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1.      INTRODUCTION 

          Les changements globaux tels que le réchauffement climatique, ou encore la 

fragmentation des paysages due à l’urbanisation, entraînent une réorganisation des 

territoires et une perturbation des écosystèmes. Les aires de répartition de certaines 

espèces sont alors modifiées et les contacts entre la faune sauvage et les différents 

animaux domestiques deviennent plus fréquents ce qui peut favoriser l’émergence de 

zoonoses (CGDD, 2022) (Figure 1). Ces maladies, représentant 60% des maladies 

infectieuses humaines, se transmettent de l’Homme à l’animal et inversement par 

l’intermédiaire d’espèces vectrices (OIE, 2020). Les aires de distribution des vecteurs 

étant modifiées, celles des pathogènes qu’ils abritent le sont également. Les vecteurs 

sont principalement des insectes comme les moustiques, premiers vecteurs mondiaux 

et des acariens hématophages comme les tiques, premiers vecteurs de pathogènes en 

Europe (ANSES, 2022). Comprendre la dynamique des hôtes et de leurs différents 

parasites, en prenant en compte l’impact des changements environnementaux et des 

activités humaines permet de comprendre la distribution, l’abondance ou la virulence 

des différents agents pathogènes qu’ils abritent (Jourdain et Paty, 2019 ; Boussaa, 

2008). 

Les tiques sont des arthropodes portant une grande diversité de micro-

organismes tels que des bactéries, des protozoaires, des nématodes et des arbovirus, 

dont les effets sur l’hôte s’étendent le long d’un continuum entre le mutualisme et le 

parasitisme, (Narasimhan et Fikrig, 2015 ; Parola et Raoult, 2001). Les tiques sont 

également bien connues pour leur capacité à vectoriser des pathogènes impliqués 

dans la propagation de maladies émergentes infectant les Hommes. Parmi les agents 

infectieux dont l’aire de répartition s’étend en France, on observe le virus TBE (Tick 

Borne Encephalitis) responsable de la méningo-encéphalite à tiques, les bactéries de 

la famille de Rickettsiaceae responsables de la fièvre boutonneuse méditerranéenne 

(FBM), et principalement la bactérie Borrelia burgdorferi responsable de la maladie 

de Lyme, vectorisée par Ixodes ricinus (Burgdorfer et al., 1982 ; Layouni, 2018). 

C’est une des maladies qui progresse le plus dans l’hémisphère Nord, avec 60 000 

cas par an estimés en France selon les données de l’OMS (2020).  

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Schéma explicatif du contexte de l’étude : l’urbanisation entraine une 
augmentation des contacts entre la faune sauvage et la faune domestique, infectées par 
les tiques. Les risques de transmission des maladies à tiques aux Hommes sont donc 
plus importants.  



 

    Les tiques sont réparties en trois grandes familles. Les deux principales sont 

les familles des Ixodidae (ou tiques dures, environ 700 espèces), et celle des 

Argasidae (ou tiques molles, environ 200 espèces). La troisième famille, celle des 

Nuttalliellidae, est composée d’un seul genre Nuttalliella dont une seule espèce est 

décrite (Perez-Eid et Gilot, 1998). La gamme d’hôtes vertébrés des Ixodidae et des 

Argasidae est similaire (mammifères, oiseaux, reptiles) mais ces deux familles se 

distinguent l’une de l’autre par des traits écologiques différents (McCoy et 

Boulanger, 2015). En effet, les tiques dures sont présentes dans l’ensemble des 

biotopes, principalement dans des milieux ouverts, tandis que les tiques molles sont 

retrouvées dans des milieux fermés, proches de leur hôte avec une préférence pour 

les climats tempérés et chauds.  

    Les tiques sont des insectes strictement hématophages, c’est-à-dire qu’elles 

se nourrissent exclusivement de sang tout au long de leur cycle de développement. 

Les tiques dures n’ont besoin que d’un seul repas de sang à chacun de leurs trois 

stades de vie (larve, nymphe, adulte), tandis que les tiques molles prennent plusieurs 

courts repas de sang aux stades nymphal et adulte et ont un nombre variable de 

stades nymphaux (Kada et al., 2017). Ce mode de nutrition favorise la transmission 

de pathogènes ; la durée des repas sanguins et donc celle de l'attachement à l'hôte 

déterminent la probabilité de transmission des maladies. Le sang constitue un régime 

alimentaire riche en protéines et en lipides mais très pauvre en nutriments comme les 

vitamines B (Duron et Gottlieb, 2020 ; Duron et al., 2017). Or de nombreuses études 

ont permis de démontrer que les vitamines B étaient essentielles au développement 

de ces arthropodes (Buysse et al., 2018). Ainsi, au cours de leur histoire évolutive, 

les tiques ont développé des interactions mutualistes avec des micro-organismes, 

principalement des bactéries (Duron et Gottlieb, 2020) qui leur permettent 

d’équilibrer leur régime alimentaire en fournissant les voies de synthèse de 

vitamines, mais également celles d’acides aminés, d’enzymes ou encore de lipides 

(Smith et al., 2015). On distingue différentes modalités d’acquisition de ces 

symbiotes : par transmission verticale de la mère aux descendants (Duron et al., 

2015), ou par transmission horizontale à partir de l’environnement ou lors du repas 

sanguin sur des vertébrés (Narasimhan et Fikrig, 2015). Dans certains cas, les 

symbiotes hérités de la mère ont évolué vers une relation mutualiste obligatoire en 

devenant indispensables à la survie de l’hôte (Bonnet et Pollet, 2021).  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 La présence de symbiotes dit obligatoires a été mise en évidence chez plusieurs 

espèces de tiques, dures et molles. On retrouve principalement des bactéries du genre 

Coxiella, Francisella, Rickettsia, impliquées dans la supplémentation en vitamines 

B8, B9 et B2 (respectivement la biotine, l’acide folique et la riboflavine) et chez 

certaines espèces dans la reproduction en influençant le sex-ratio (Smith et al.,2015 ; 

O et al., 2018 ; Hunter et al.,2015 ; Duron, 2018)Il existe au contraire, des symbiotes 

facultatifs (non indispensables à la survie de l’hôte) qui manipulent la reproduction 

(comme les bactéries du genre Wolbachia), protègent contre les ennemis ou encore 

permettent à leurs hôtes de s’adapter aux changements environnementaux (comme 

Hamiltonella defensa, endosymbiotes bactériens facultatifs de plusieurs espèces de 

pucerons) (Moran et al., 2008 ; Oliver et al., 2010).  

