que l’on n’a pas pu 

détecter avec la méthode utilisée (ici, PCR multiplexe de marqueurs microsatellites). 

Il y a plusieurs possibilités sur l’origine de la non-détection. Tout d’abord, il peut exister 

des erreurs technologiques : 

- L’ADN de l’individu échantillonné a été dégradé lors de la conservation, 

- L’extraction de l’ADN a échoué,  

- L’amplification du marqueur microsatellite a échoué, 

- La détection de l’amplicon a échoué. 

Ces exemples affecteront certains échantillons qui apparaitront « blanc » : aucun 

allèle ne sera détecté. Nous avons un biais technologique. 

Une autre possibilité est une mutation dans la séquence flanquante du 

marqueur microsatellite pour un allèle. Pour cet allèle, l’amorce (de PCR), ne 

pouvant pas se fixer, aucune amplification n’aura lieu. L’individu apparaitra donc 

« blanc » à l’état homozygote (pas l’allèle détecté). Si l’individu est hétérozygote, 

il apparaitra homozygote pour l’autre allèle. Dans ce cas-ci, tous les individus 

possédant l’allèle nul sont concernés et l’étude est plus fortement impactée. C’est un 

problème afférent à la PCR qui doit être évalué et pris en compte dans l’analyse des 

marqueurs microsatellites.  

La présence d’allèles nuls à un locus va provoquer un déficit en hétérozygotes 

« artéfactuel » (un hétérozygote est repéré homozygote).  

Lorsque l’on observe un déficit en hétérozygotes avec nos données, il faut donc 

déterminer si ce déficit est causé par un phénomène biologique (autofécondation, effet 

Wahlund) ou par la présence d’allèles nuls. Pour cela, nous allons chercher à estimer 

à chaque locus et dans chaque population, la fréquence d’allèles nuls permettant 

d’expliquer le déficit. Nous avons utilisé le logiciel Micro-Checker version 2.2.3. qui 

permet de faire ces estimations (Van Oosterhout et al. 2004). Concrètement, il s’agit 

d’utiliser la fréquence estimée d’allèles nuls pour calculer la proportion d’individus 

« blancs » attendue sous l’hypothèse de panmixie (H0) et de la comparer avec la 

proportion d’individus « blancs » observée. On peut alors voir si les allèles nuls 

expliquent la totalité du déficit ou si celui-ci est causé par un phénomène biologique. 

En plus de donner la fréquence des allèles nuls attendue et observée, Micro-

checker permet de mettre en évidence 2 phénomènes : 
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- La dominance des allèles courts (« Large allele dropout ») : Au cours de la 

PCR, si une compétition existe entre les 2 allèles d’un même locus, c’est l’allèle 

le plus court qui sera le mieux amplifié (plus facile à polymériser) : alors un 

génotype hétérozygote sera faussement interprété comme homozygote pour 

l’allèle le plus court, 

- Le bégaiement de la polymérase (« stuttering ») : Parfois, la Taq ADN 

polymérase peut déraper donnant lieu à un produit de PCR ne correspondant 

pas à la matrice initiale. Cet artefact pourra occasionner un déficit en 

hétérozygotes que Micro-checker est capable de détecter (le déficit étant plus 

important pour les individus hétérozygotes avec des allèles de tailles proches). 

 

3.4. Etude de la structure génétique des populations d’Anopheles 

darlingi en Guyane 

L’objectif de cette thèse est d’évaluer la structure des populations et les flux 

de gènes chez An. darlingi en Guyane. En effet, la connaissance de la dynamique 

de ces populations de moustiques est importante pour concevoir des interventions 

efficaces de lutte antivectorielle.  

Deux hypothèses extrêmes peuvent être formulées pour comprendre l’intérêt de 

cette étude en lien avec la lutte antivectorielle. Une première hypothèse est qu’il 

n’existe qu’une seule population d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane. Si tel est le 

cas, les flux de gènes sont importants et il n’est pas envisageable de considérer que 

les pulvérisations d’insecticides extérieures et intradomiciliaires puissent avoir un effet 

local à long terme puisque qu’un flux d’individus permet continuellement de 

« réapprovisionner » rapidement la zone traitée. Une seconde hypothèse est qu’il 

existe une structuration des populations d’An. darlingi de telle sorte qu’il n’y ait aucun 

flux de gène, c’est-à-dire pas de brassage génétique entre les populations de deux 

sites géographiquement séparés. Ceci amène à une conclusion : ces deux populations 

ne se mélangent pas (isolement reproductif). Ainsi, une élimination locale du vecteur 

à l’aide de pulvérisation d’insecticides a un effet à long terme, il y a pas de 

« réapprovisionnement » par une population voisine. La réalité est sans doute située 

entre ces deux hypothèses extrêmes mais dans quelles proportions ? Ce type d’étude 

n’ayant jamais été réalisé en Guyane, il nous semble important de faire un « état des 

lieux » des populations d’An. darlingi présentes. 