    Les pathogènes transmis par les tiques coexistent avec des micro-

organismes non pathogènes, le tout formant le microbiote (Lejal et al., 2020). Ce 

microbiote peut jouer un rôle dans l'acquisition, la multiplication ou la transmission 

d'agents pathogènes portés par les tiques, avec de potentielles conséquences sur leur 

capacité de vectorisation (Bonnet et al., 2017). Cette interaction entre le microbiote, 

le pathogène et le vecteur a donc des répercussions sur la santé humaine et animale 

(Vayssier-Taussat et al., 2015 ; Narasimhan et Fikrig, 2015). Connaître la 

composition du microbiote permet de mieux comprendre les mécanismes de 

transmission et d’acquisition des agents pathogènes, et possiblement de mettre en 

place des stratégies de lutte contre les maladies à tiques. Cependant, plusieurs études 

ont montré que la composition du microbiote était susceptible de varier en fonction 

de plusieurs facteurs comme l’environnement, la température, les saisons ou la 

présence de pathogènes dans l’environnement (Bonnet et Pollet, 2021).  

    Le risque de transmission chez l’homme d’une maladie vectorielle est 

directement relié à l’abondance des vecteurs et des réservoirs animaux mais 

également à la fréquence des rencontres humains-tiques (Ferrouillet et al., 2014). 

Connaître la distribution géographique des tiques, leur diversité ainsi que leur 

abondance permet d’apporter des informations sur les espèces hôtes présentes en 

fonction des conditions environnementales (température, urbanisation…) et par 

conséquent sur les pathogènes pouvant potentiellement circuler dans ces zones. 

 



 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1  : Tableau descriptif des différents sites d’échantillonnage. Les propriétaires, 
la gestion, les types de fréquentations et les modalités d’accès ont été indiqués.  



 

        Cette étude s’inscrit dans les projets “CiTicks, Ticks in the City” financé 

par la Chaire Biodiversité de l’Université de Poitiers et l’ANR “MICROM” (ANR-

21-CE02-0002) dont l’objectif est d’identifier les mécanismes évolutifs qui 

conduisent à la dynamique des interactions mutualistes chez les tiques. L’axe 

principal est d’identifier les microbiotes de différentes espèces de tiques et les 

pathogènes qu’ils peuvent transmettre afin d’évaluer l'importance de la compétition 

au sein de ces communautés microbiennes. La dynamique des populations de tiques 

en milieu naturel est peu connue, ainsi que la distribution des pathogènes qu’ils 

transmettent. Dans le cadre de cette étude, nous nous intéresserons à des zones dites 

périurbaines, de plus en plus fréquentées ou les contacts entre faune sauvage et 

domestique peuvent être favorisés. Il est donc nécessaire, dans un premier temps, de 

connaitre la diversité et l’abondance des différentes espèces de tiques dans ces zones. 

Dans un second temps, le microbiote bactérien de chaque individu doit être 

déterminé par métabarcoding, et avec un focus sur les éventuels pathogènes abrités 

par ces vecteurs.   

2.      MATÉRIELS ET MÉTHODES 

2.1. Préparation du matériel biologique  

2.1.1. Collecte  

Un partenariat avec « Le champ des possibles », une entreprise du paysage 

spécialisée dans l’éco-pâturage, et avec Grand Poitiers Communauté Urbaine a été 

mis en place, nous permettant d’échantillonner dans diverses zones urbaines et 

périurbaines (tableau 1 et figure 2). La collecte a été faite à l’aide de la méthode 

du drap (Aeschlimann,1972). Elle consiste à passer sur le sol un drap blanc d’un m2 

en bordure de chemin. Ce drap est retourné tous les 20 mètres environ afin de 

récupérer, à l’aide d’une pince à dissection, les tiques qui s’y trouvent accrochées. 

Le drap a été passé pendant une heure sur chaque zone, par la même personne, afin 

de limiter les biais. Après chaque collecte, les tiques sont placées dans des tubes 

Falcon 50 ml, dont le bouchon a été remplacé par du tulle, et conservées dans une 

enceinte climatique Memmert (26°C et 80% d’humidité). 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Cartographie des différentes zones urbaines et péri-urbaines 
d’échantillonnage des tiques dures réalisée par Grand Poitiers  



 

2.1.2. Identification des morphotypes 

Les tiques sont ensuite identifiées par morphotype et sexées sous une loupe 

binoculaire grâce à des clés d’identification présentes dans le livre “Les tiques” de 

Perez-Eid (Perez-Eid, 2017). Les individus sont triés en fonction de leur 

morphotype, de leur stade de vie et de leur sexe.  

2.1.3. Extraction et quantification de l’ADN total 

    Avant l’extraction d’ADN, les tiques sont désinfectées afin d’éviter les 

contaminations (Binetruy et al., 2019). Chaque tique a été traitée individuellement. 

La désinfection des individus se fait par plusieurs lavages. Dans un premier temps, 

les tiques ont été lavées avec de l’eau et un détergent (nettoyant Argos) dans des 

tubes Falcon 50 ml, puis plusieurs rinçages à l’eau sont réalisés afin d’enlever toute 

trace de savon. Les tiques sont ensuite lavées à l’eau de javel 1% pendant 1 min, puis 

à l’éthanol pendant 1 min, et à l’eau distillée ou MilliQ pour 2 lavages de 1 min 

chacun. Elles sont placées sur un papier buvard afin qu’elles sèchent quelques 

minutes. 

   Les tiques sont coupées en plusieurs morceaux à l’aide d’un scalpel. Elles 

sont ensuite placées dans des tubes Eppendorf de 1,5 ml avec 200 µl de tampon ATL 

(solution tampon de lyse) du kit d’extraction manuel Qiagen (Tissue) et sont broyées 

aussi finement que possible à l’aide d’un pilon. Les échantillons vont ensuite subir 

un traitement par sonication de 2 fois 5 secondes pour permettre une meilleure 

extraction du matériel biologique par lyse cellulaire. Les tubes sont maintenus dans 

la glace entre chaque passage. Afin de digérer les protéines,  un volume de 20 µl de 

protéinase K sont ajoutés. Cette enzyme est utilisée pour le clivage des protéines lors 

de la préparation des acides nucléiques (ADN ou ARN). Les échantillons sont agités 

et placés une nuit à 56°C dans un bain sec, afin d’activer l’enzyme. La suite de 

l’extraction est réalisée en suivant les instructions du Kit d’extraction manuel Qiagen 

(Tissue). La totalité du protocole est indiqué en annexe 1. Les ADN extraits sont 

quantifiés. Deux méthodes sont utilisées : une par spectrophotométrie (Nanodrop) 

qui permet l’analyse de micro-volumes d’acides nucléiques (ADN et ARN) et de 

protéines, et l’autre en utilisant des sondes fluorophores (Qubit) qui se fixent 

spécifiquement à leur ADN, ARN ou protéines cibles. La méthodologie de ces 

techniques de quantification est détaillée en annexe 2.  



 

 

  

 

 

  

Figure 3   : Schéma récapitulatif des différentes manipulations effectuées lors de ce 
stage.   



 

2.2. Identification moléculaire des tiques  

2.2.1 Polymerase chain reaction (PCR) 

Cette technique de PCR permet l’amplification d’un fragment spécifique 

d’ADN, ciblé par des amorces. Le marqueur choisi dans cette étude est un gène 

mitochondrial codant la première sous-unité de la cytochrome oxydase (COI) 

(Trzeby et al., 2022). La PCR est réalisée avec les amorces LCO et HCO ciblant un 

fragment de 700 pb de ce gène (Folmer et al., 1994) (voir les séquences des amorces 

utilisées en annexe 3). Les réactions d’amplification sont réalisées en utilisant un 

“mix” de PCR dont la composition est détaillée en annexe 4, ainsi que le programme 

d’amplification. Dans certains cas, le protocole est optimisé en ajoutant du Chlorure 

de magnésium (MgCl2), jouant le rôle de cofacteur de la polymérase. Pour cette 

réaction, le mix de PCR et le programme d’amplification sont modifiés (annexe 4).  

2.2.2. Electrophorèse sur gel d’agarose  

Afin de vérifier que les produits de PCR sont ceux attendus, une migration 

sur gel d’agarose est réalisée. Cette technique permet de séparer les molécules en 

fonction de leur charge et de leur poids moléculaire. Un volume de 5 µl de produit de 

PCR est mélangé à 2.5µl de tampon de charge avant d’être déposé sur un gel 

d’agarose à 1.5%. Le gel est placé dans une cuve de TAE 0.5X, où les produits de 

PCR migrent 30 à 35 minutes à 100V. Après migration, le gel est déposé dans un 

bain de Bromure d'Éthidium (BET) pendant 15 à 20 minutes avant de révéler les 

produits obtenus sous UV à l’aide d’un trans-illuminateur.  

2.2.3. Séquençage des produits de PCR  

Les produits de PCR sont purifiés selon une méthode qui repose sur l’action 

combinée de deux enzymes : l’Exonucléase I et la AnP (Antarctic Phosphatase) afin 

d’éliminer les oligonucléotides et les désoxyribonucléotides triphosphates (dNTPS) 

présents en excès dans la réaction de PCR. Le protocole est détaillé en annexe 5. Les 

produits de PCR purifiés subissent une réaction de séquençage de type Sanger et une 

purification par précipitation (annexe 6). Les échantillons purifiés ont été séquencés 

à l’aide de l’analyseur génétique SeqStudio Life Technologies (Applied Biosystems).  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

2.2.4.  Analyses phylogénétiques 

Les séquences obtenues forward et reverse de chaque échantillon sont 

assemblées et les chromatogrammes obtenus sont vérifiés manuellement à l’aide du 

logiciel ChromasPro. Les séquences finales enregistrées au format FASTA sont 

comparées à celles de la banque de données GenBank grâce à l'outil BLAST (version 

2.13.0)(Altshul et al., 1990) du site NCBI (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 

Cette interrogation des banques permet également de trouver des séquences de 

références similaires à celles des différentes espèces de tiques afin de construire un 

arbre phylogénétique. L’arbre est construit à l'aide du logiciel MEGA 11 (Tamura et 

al., 2021) par la méthode du Neighbor-joining avec un bootstrap de 1000 et selon le 

modèle Kimura 2-parameter .  

2.3. Dépistage des bactéries du genre Borrelia 

Plusieurs diagnostiques par PCR ont été réalisés soit en utilisant les amorces 

Bo_bu_sl_23S_F et Bo_bu_sl_23S_R ciblant l’ARN ribosomique 23S (73pb) de 

Borrelia spp. (Michelet et al., 2014) soit en amplifiant spécifiquement un fragment 

de 222 pb du gène RecA de la bactérie Borrelia burgdorferi en utilisant les amorces 

RecF et RecR (Chan et al., 2013). Les réactions de PCR suivent le protocole décrit 

précédemment pour l’amplification du gène COI et seules les températures 

d’hybridation ont été modifiées en fonction des couples d’amorces : 53°C pour 

RecF/RecR et 50°C pour Bo_bu_sl_23S_F/Bo_bu_sl_23S_R.  