Les données de structuration génétique des anophèles permettent donc d’apporter 

des éléments de réponse pour évaluer si, dans certaines zones en Guyane, le contrôle 

d’un des vecteurs du paludisme dans le cadre d’une lutte antivectorielle est possible. 

Huit marqueurs microsatellites ont été utilisés pour génotyper environ 2000 An. 

darlingi capturés principalement en Guyane. En amont, une étude préliminaire a été 

réalisée, permettant de vérifier que la méthode de capture (capture sur homme ou 

MosquitoMagnet®) ou l'heure de capture n'influencent pas la structure des populations 

créant un biais d’échantillonnage. 
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Le génome de l’anophèle est composé de 3 paires de chromosomes : une paire de 

chromosomes sexuels XX chez les femelles et XY chez les mâles et de 2 paires 

d’autosomes (chromosomes n°2 et 3) (Artemov et al. 2018).  

Dans la partie expérimentale, seconde grande partie de ce manuscrit, seront 

détaillées les deux études qui ont composé ce travail de thèse : tout d’abord l’étude 

méthodologique sur le mode de capture et les créneaux horaires, ensuite l’étude de 

structure génétique d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane. 
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PARTIE EXPERIMENTALE 

1. Structure génétique d’Anopheles darlingi en fonction du 

mode de piégeage et de l’horaire de capture 

Dans ce chapitre, je me suis intéressée plus particulièrement à l’échantillonnage 

des anophèles. Les spécimens d’An. darlingi échantillonnés pour étudier la structure 

génétique à l’échelle de la Guyane ont été capturés à l’aide de différentes méthodes : 

Capture sur Homme, Mosquito Magnet® avec attractant (Octénol ou Lurex™), Homme 

sous double moustiquaire, piège lumineux type CDC ou capture larvaire avec éclosion 

en laboratoire. Ils ont également été capturés à différents créneaux horaires selon les 

sites. Les captures ont été réalisées principalement à la tombée de la nuit mais sur 

certains sites, les captures ont été réalisées toute la nuit voire même en journée.  

Avant d’étudier la structure génétique d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane, il nous 

a semblé important de réaliser une étude méthodologique sur un possible biais 

d’échantillonnage, ce qui n’avait jamais été publié. Sachant que des populations 

sympatriques d’Anopheles ont été mises en évidence dans la littérature (Arredondo-

Jiménez et al. 1996; Moutinho et al. 2011; Angêlla et al. 2014; Guelbeogo et al. 2014; 

Campos et al. 2017), est-ce que les populations d’An. darlingi diffèrent selon les 

méthodes de capture utilisées ? Concrètement, est-ce que les populations capturées 

sur Homme ou dans un MosquitoMagnet® sont semblables ? Nous avons souhaité 

vérifier que le mode de capture choisi n’influence pas la capture d’une sous-population 

plus qu’une autre. En effet, si une sous-population d’An. darlingi est davantage 

capturée par un type de piégeage, les analyses moléculaires de structure des 

populations seront inévitablement biaisées si les moustiques échantillonnés ont été 

capturés avec des méthodes de collectes différentes.  

Pour cette étude préliminaire, nous avons choisi de comparer 3 modes de collecte 

réalisés selon un carré latin (3X3) sur le site de Blondin : la capture sur Homme et le 

Mosquito Magnet® utilisant comme attractant l’octénol (C8H16O ; 1-octen-3-ol, un 

alcool dérivé de l’oct-1-ène) ou le L(+)-acide lactique (Lurex™) (Hoel et al. 2007; 

Vezenegho et al. 2014). 

Compte tenu de l’absence de standardisation des protocoles de capture vis-à-vis 

des créneaux horaires de collecte des moustiques alors qu’une variation des rythmes 

d’agressivité a été démontrée au sein d’une même espèce, nous avons souhaité 

vérifier que ce sont bien les mêmes sous-populations d’An. darlingi qui sont capturées 

le soir, la nuit, tôt le matin ou en journée. Les moustiques ayant été capturés toute la 

nuit à Blondin, nous avons comparé les populations d’An. darlingi capturés le soir 

(18h30-22h30), en pleine nuit (22h30-5h) et tôt le matin (5h-7h). Curieusement, sur le 

site d’orpaillage de Dagobert, 15,7 % des spécimens d’An. darlingi ont été capturés en 

pleine journée. Il nous a semblé intéressant de choisir ce site pour effectuer également 

une comparaison génétique entre les moustiques attrapés de nuit (18h30-22h30) et 

ceux attrapés de jour (7h-15h). 

 Le génotypage de 522 moustiques a été réalisé à l’aide de 8 marqueurs 

microsatellites. Les captures ont été effectuées sur ces 2 sites entre septembre et 
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décembre 2013. Lors de la session de capture suivante, une rotation des pièges a été 

effectuée. Le degré de différenciation génétique entre sous-populations d'An. darlingi 

a été mesuré en calculant le FST. L’assignation des individus à des groupes a été 

réalisée par une analyse discriminante en composante principale (DAPC : 

« Discriminant Analysis of Principal Components »).  