       Une migration sur gel d’agarose à 2% des produits obtenus est réalisée selon le 

protocole décrit en annexe 7. La concentration du gel a été augmentée afin de 

ralentir la vitesse de migration et permettre la séparation des fragments d’ADN de 

plus petite taille.  

2.4. Analyse du microbiote par métabarcoding   

2.4.1. Principe  

Le métabarcoding de microbiote permet d’identifier l’ensemble des 

microorganismes présents chez un individu, à l’aide d’un séquençage à haut débit 

(NGS, Next Generation Sequencing) utilisant la technologie Illumina NextSeq 2000.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Dans le cas de communautés bactériennes, le barcode choisi est le gène 

codant la petite sous-unité de l’ARN ribosomique (ARNr 16S). Les séquences sont 

regroupées par similitude puis assignées à des taxons par comparaison à des 

séquences de référence.  

Les échantillons ont été préparés à l'aide du kit Quick-16S de Zymo Research 

avec des amorces (annexe 4) ciblant les régions V3/V4 du gène 16S. Les 

échantillons ont été séquencés sur une cellule P1 600cyc NextSeq2000 pour générer 

des lectures de 2 x 301bp paired-end (PE). Pour le traitement des données, les 

séquences ont été importées dans le pipeline Qiime2 (Bolyen et al., 2018). Les 

adaptateurs ont été filtrés à l'aide de l’outil cutadapt3. Les erreurs ont ensuite été 

corrigées à l'aide du module dada2. L'assignation taxonomique à des unités 

taxonomiques opérationnelles (OTUs) a été réalisée en utilisant la base de données 

complète SILVA version 138.1 (https://www.arb-

silva.de/no_cache/download/archive/). La fréquence relative des OTUs au sein d’un 

échantillon est ensuite calculée. 

 2.4.2. Analyses statistiques des données de métabarcoding  

L'ensemble des données a été analysé à l'aide du package DADA2 

(1.22.0)(Callahan et al., 2016) dans R (R Core Team, 2022), y compris le contrôle de 

la qualité, l'estimation du taux d'erreur, la fusion des lectures avant/arrière, 

l'élimination des chimères, la détermination des variants de séquence ribosomique 

(ASV amplicon sequence variants) et l’assignation des taxons à la base de données 

SILVA, à des fins de comparaison. Les diversités alpha et bêta ont été calculées avec 

les packages pyhloseq (1.38.0) et vegan (2.6-4) et visualisées avec le package 

ggplot2 (3.2.1) 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

Tableau 2  : Tableau récapitulatif des tiques collectées lors de cette étude. Le site de 
collecte, le stade larvaire, l’effectif et le sexe ont été indiqués. Les différents traitements 
appliqués aux échantillons (+) ou non (-) sont indiqués.  



 

3.   RÉSULTATS 

3.1. Identification taxonomique des tiques  

Au total, 142 tiques ont été collectées sur l’ensemble des sites. La densité des 

tiques collectées est visiblement plus importante dans les zones périurbaines et 

rurales (n=132) (Breuil Mingot, Vallée du clain) que dans les zones urbaines (n=10) 

(Plaine des sablons, parc botanique, Parc de Blossac, Parc du Pré-sec, Parc de la 

Colomberie, Parc de la Robla) (tableau 2). Sur l’ensemble des tiques 

échantillonnées, 122 adultes et 20 nymphes ont été identifiées. A la suite des 

observations à la loupe binoculaire et grâce aux clés d’identification, le genre des 

différentes tiques a pu être estimé. Les 20 nymphes collectées appartiennent au genre 

Ixodes. Parmi les 69 femelles adultes, 17 appartiennent au genre Dermacentor et 52 

au genre Haemaphysalis. Sur l’ensemble des 73 mâles, 49 sont des Dermacentor, 24 

sont des Haemaphysalis, et 3 sont des Ixodes.  

Par la suite, 42 individus, représentant les différents morphotypes collectés, 

sont sélectionnés et traités en suivant les différents protocoles décrits précédemment 

afin de réaliser des PCR ciblant le gène COI afin de déterminer précisément leur 

espèce. Après plusieurs optimisations des protocoles d’amplification, 33 échantillons 

ont pu être amplifiés. Pour les 9 échantillons restants, le protocole de PCR avec ajout 

de MgCl2 est appliqué, nous permettant d’obtenir 5 échantillons supplémentaires. 

Parmi ces 42 échantillons, 35 échantillons provenant d’une même zone périurbaine 

(Breuil Mingot) sont séquencés. Le séquençage a été concluant chez 17 échantillons, 

nous permettant d’identifier 11 Dermacentor marginatus, 6 Haemaphysalis inermis. 

Le tableau 3 indique la couverture et l’identité des séquences obtenues par rapport 

aux séquences de référence de GenBank. La phylogénie du gène COI inclut 17 

séquences dont le microbiote a été analysé, appartenant à 2 espèces (D.marginatus et 

H.inermis), 26 séquences de référence ainsi qu’un out-group (figure 4).  Pour ce 

marqueur mitochondrial, les individus de chaque espèce se regroupent ensemble, 

avec une faible diversité intraspécifique pour la majorité des espèces.  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 3  : Confirmation moléculaire des différents morphotypes observés grâce à l’outil BLAST 
du site NCBI. Les différents morphotypes observés sont indiqués ainsi que le pourcentage de 
couverture et d’identité entre nos séquences et celles de la base de données.  

Figure 4 : Arbre phylogénétique des tiques dures basé sur le gène mitochondrial COI (700pb)  
(neighbor joining, méthode bootstrap, modèle Kimura 2-parameter). Nos échantillons sont représentés 
en bleu (D.marginatus) et en vert (H.inermis). Seuls les bootstraps supérieurs à 50% sont indiqués.  