L’article suivant a été soumis le 18/10/2020 au journal Parasites & Vectors. 
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2. Structure génétique des populations d’Anopheles 

darlingi en Guyane 

Une structuration des populations d’An. darlingi a été montrée en Amérique du Sud 

ailleurs qu’en Guyane : entre la Bolivie, le Vénézuela et le Brésil, entre le Brésil, le 

Pérou et l’Amérique centrale mais aussi à l’échelle du Brésil seul ou de la Colombie 

(Conn et al. 1999; Scarpassa et Conn 2007; González et al. 2007; Mirabello et al. 

2008; Rosero et al. 2017; Prussing et al. 2019). Aucune donnée à l’échelle de la 

Guyane n’était cependant disponible à l’initiation de nos travaux. 

Comme abordé à la sous-section 2.3.3., nous avons observé en Guyane un 

comportement différent d’An. darlingi entre les populations des fleuves, du littoral et 

des sites d’orpaillage en forêt. Le long des fleuves Maroni (Twenké, Taluen et Cayodé) 

et Oyapock (Camopi), le pic de densité se situe entre avril et juin, en saison des pluies 

(Girod et al. 2008; 2011) avec un taux de piqûre important toute l’année mais très 

variable selon les années à Twenké (Fouque et al. 2010). Au contraire, sur le littoral 

(Macouria et Saint-Georges [embouchure du fleuve Oyapock]), le pic de densité se 

situe entre septembre et novembre en saison sèche. De plus, le pic d’agressivité a lieu 

au crépuscule (18h à 22h) sur le littoral et le Maroni (Dusfour et al. 2013) mais un peu 

plus tard sur l’Oyapock (21h30-3h30) (Girod et al. 2008) alors qu’en pleine forêt, 15,7 

% des anophèles ont piqué en pleine journée (Pommier de Santi et al. 2017).  

Cette variabilité des comportements d’An. darlingi observés en Guyane suggère 

une hétérogénéité des populations de cette espèce à l’échelle de ce département. La 

supposition de l’existence de deux sous populations sur le fleuve Maroni avait 

d’ailleurs déjà été émise (Fouque et al. 2010), mais sans aucune étude de génétique 

des populations permettant de tester cette hypothèse. Une meilleure connaissance 

des populations vectorielles à l’échelle de la Guyane apparait aujourd’hui comme une 

nécessité. Les informations sur la structure des populations anophéliennes et leur 

dynamique en Guyane permettraient d’en optimiser la surveillance et la lutte. 

Comment choisir entre pulvérisations extérieures ou intradomiciliaire si la variabilité 

des comportements trophiques d’un vecteur est inconnue ? Comment surveiller les 

niveaux de résistance aux insecticides si la dynamique des populations n’est pas prise 

en compte ? La réponse à ces questions repose sur une meilleure compréhension de 

la structure des populations d’An. darlingi en Guyane. 

Nous avons sélectionné 1881 An. darlingi dont les heures de captures et les 

protocoles de collecte pouvaient varier. Les moustiques ont été capturés sur 14 sites 

en Guyane. Sept sites sont répartis sur le littoral (Kourou, Matoury, Cacao, Régina, 

Saint-Georges, Blondin et Saut-Maripa) et sept autres sont situés en forêt : à l’est sur 

l’Oyapock (Camopi), l’ouest sur la Maroni (Midenangalanti et Bois Martin) et en pleine 

forêt (Dorlin, Dagobert, Sikini et Alikéné). Des captures ont également été effectuées 

à l’ouest du Suriname en forêt, à Mozeskreek. Les moustiques ont ensuite été 

génotypés au niveau de 9 marqueurs microsatellites décrits dans la littérature. 

Sur la base des fréquences alléliques au niveau de ces marqueurs, une mesure de 

la diversité génétique des populations d’An. darlingi a été effectuée dans chaque 

localité. Les comparaisons des populations entre localités ont été basées sur l’index 
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de différenciation génétique (FST). Une analyse de regroupement (« clustering ») des 

génotypes avec ou sans prise en compte du lieu de prélèvement a été effectuée pour 

mettre en évidence d’éventuelles structures des populations sans a priori. Les deux 

méthodes implémentées, l’analyse discriminante en composante principale (DAPC) et 

l’inférence bayésienne (à l’aide du logiciel STRUCTURE [Pritchard et al. 2000]), ont 

été confrontées.  

L’article suivant est en préparation. 
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3. Discussion générale 

Dans le cadre de cette thèse je me suis intéressée à la structure génétique des 

populations d’An. darlingi, principal vecteur du paludisme en Guyane.  

Les études de structure des populations d’An. darlingi menées dans cette thèse 

ont permis de combler le manque de connaissances existantes sur le sujet en Guyane. 

Ces études répondent à un besoin de compréhension de la dynamique des 

populations d’An. darlingi.  

Un travail préliminaire s’est avéré nécessaire afin d’évaluer la faisabilité d’une 

étude de la structure génétique des populations d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane. 

De telles études à grande échelle s’appuient sur plusieurs campagnes de collecte 

impliquant plusieurs méthodes de collecte et des créneaux horaires de capture 

variables. Ces modifications peuvent être à l’origine de biais d’échantillonnage qu’il a 

été nécessaire d’évaluer. 