 

3.1.1. Dépistage des bactéries du genre Borrelia  

Afin de vérifier la présence ou non de Borrelia spp. dans nos échantillons, 28 

individus sont sélectionnés pour réaliser des PCR diagnostiques. Pour la première 

PCR ciblant le l’ARN ribosomique 23Sde Borrelia spp., 27 des échantillons sont 

positifs (figure 5A et 5B). Ces échantillons ne seront pas séquencés car on s’attend à 

une très faible variation entre nos échantillons, le fragment ciblé ayant une taille très 

petite (73 bp) dans une zon très conservée. Pour la deuxième PCR, ciblant cette fois-

ci le gène RecA de la bactérie Borrelia burgdorferi, sur les 28 échantillons, seul un 

échantillon est positif (figure 5C). Ce dernier a été séquencé mais la quantité d’ADN 

initialement présente (7.04 ng/µl) n’était pas suffisante pour obtenir des résultats 

exploitables.  

3.1.2. Analyse des microbiotes 

Au total, 25 échantillons ont été envoyés à la plateforme NextSeq2000 de 

SeqCenter (91 43rd St Suite 250, Pittsburgh, PA 15201, États-Unis) . Ces 

échantillons proviennent tous du même site d’une zone périurbaine (site du Breuil 

Mingot) où la densité et la diversité de tiques étaient les plus importantes.  

Afin de mieux visualiser la distribution des bactéries composant le microbiote 

des tiques dures, un diagramme en barres des 20 familles les plus abondantes au sein 

de chaque échantillon est représenté figure 6.  Sur l’ensemble des échantillons, les 

embranchements les plus abondants sont les Protéobactéries (93.4%) et les 

Firmicutes (4.2%). En observant la répartition des familles les plus abondantes dans 

les 25 échantillons, des différences de diversité et d’abondance sont constatées. Les 

Coxiellaceae sont les bactéries les plus abondantes (entre 90.7% et 98.4%) chez la 

majorité des femelles H. inermis (n=6) et D. marginatus (n=6), elles le sont aussi 

chez 5 mâles D. marginatus et 5 mâles H. inermis (entre 60.6% et 97.5%).  

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5  : Gels de visualisation des produits de PCR. Les PCR ont été réalisées avec les 
amorces Bo_bu_sl_23S_F/Bo_bu_sl_23S_R ciblant l’ARN ribosomique 23S (73pb)(A et B). 
27 échantillons ont été amplifiés, et avec les amorces RecF/RecR (C) ciblant le gène RecA de 
la bactérie Borrelia burgdorferi, 1 échantillon est amplifié.  

Figure 6 : Diagramme en barres représentant les 20 familles de bactéries les plus abondantes 
dans le microbiote des tiques H.inermis et I.ricinus (A) et D.marginatus (B).  
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Dans les autres échantillons, les bactéries les plus abondantes appartiennent 

aux familles des Diplorickettsiaceae chez le mâle H.inermis (94.8%)(T2HM), aux 

Francissellaceae chez le mâle D. marginatus (75.3%)(T6F) et à la famille des 

Spiroplasmataceae chez le mâle Ixodes ricinus (79.2%)(T1IR). Un des mâles H. 

inermis (T3HM) se distingue des autres tiques avec une abondance de 

Spirochaetaceae plus importante (24.8% contre moins de 1% dans les autres 

échantillons). Un mâle  D.marginatus (T3S) et une femelle H.inermis (T5HF) 

hébergent également des bactéries de la famille des Rickettsiaceae (respectivement 

12.1% et 7.1%) contrairement aux autres tiques. Chez 6 des tiques mâles (n=4 H. 

inermis, n=1 I. ricinus et n=1 D. marginatus) des bactéries de la famille des 

Sphingomonadaceae sont présentes mais ne sont pas observées chez les tiques 

femelles. Chez le mâle I. ricinus (T1IR) et une femelle H. inermis (T1HF), le 

métabarcoding révèle la présence d’Anaplasmataceae, des bactéries qui ne sont pas 

retrouvées dans le microbiote des autres échantillons. Une autre différence notable 

est la présence de Staphylococcaceae seulement chez I. ricinus (T1IR). 

Les trois dernières familles, les Enterobactericeae, les Alcaligenaceae et les 

Beijerinckiaceae sont présentes en faible abondance (en majorité <1%) dans 

l’ensemble des échantillons. La richesse du microbiote bactérien était plus élevée 

chez les tiques mâles, en moyenne 47 espèces de bactéries différentes sont détectées, 

et 19 espèces chez les tiques femelles.  

Les analyses basées sur les distances de Bray-Curtis (figure 7) confirment ces 

différences dans la composition du microbiote des espèces de tiques dures. Deux 

principaux groupes se forment, un rassemblant les mâles et femelles de l’espèce H. 

inermis, et un autre regroupant les mâles et femelles de l’espèce D. marginatus. Le 

microbiote d’ I. ricinus est très éloigné de ces groupes, sa composition semble 

néanmoins proche de celle d’une tique D. marginatus mâle. Un des mâles H. inermis 

est également éloigné des autres échantillons, en accord avec les différences de 

composition observées dans le diagramme à barres.  
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4.   DISCUSSION 

Figure 7 : Graphique PCoA (Principal Coordinate Analysis) basé sur la distance de Bray-Curtis, 
indiquant les dissimilarité entre les échantillons en fonction de la composition du microbiote.  
 

Figure 8 : Diagramme en barres représentant les 20 genres et espèces, quand l’identification 
est possible, de bactéries les plus abondantes dans le microbiote des tiques H.inermis et 
I.ricinus et D.marginatus.  



 

Les études sur le microbiote des tiques se sont multipliées ces dernières années, 

notamment avec la généralisation des technologies NGS (Greay et al., 2018). Ces 

études ont permis de connaître la diversité des communautés bactériennes de 

nombreuses espèces et d’explorer leur influence dans la transmission des agents 

pathogènes (Gall et al., 2016). Elles suggèrent fortement que le microbiote bactérien 

joue un rôle important dans la biologie et l’écologie des tiques, avec une application 

potentielle dans le contrôle des tiques (Zolnick et al., 2016).  

Les tiques examinées dans cette étude ont été collectées à Poitiers, dans une 

zone périurbaine qui se caractérise par la présence de plusieurs espèces végétales et 

animales mais également par la cooccurrence de plusieurs espèces de tiques. Dans 

cette zone, en plus d’ I. ricinus largement répandue en France, des espèces de tiques 

typiques des zones de steppe forestière (D.marginatus et H. inermis) sont également 

présentes (Zhang et al., 2019). La présence d’I. frontalis a également été rapportée au 

Breuil Mingot.  

Au cours de cette étude, différentes analyses ont permis de démontrer que les 

microbiotes de D. marginatus, I. ricinus et H. inermis diffèrent dans leur diversité et 

leur structure taxonomique. En effet, H. inermis, abrite plus de bactéries que D. 

marginatus. Les distances de Bray-Curtis suggèrent que les tiques d’une même 

espèce ou du même sexe ont des compositions de microbiote similaires puisque les 

échantillons possèdent peu de dissimilarités, à l’exception de certains échantillons 

qui se distinguent des autres. Les compositions bactériennes des microbiotes des 

deux espèces sont influencées par le sexe des hôtes. Comme cela a déjà été observé, 

les mâles hébergent une diversité microbienne plus importante que les femelles 

(Tekin et al., 2017 ; Kourilchikov et al., 2015). Ces différentes variations peuvent 

également être expliquées par des facteurs liés à l’hôte (le stade de développement, le 

statut alimentaire, la présence d’agents pathogènes) affectant la diversité et 

l’abondance du microbiote (Abraham et al., 2017 ; Williams-Newkirk et al., 2014 ; 

Zolnick et al., 2016).  

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Les protéobactéries sont les plus abondantes chez D. marginatus et H. 

inermis. L'embranchement des Firmicutes a une abondance relative élevée 

également.Ces résultats sont cohérents avec les résultats d’analyse de microbiote 

chez d’autres espèces de tiques (Diaz-Sanchez et al., 2019 ; Hernandez-Jarguin et al., 

2018). Un cas particulier a été trouvé chez un mâle H. inermis, qui présentait une 

abondance relative élevée de bactéries de l’ordre des Spirochaetales et la famille des 

Spirochaetaceae (embranchement des Spirochaetota). Des bactéries du genre 

Borrelia de cette famille sont identifiées. Nos analyses moléculaires permettent de 

confirmer ces résultats. En effet, nous avons pu confirmer par PCR la présence de 

Borrelia spp. chez cet individu. Les 26 autres échantillons étaient également 

amplifiés lors de cette PCR, mais d’après la figure 6, l’abondance relative de ces 

bactéries dans les autres tiques est très faible. Le genre Borrelia regroupe aujourd’hui 

une dizaine d’espèces de bactéries spiralées, parmi lesquelles on retrouve 

principalement en Europe B. afzelii, B. garinii et B. burgdorferi, responsables de la 

Borréliose de Lyme. Compte tenu du fait que les tiques peuvent transmettre certaines 

bactéries appartenant aux Spirochaetota aux humains et aux animaux, il serait 

intéressant d’étudier la prévalence de ces pathogènes chez les animaux sauvages du 

Breuil Mingot, zone dont la fréquentation risque d’être modifiée par l’urbanisation.  

Les bactéries du genre Coxiella, Rickettsiella, Spiroplasma, Francisella et 

Rickettsia sont retrouvées dans certains de nos échantillons avec une abondance 

élevée. Ces bactéries sont héritées verticalement des tiques femelles à leur 

descendance. La présence des bactéries Coxiella est justifiée par leur rôle de 

symbiotes obligatoires chez la majorité des espèces de tiques (Duron et al., 2017). 

Quand l’identification des espèces était possible, la présence de Coxiella burnetii est 

observable et elle représente les bactéries les plus abondantes dans 11 de nos 

échantillons. Cependant, ces résultats sont discutables car il a été démontré que les 

endosymbiotes nutritionnels, comme Coxiella-LE (Coxiella-like endosymbiont) et 

Francisella-LE (Francisella-like endosymbiont) peuvent être identifiés à tort, lors de 

l’analyse des séquences, comme des agents pathogènes transmis par les tiques 

puisque la taille et l’organisation de leur génome sont très proches. Le risque 

d’infection associé aux tiques est donc plus faible qu’indiqué avec la figure 8 

(Buysse et Duron, 2021).    

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

En revanche, les rôles essentiels des endosymbiotes de type Coxiella like ou 

Francisella like ont été décrits chez plusieurs espèces de tiques, chez lesquelles ces 

bactéries fournissent des nutriments essentiels à la survie, la croissance et la 

reproduction des tiques, comme les vitamines B (Duron et al., 2017). Les 

endosymbiotes du genre Rickettsiella sont courants chez plusieurs espèces de tiques. 

Les effets de ces bactéries sur la biologie des tiques restent encore peu connus 

(Duron et al., 2017) .  

Le genre Spiroplasma est abondant chez I. ricinus. Ce symbiote hérité 

maternellement, est particulièrement fréquent chez les arthropodes, dont les tiques 

(Lejal et al., 2021 ; Duron et al., 2017). Des études ont permis de mettre en évidence 

son rôle de symbiote secondaire, non essentiel à la survie de l’hôte mais présent afin 

de conférer des avantages adaptatifs, comme la défense contre des ennemis naturels 

ou encore des agents pathogènes. Les bactéries du genre Spiroplasma peuvent 

également être à l’origine d’une mortalité chez les mâles lors des stades 

embryonnaires, cependant cet effet n’a pas été observé dans nos échantillons même 

si elles ont été détectées chez 4 tiques mâles (Duron et al., 2017 ; Ferree et al., 2008).  