Aucune valeur de FST ne s’est révélée statistiquement significative pour toutes les 

comparaisons effectuées. L’analyse discriminante en composante principale a donné 

des populations dont les ellipses se superposaient. Ces résultats suggèrent que les 3 

types de collecte étudiés (capture sur Homme, MosquitoMagnet® avec Lurex™ ou 

octénol) attirent les mêmes populations d’An. darlingi. Différentes méthodes de 

collectes peuvent donc être utilisées pour réaliser l’échantillonnage d’anophèles dans 

le cadre d’études moléculaires comme des études de structure génétique des 

populations. De même, l’heure de capture n’a pas été associée à des variations des 

populations anophéliennes.  

Cette étude préliminaire a permis de confirmer que notre choix d’échantillonnage 

pour l’étude de structure des populations d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane 

n’insérait pas de biais dû à la méthode ou l’heure de capture et permettait d’étudier la 

structure d’An. darlingi en Guyane. 

Le second travail avait donc pour objectif d’évaluer la structure génétique d’An. 

darlingi en Guyane. Pour ce faire, 1881 moustiques, capturés dans 14 sites répartis 

en Guyane sur le littoral et en forêt et un site forestier au Suriname, ont été génotypés. 

Les analyses réalisées avec STRUCTURE ont permis de mettre en évidence cinq 

« clusters » comme indiqué dans la Figure 8. Les sept sites situés le long du littoral 

se répartissent en deux clusters : le premier était constitué de Blondin, Régina, Saint-

Georges et Saut-Maripa et le second contenait Kourou, Matoury et Cacao. Trois sous-

populations étaient détectées dans les sites forestiers : un cluster était formé par 

Dagobert, Alikéné, Camopi et Sikini, le second par Dorlin, Bois Martin et 

Midenangalanti. Enfin, Mozeskreek, le seul site au Suriname, a formé un « cluster » à 

lui tout seul.  
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Figure 8 : Assignation des populations d’An. darlingi par site selon les 

analyses d’inférence bayésienne réalisées avec le logiciel STRUCTURE.  

Chaque couleur correspond à un cluster contenant des populations d’An. darlingi 

génétiquement similaires. 

 

Concernant les sites du littoral (Kourou, Matoury, Cacao, Régina, Saint-Georges, 

Blondin et Saut-Maripa) (en gris et bleu sur la Figure 8), l’homogénéité des populations 

est en adéquation avec la situation locale. Les déplacements humains y sont 

importants via le seul réseau routier présent en Guyane qui relie Saint-Laurent-du-

Maroni à Saint-Georges en passant pas Kourou, Matoury, Cacao et Régina (Figure 

1). Saint-Georges est également relié à Blondin et Saut-Maripa par des navigations 

fréquentes en pirogue sur le fleuve Oyapock. L’attribution des individus à l’un ou l’autre 

des deux clusters du littoral se fait graduellement selon l’éloignement géographique 

entre les sept sites avec une appartenance à l’un des 2 clusters dans des proportions 

variables. Il est probable que ce phénomène soit expliqué par une diffusion passive 

des moustiques avec les déplacements humains.  

Concernant les sept sites forestiers en Guyane, les sites proches du fleuve 

Oyapock (Alikéné, Sikini et Camopi, en orange sur la Figure 8) et ceux du fleuve 

Maroni (Midenangalanti et Bois Martin, en rouge sur la Figure 8) se trouvaient dans 

deux groupes différents. Les deux sites d’orpaillage au centre de la Guyane, Dagobert 

et Dorlin, bien que géographiquement proches, sont quant à eux répartis dans 2 

clusters différents : Dagobert appartenait au cluster contenant les sites de l’Oyapock 

et Dorlin était avec le cluster des sites du Maroni. Dorlin est situé le long de la crique 

Petit Inini qui se jette dans la rivière Grande Inini se jetant elle-même dans le fleuve 

Maroni. Il parait donc probable que les moustiques de Dorlin se retrouvent 

génétiquement proches de ceux du fleuve Maroni puisque les déplacements humains 

fluviaux les relient et peuvent entrainer une diffusion passive. De manière semblable, 

l’axe entre Dagobert et Camopi est soumis à un important déplacement d’orpailleurs 
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qui peuvent travailler sur différents sites d’orpaillage sur une même année dans cette 

zone (Pommier de Santi et al. 2016b). Ce trafic fluvial peut être à l’origine de diffusion 

passive de moustiques et explique que Dagobert est situé dans le même cluster que 

les sites de l’Oyapock. On constate une nette séparation entre les sites du littoral et 

les sites forestiers avec une différentiation génétique significative entre ces faciès 

écologiques. Mozeskreek, le seul site externe au département, apparait comme un 

groupe externe (« outgroup ») constituant à lui tout seul un cluster. Ces observations, 

sur la base d’un seul site extérieur au département, suggéreraient des échanges 

modérés entre la Guyane et les pays limitrophes. 