Outre la forte prévalence des symbiotes obligatoires, certains genres 

bactériens du sol ou de l’environnement, tels que Pseudomonas, Sphingomonas, 

Brevibacterium ou encore Rhodococcus, sont présents en faible abondance dans 

plusieurs échantillons. Leur présence peut être expliquée par le fait que ces bactéries 

ont été ingérées par les tiques lors d’un repas sanguin, et donc étaient présentes dans 

le tube digestif (Narasimhan et al., 2014 ; Zolnick et al., 2016 ; Diaz-Sanchez et al., 

2019).  

5.   CONCLUSION 

Les microbiotes bactériens des tiques D. marginatus, H.inermis et I. ricinus 

collectées dans une zone périurbaine de Poitiers diffèrent les uns des autres par leur 

structure taxonomique et par leur diversité. L’espèce et le sexe de l’hôte sont les 

deux facteurs influençant la composition du microbiote bactérien. H. inermis possède 

une diversité bactérienne plus importante que D. marginatus, et la diversité 

bactérienne chez les mâles semble plus élevée. Les bactéries héritées de la mère sont 

les plus présentes dans nos échantillons, la plupart ayant un rôle d’endosymbiote 

nutritionnel.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Néanmoins les rôles de certains symbiotes transmis verticalement ne sont pas 

encore tous décrits. Une des tiques échantillonnées était porteuse de la bactérie du 

genre Borrelia d’après les résultats de métabarcoding.  

En accord avec nos résultats de détection spécifique par PCR nous pouvons 

émettre l’hypothèse qu’elle ne correspond pas à l’espèce “Borrelia burgdorferi” 

puisqu’on n’a pas obtenu d’amplification spécifique ciblant cette bactérie 

responsable de la maladie de Lyme., Des mesures de surveillance pourraient 

cependant être mises en œuvre.  

La présente étude doit être approfondie en continuant l’échantillonnage des 

tiques dans des zones urbaines, en choisissant des sites moins entretenus, ou avec une 

fauche tardive. Ces nouvelles zones de collecte permettraient d’avoir des données de 

comparaison afin d’étudier un potentiel impact de l’urbanisation sur la composition 

du microbiote bactérien de ces arthropodes. Il serait également intéressant 

d'échantillonner des tiques molles, dont les hôtes diffèrent de ceux des tiques dures. 

Ces hôtes, comme les pigeons ou les chauve-souris, sont de plus en plus présents en 

milieu périurbain et urbain. 
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Résumé :  

  Les tiques sont des vecteurs de pathogènes majeurs bien connus pour leur rôle dans la 

propagation de maladies émergentes, telles que la maladie de Lyme ou la fièvre boutonneuse. Les 

tiques sont des arthropodes strictement hématophages, c’est-à-dire qu’ils se nourrissent 

exclusivement de sang tout au long de leur cycle de vie. Ce mode de nutrition favorise la 

transmission de pathogènes à l’origine de zoonoses émergentes. Cependant, le repas sanguin est un 

mode de nutrition pauvre, notamment en vitamines B, nutriments qui a été montré comme 

indispensable aux tiques. Pour se faire, au cours de leur histoire évolutive les tiques ont développé 

des relations intimes avec des symbiotes bactériens qui leur apportent ces nutriments nécessaire. 

Ces bactéries font partie de la grande diversité de micro-organismes abrités par les tiques, appelés 

microbiotes. Ce dernier est étudié par séquençage ciblé haut-débit (métabarcoding) après avoir 

récolté les tiques dans des zones urbaines et périurbaines de l'agglomération de Grand Poitiers afin 

de connaître la diversité des vecteurs présents en ville ainsi que les pathogène hébergés par ces 

derniers. Dermacentor marginatus, Haemaphysalis inermis et Ixodes ricinus sont les principales 

espèces retrouvées en zones périurbaines et la composition de leur microbiote est dominée par les 

bactéries héritées verticalement. Des différences d’abondance et de diversité sont observées entre 

les espèces et le sexe des tiques.  

Mots clés : Tiques, microbiote, endosymbiotes, Borrelia.   

 

Abstract:  

In Europe, ticks are the main vectors of pathogens responsible for emerging diseases such 

as Lyme disease and spotted fever. Ticks are strictly hematophagous arthropods, they feed 

exclusively on blood throughout their life cycle which promotes the transmission of pathogens 

responsible for emerging zoonoses. However, blood feeding is a deficient mode of nutrition, 

particularly when it comes to B vitamins which are nutrients proved to be essential for ticks. Over 

the course of their evolutionary history, ticks have developed close relationships with bacterial 

symbionts that provide them with these vitamins. These bacteria are part of the great diversity of 

micro-organisms harbored by ticks, known as their microbiota. In this study, ticks microbiota will 

be studied by 16S meta-barcoding (high-throughput sequencing). Ticks are sampled in urban and 

peri-urban areas, in order to study their abundance in cities, as well as their associated-

pathogens/bacteria. Dermacentor marginatus, Haemaphysalis inermis and Ixodes ricinus are the 

main species found in peri-urban areas, and the composition of their microbiota is dominated by 

vertically inherited bacteria. Differences in abundance and diversity are observed between tick 

species and between the sexes. 

Key words: Ticks, microbiote, endosymbionts, Borrelia.  