L’analyse discriminative en composante principale (DAPC) a mis en évidence 4 

clusters comme indiqué dans la Figure 9. Tous les sites du littoral ont été affectés 

dans un même groupe. Les sites de la forêt ont été répartis dans 3 groupes : un groupe 

comprenait Dagobert et Alikéné. Le second groupe comprenait Camopi et Sikini. Le 

dernier groupe comprenait Dorlin, Midenangalanti et Bois-Martin. Mozeskreek a été 

assigné au groupe formé par Camopi et Sikini.  

 

 

Figure 9 : Assignation des populations d’An. darlingi par site selon l’analyse 

discriminante en composantes principales (« Discriminant Analysis of 

Principal Component » [DAPC]).  

Chaque couleur correspond à un « cluster » d’An. darlingi. 

 

Tous les sites du littoral ont été affectés dans un même groupe alors que les 

analyses avec STRUCTURE en formaient deux. Les sites de la forêt ont été répartis 

dans 3 groupes similaires à ceux trouvés avec STRUCTURE : un groupe comprenait 

Dagobert et Alikéné. Le second groupe comprenait Camopi et Sikini. Le dernier groupe 

comprenait Dorlin, Midenangalanti et Bois-Martin. Mozeskreek a été assigné au 
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groupe formé par Camopi et Sikini, contrairement aux résultats des modélisations 

bayésiennes implémentées sous STRUCTURE. L'illustration DAPC semble avoir 

généré une distorsion des distances entre certaines populations. 

Concernant les valeurs de FST obtenues pour les sites du littoral, une différenciation 

génétique non significative a été observée entre Saint-Georges et Matoury, Saut 

Maripa et Matoury, Saut Maripa et Régina, Saut Maripa et Saint-Georges. Toutes les 

autres comparaisons entre sites du littoral étaient statistiquement significatives mais 

les FST étaient faibles, ce qui est corrélé avec les résultats précédents. Concernant les 

sites en forêt, les valeurs significatives de FST étaient faibles à modérées et non 

significatives entre Sikini et Camopi, corroborant avec les analyses précédentes. 

Les analyses ont donc révélé une structuration des populations d’An. darlingi à 

l’échelle de la Guyane, particulièrement entre les sites du littoral et ceux situés en forêt. 

En Guyane, sur le littoral, un pyréthrinoïde (deltaméthrine) est pulvérisé 

régulièrement dans le cadre de la lutte antivectorielle lors des épidémies d’arboviroses 

(dengue, chikungunya ou Zika) pour lutter contre leur vecteur, Aedes aegypti mais 

aussi ponctuellement lorsque des cas de paludisme sont détectés localement 

(aujourd’hui principalement sur Saint-Georges). Nous n'avons pas mis en évidence de 

structuration génétique d'An. darlingi entre les sites du littoral. Jusqu'à présent, An. 

darlingi est resté sensible à la deltaméthrine en Guyane (Epelboin et al.  2018) et il 

existe peu de preuves de résistance aux insecticides chez cette espèce, le seul 

exemple ayant été démontré en Colombie (Orjuela et al. 2018). À Blondin, une 

résistance rare aux pyréthrinoïdes a été signalée mais sans avoir pu s’y implanter 

(Vezenegho et al., manuscrit en préparation, Annexe 2). Compte tenu de nos résultats, 

l’importation d’une telle résistance sur le littoral pourrait alors se propager rapidement 

à toute la zone côtière. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

La surveillance entomologique fait partie intégrante des programmes de lutte 

antivectorielle. L’étude de la structure génétique des populations d’Anopheles spp. 

permet de préciser leur distribution spatiale et leur dynamique. Ce sont des 

informations précieuses pour adapter les stratégies de lutte antivectorielle. 

A l’échelle de la Guyane, nous avons mis en évidence cinq sous populations. Les 

deux premiers « clusters » regroupent tous les sites du littoral : Kourou, Matoury, 

Cacao, Régina, Blondin, Saint-Georges et Saut-Maripa. Les trois autres clusters 

forment une entité. Ils regroupent les populations de la forêt : Sikini, Camopi, Alikéné, 

Dagobert, Dorlin, Midenangalanti et Bois Martin. Une structuration des populations 

d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane a donc été mise en évidence selon les deux 

faciès écologiques. Les sites du littoral sont probablement soumis à une diffusion 

passive de moustiques liée aux déplacements humains par l’unique route nationale 

qui traverse la Guyane d’ouest en est le long du littoral. Les populations forestières 

d’An. darlingi semblent s’être structurées par diffusion passive selon les déplacements 

des orpailleurs entre les sites d’orpaillage. Un test de la corrélation entre les distances 

génétiques et les distances géographiques permettrait de compléter ces résultats afin 

de voir si l’éloignement géographique explique la différentiation génétique observée 

entre ces sites. Ce test fait partie des perspectives. 

Des résistances d’An. darlingi aux pyréthrinoïdes ont été détectées pour la 

première fois en Guyane à Saint-Georges par l’Institut Pasteur de la Guyane mais elles 

ne perdurent pas dans le temps (la sensibilité se rétablit ensuite). Anopheles darlingi 

étant une espèce principalement sylvatique, l’explication peut être l’introduction 

continuelle de moustiques sensibles allant des zones forestières proches vers les 

zones urbanisées du littoral (où les insecticides sont utilisés), diluant ainsi l’effet de 

résistance (Vezenegho et al. 2020, Annexe 2). Cette hypothèse est encouragée par 

les résultats de nos travaux. En effet, Saint-Georges fait partie du cluster du littoral 

avec Kourou, Matoury, Cacao, Régina, Blondin et Saut-Maripa. De plus, aucune 

différentiation génétique significative n’a été relevée entre Saint Georges et Matoury 

et Saint-Georges et Saut-Maripa. De ce fait, l’élimination du vecteur lors des 

pulvérisations d’insecticide à Saint-Georges ne pourrait qu’avoir un effet temporaire 

puisque les moustiques des localisations voisines pourraient recoloniser le site. En 

effet, la différentiation génétique étant nulle ou faible avec les moustiques des autres 

communes du cluster du littoral, ces dernières peuvent participer à la recolonisation. 

La compréhension de ces éventuelles dynamiques de populations vectorielles 

mériterait d’être documentée pour comprendre ces variations très localisées des 

niveaux de résistances aux insecticides. Certaines études ont déjà démontré qu’il 

existe des microstructures d’An. darlingi (Angêlla et al. 2014; Campos et al. 2017) et 

un échantillonnage adapté nous permettrait de clarifier ce point en Saint-Georges de 

l’Oyapock.  

D’autres perspectives sont également possibles avec les populations d’An. darlingi 

d’ores et déjà collectés. Lainhart et al. ont mis en évidence une structuration des 

populations d’An. darlingi en fonction de l’année de capture : un remplacement de la 
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population a eu lieu en 6 ans. Sur certains sites, les moustiques ont été capturés 

chaque année. Il serait intéressant de voir le niveau de différentiation génétique entre 

les populations d’un même site mais avec une ou plusieurs années d’écart. Angêlla et 

al. ont mis en évidence une microstructure saisonnière d’An. darlingi, c’est-à-dire 

l’existence de deux populations génétiquement différentes adaptées à des périodes 

différentes de la saison des pluies. Sur certains sites, les moustiques ont été capturés 

en saison des pluies et en saison sèche la même année. Il serait intéressant de voir le 

niveau de différentiation génétique entre les populations d’un même site selon la 

saison. 

Nos travaux vont permettre de prendre en compte la structuration d’An. darlingi en 

Guyane lors de la conception des programmes de surveillance et de lutte 

antivectorielle. 
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ANNEXES 

ANNEXE 1 : Marqueurs microsatellites génotypés 

ADC01 

Séquence amplifiée : gi|18652992|gb|AF322185.1| 

GCTCTAATGATGCTCGTAACCGCTTATCGTATCTCCATGCCATCCGGCTACAAGGACCG

CTTCACTAGACAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGAGGCAC

TCGCGTCGCAATAACTCACCTGTSAGCAGGTAGTAGCAAGTGCGGTGTCG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC01-F 
GA 

5' GCTCTAATGATGCTCGTAACCGCT 3'  7303,8 

ADC01-R 5' CGACACCGCACTTGCTACTACCTG 3' FAM 7758 

Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC110 

Séquence amplifiée : gi|18652997|gb|AF322190.1| 

CCGAACAACAGCCAACAGCTGTGGAGAGGAGGTGTTAACTCGTACTGAATGGA

ATTTACATATTTTGTCGAATGACAAATTGCGTGTGTGTGTGTGTGTGTGTGTGTG

TGTGTGTCGTGCGCTGCAATTCCACGGGGAAACGGGGAGGGGTAATTTCGTGT

GTAACGATTGTGTCGAACG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC110-F 
GT 

5' CCGAACAACAGCCAACAGCTGTG 3'  7011,6 

ADC110-R 5' CGTTCGACACAATCGTTACACACG 3' VIC 7985 
 
Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC28 

Séquence amplifiée : gi|18652994|gb|AF322187.1| 

CTCGTCGTCAGCGTCGTGCCAAGTACGGACACTGTGCCTGTCTCCTTAGACAG

AGAGAGAGAGAGAGAGAAACAGAGAGCATACATTAGACGCTCGTCCCGCCATT

TTCTCCGTTACGCAGTGGATGGGCA 

Amorces :  

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC28-F 
GA 

5' CTCGTCGTCAGCGTCGTGC 3'  5771,8 

ADC28-R 5' TGCCCATCCACTGCGTAACGG 3' PET 7266 
 
Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC29 

Séquence amplifiée : gi|18652995|gb|AF322188.1| 

CATGGAACGCACTGGGATTATTGCTGGATGAACCGACAGAAGTAGAAATGGACT

CCGGTGTTTGTATGCTCAAGCAGCAACGCGGTGGATAACTATTATGCAATCCAT

CGATCGTTGGCCGAGAATGAACAGATAGAGAGAGAGAGAGAGAGAAAGCGAG

GGGATGGAATAGAGTGTGGTTGGCTTCATTGTGCGACCGCCCGATGATGCTTAA

AAGGGAAACTGATTTTGCAATTCAATTTCGGATTACGCGATG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC29-F 
GA 

5' CATGGAACGCACTGGGATTATT 3'  6774,5 

ADC29-R 5' CATCGCGTAATCCGAAATTGAA 3' PET 7627 
 

Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC107 

Séquence amplifiée : gi|18652996|gb|AF322189.1| 

GTCCACTCCCAGGCACACAAACACACACACACACACACACACACTCACGTACAC

ACGTAACATACCACAAACTAATATGCAAATTACTAAACGGTTCCTCCTCGCCTTC

GGATGCAGGAAAGGAAAGTTTGCCTCGATTGCT 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC107-F 
AC 

5' GTCCACTCCCAGGCACAC 3'  5389,5 

ADC107-R 5' AGCAATCGAGGCAAACTTTC 3' FAM 6634 
 
Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC02 

Séquence amplifiée : |18652993|gb|AF322186.1| 

CACACTGGGGCATCATTCATTTCGTAGATAGACAAGGAGGGTGGGAGAGGGAG

GGGAATAGTGGGAGAAATAGAGAGAAAAAAATAGAGAGAGAGAGAGAAGAAGA

AGAGAAAAAGAGAGAGAGAGAGTGGGAAAGAATAGATAGCCCGG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC02-F 
GA 

5' CACACTGGGGCATCATTCATTTC 3'  6974,6 

ADC02-R 5' CCGGGCTATCTATTCTTTCCCACT 3' PET 8105 
 
Exemple d’électrophorégramme : 
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ADC137 

Séquence amplifiée : gi|18652998|gb|AF322191.1| 

TCTTACGGGAATGGTGCGACGCTCGGATGCGACAGTTTTGCGTGGTTCGCACA

TGGTCTCCTTTTCTGTGCGTGTGTGTGTGTGTGTGTGTGTATGTGTTCGCTAAC

CTGAATATTGGTCAACAGCGTATGGGTGGCTG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADC137-F 
GT 

5' TCTTACGGGAATGGTGCGACGCTC 3'  7384,8 

ADC137-R 5' CAGCCACCCATACGCTGTTGACCA 3' NED 7954 
 

Exemple d’électrophorégramme : 
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ADMP9 

Séquence amplifiée : gi|82560823|gb|DV729762.1|DV729762 

ACAACGTCCAATGCAACAACGGCCAATGAAACAACAACAACAACAACAACAACA

ACAACAACGACAGAGGCTCCAGCAACGAATGCTTCTAGCAGCTCGAATACGAC

CACAACGGAGCCGAGCCTGGTGGATCAGTATCGGGATCAGGTACGCCAGGAAG

CGATACAGAAAGCCCTCGAG 

Amorces : 

Désignation 
amorce 

Motif 
répété 

Séquence 
Fluorochrome 
associé 

Poids 
moléculaire 
(g.mol-1) 

ADMP9-F 
AAC 

5' ACAACGTCCAATGCAACAAC 3'  6048 

ADMP9-R 5' CTCGAGGGCTTTCTGTATCG 3' VIC 6818 
 

Exemple d’électrophorégramme : 
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ANNEXE 2 : Short Communication in preparation for 

submission to American Journal of Tropical Medicine 

and Hygiene 
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Résumé 

Cette thèse a pour but d’évaluer la structuration des populations d’Anopheles darlingi en Guyane. 

Une étude de génétique des populations sur An. darlingi se justifie parce que c’est un vecteur important 

du paludisme en Amérique du Sud et particulièrement en Guyane. Nous avons besoin de mieux 

connaitre le vecteur afin d’espérer agir sur la transmission des plasmodies dans le cadre de la lutte 

antivectorielle. 

Un premier axe repose sur une étude méthodologique permettant de déterminer si la méthode 

de capture (capture sur homme ou MosquitoMagnet® utilisant l’octénol ou le Lurex™ comme attractant) 

ou l'heure de capture influence la structure des populations d’An. darlingi. Cela a permis de préciser si 

la capture pouvait entrainer un biais d’échantillonnage. En effet, si on capture des populations différentes 

d’An. darlingi lors de l’utilisation de pièges différents ou lorsqu’on capture à des horaires différents, il 

devient impossible de faire des études de structure génétique excepté avec des moustiques capturés 

avec le même type de piégeage et à la même heure. De même, il devient impossible de comparer 

plusieurs études entre elles si elles n’ont pas utilisé le même mode de capture ou le même créneau 

horaire.  

Un second axe est dédié à l’étude, chez An. darlingi, de la diversité génétique des populations à 

l’échelle de la Guyane. L’échantillonnage a été effectué sur 14 sites en Guyane et un site au Suriname 

réparti selon deux différents faciès écologiques : le littoral et la forêt. Le génotypage a été obtenu pour 

un total de 1881 individus à l’aide 8 marqueurs microsatellites. Cette étude permet d’évaluer la structure 

des populations d’anophèles en Guyane. L’intérêt est de mieux connaitre les populations de vecteurs 

du paludisme sur le territoire et donc de mieux les contrôler dans le cadre de la lutte antivectorielle. 

L’étude méthodologique préliminaire a montré que les 3 types de collecte étudiés attirent et 

capturent les mêmes populations d’An. darlingi. Différentes méthodes de collectes peuvent donc être 

utilisées pour réaliser l’échantillonnage d’anophèles dans le cadre d’études moléculaires comme des 

études de structure génétique des populations. De même, l’heure de capture n’a pas été associée à des 

variations des populations anophéliennes. 

A l’échelle de la Guyane, nous avons mis en évidence cinq sous populations de moustiques 

appartenant à l’espèce An. darlingi. Les deux premiers « clusters » regroupent tous les sites du littoral : 

Kourou, Matoury, Cacao, Régina, Blondin, Saint-Georges et Saut-Maripa. Les trois autres clusters 

forment une entité. Ils regroupent les populations de la forêt : Sikini, Camopi, Alikéné, Dagobert, Dorlin, 

Midenangalanti et Bois Martin. Une structuration des populations d’An. darlingi à l’échelle de la Guyane 

a donc été mise en évidence selon les deux faciès écologiques. Les sites du littoral sont probablement 

soumis à une diffusion passive de moustiques liée aux déplacements humains par l’unique route 

nationale qui traverse la Guyane d’ouest en est le long du littoral. Les populations forestières d’An. 

darlingi semblent s’être structurées par diffusion passive selon les déplacements des orpailleurs entre 

les sites d’orpaillage illégaux. 

Les études de structure des populations d’An. darlingi menées dans cette thèse ont permis de 

combler le manque de connaissances existantes sur le sujet en Guyane. Ces études répondent à un 

besoin de compréhension de la dynamique des populations d’An. darlingi. Cette structuration doit être 

prise en compte lors de la conception des programmes de surveillance et de lutte antivectorielle. 

 

Mots clefs : Anopheles darlingi, Amazonie, Structure génétique des populations, Microsatellites, 

Méthodes de collecte, Créneaux horaires de collection, Paludisme 



 

 

Abstract 

The aim of this thesis is to assess the populations structure of Anopheles darlingi in French 

Guiana. A population genetics study on An. darlingi is justified because it is an important vector of 

malaria in South America and particularly in French Guiana. We need to know more about this 

mosquito species to reduce transmission of malaria parasites by vector control. 

The first approach is a methodological study designed to determine whether the capture 

method (Human landing catch or MosquitoMagnet® with octenol or Lurex™ as attractant) or the 

time of capture influences the population structure of An. darlingi. This step clarifies whether the 

collection method could lead to sampling bias. Indeed, if we capture different populations of An. 

darlingi using different trapping methods or at different times of the day, it becomes impossible to 

perform genetic structure studies, except with mosquitoes captured with the same type of trap and 

at the same time each day. Likewise, it becomes impossible to compare studies using different 

capture methods or different time slots. 

The second objective is focused on the genetic diversity of An. darlingi populations in French 

Guiana. Sampling was carried out at 14 sites in French Guiana and one site in representing two 

different ecological zones: the coast and the forest. Genotyping was performed on a total of 1881 

mosquitoes using 8 microsatellite markers. This study allowed to evaluate the population structure 

of Anopheles in French Guiana. The relevance of this study lies in the fact that it helps us better 

understand the populations of malaria vectors in the territory and therefore to improve vector control 

measures. 

The preliminary methodological study showed that the 3 methods of mosquito collection 

studied attract and capture the same populations of An. darlingi. Different collection methods can 

therefore be used to carry out sampling of Anopheles for molecular studies including studies on 

population genetic structure. Likewise, the time of capture was not associated with variations in 

Anopheles populations. 

In French Guiana, we have identified five sub-populations of An. darlingi mosquitoes. The 

first two “clusters” bring together all the coastal sites: Kourou, Matoury, Cacao, Régina, Blondin, 

Saint-Georges and Saut-Maripa. The other three clusters form a single entity, they bring together 

the forest populations: Sikini, Camopi, Alikéné, Dagobert, Dorlin, Midenangalanti and Bois Martin. 

A distinct population structure of An. darlingi mosquitoes has therefore been identified based on two 

ecological strata in French Guiana. Coastal sites are probably subject to a passive diffusion of 

mosquitoes associated with human travel by the only road that crosses French Guiana from West 

to East along the coast. The forest populations of An. darlingi seem to be structured by passive 

following the gold miners’ displacements between different illegal gold mining sites. 

Population structure studies of An. darlingi carried out in this thesis work fill a gap in existing 

knowledge in the field of entomology/epidemiology in French Guiana. These studies meet the need 

to understand the dynamics of An. darlingi populations. This structure should be taken into account 

when designing programs of surveillance and vector control. 

 

Keywords : Anopheles darlingi, Amazonia, Population genetic structure, Microsatellites, Collection 

methods, Time slot, Malaria 