 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

ANNEXES  

Annexe 1 : Protocole d’extraction d’ADN  

1. Préparer un tube par individu avec 200 µl de buffer ATL pour 25 à 40 mg de tissus 

prélevés  

2. Couper la tique en plusieurs morceaux et broyer avec un pilon  

3. Sonication des échantillons  

4. Ajouter 20 µl de protéinase K (20 mg/ml) 

5. Incuber toute une nuit à 56°C  

6. Centrifuger 8000g 2 min  

7. Récupérer le surnageant et le placer dans un nouveau tube 1,5 ml  

Utilisation du Kit Qiagen DNAeasy Blood and Tissue  

1. Vortexer 15s et ajouter 200 µl de Buffer AL et homogénéiser à la P1000  

2. Ajouter 200 µl d’éthanol 100% lacé et homogénéiser à la P1000 

3. Déposer sur une colonne Qiagen  

4. Centrifuger 2 min à 8000g  

5. Jeter le tube collecteur 2 ml  

6. Déposer la colonne dans un nouveau tube collecteur 2 ml  

7. Ajouter 500 µl buffer AW1  

8. Centrifuger 2 min à 8000g  

9. Jeter le tube collecteur 2 ml  

10. Déposer la colonne dans un nouveau tube collecteur 2 ml  

11. Ajouter 500 µl de buffer AW2  

12. Centrifuger 3 min à 17 000g  

13. Déposer la colonne dans un nouveau tube 1,5ml  

14. Ajouter 100 µl de buffer AE ou eau  

15. Incuber 1 min à température ambiante et centrifuger 1 min à 8000g pour éluer  

16. Stocker à 4°C  

 

 



 

 

Annexe 2: Protocole de quantification de l’ADN avec la méthode Qubit  

● Préparation du mix pour 1 échantillon : 

- 199 µl Qubit buffer  

- 1 µl de regent 

● Qauntification de l’ADN :  

1. Pour les 2 tubes étalons, aliquoter 190 µl de mix avec 10 µl de solution contenue 

dans les tubes “standards” du kit  

2. Pour les échantillons, aliquoter 195 µl de mix et ajouter 5 µl d’ADN (volume total 

de 200 µl pour chaque tube).  

3. Vortexer tous les tubes pendant 2 à 3 secondes  

4. Insérer les tubes dans le fluorimètre Qubit et prendre les mesures 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Annexe 3 : Liste des amorces utilisées pour les différentes réactions de PCR pour les 
gènes COI, ARN ribosomique 23S, RecA et la région V3/V4 et de l’ARN 16S.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Annexe 4 : Préparation du mix et programmes de PCR  

Protocole de préparation du mix pour la réaction PCR du gène COI :    

- 5 µl de Buffer 5X  
- 0,5 µl de dNTP (2,15mM chacun)  
- 2,5 µl d’amorce F (10 µM) 
- 2,5 µl d’amorce R (10 µM) 
- 0,125 µl de GoTaq  
- 13,875 µl de H2O 
- Distribuer 23,5 µl de mix par tube et ajouter 1 µl d’ADN 
- Mettre en thermocycleur  

Programme de PCR :  

-  95°C 3 min  
- Dénaturation : 95°C 30s  
- Hybridation : 50°C 30s  
- Elongation, activation de la Taq polymérase : 72°C 1min/kb  
- 72°C 5min  

Optimisation de la préparation du mix pour la réaction PCR du gène COI : 

- 5 µl de Buffer 5X  
- 0,5 µl de dNTP (2,15mM chacun)  
- 1 µl d’amorce F (10 µM) 
- 1 µl d’amorce R (10 µM) 
- 0,7 µl de MgCl2  
- 0,2 µl de GoTaq  
- 15,6 µl de H2O  
- Distribuer 24 µl de mix par tube et ajouter 1 µl d’ADN 
- Mettre en thermocycleur  

Programme de PCR :  

- 95°C 2 min 30s  
- Dénaturation :95°C 45s  
- Hybridation : 47°C 1 min  
- Elongation, activation de la Taq polymérase : 72°C 1 min/kb  
- 72°C 10 min  

 

 

 



 

Annexe 5 : Purification enzymatique  

Distribution du mix EXOAnP : 

- Pour 1 échantillon distribuer 2 µl de mix EXOAnP pour environ 20 µl de produit de 
PCR  

Réaction en thermocycleur :  

- 37°C 1h  
- 80°C 20 min  
- Stocker à 4°C ou à - 20°C jusqu’au séquençage  

Solutions  

Mix EXOAnp, pour une réaction :  

- 0,05 µl de l'exonucléase I  
- 0,1 µl d’AnP  
- 1,85 µl d’H20  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Annexe 6 : Séquençage des produits de PCR  

Réaction de séquençage :  

Mix pour une réaction :  

- 0,5 µl de mix BDT  
- 0,32 µl de Primers (10 µM) 
- 3 µl de Tampon BDT 5X  
- 8,18 µl H2O  
- Aliquoter 12 µl par tube et ajouter 3 µl de produit de PCR purifié 

Programme thermocycleur :  

- 96°C 30s  
- 96°C 45s 
- 52°C 30s 
- 60°C 4 min  

Purification des réactions de séquençage : 

1. Pour chaque tube ajouter 10 µl d’H2O, 2,2 µl d’acétate de sodium (AcNA) et 50 µl 
d’éthanol 100% 

2. Homogénéiser et laisser précipiter 20 min à température ambiante  
3. Centrifuger 20 min à 15340 g et température ambiante  
4. Eliminer le surnageant à la pipette et laver avec 90 µl d'éthanol 70% froid  
5. Centrifuger 5 min à 15340 g et à 4°C  
6. Eliminer le surnageant à la pipette et laisser sécher le culot  
7. Reprendre le culot avec 15 µl de formamide désionisée et attendre 30 min à 

température ambiante, vortexer puis dénaturer 3 min à 95°C  
8. Mettre les échantillons dans la glace et envoyer au séquençage  

 

 

 

 

 

 

 



 

Annexe 7 : Electrophorèse en gel d’agarose  

Préparation du gel  

- Gel 1,5% : Mélanger 6 g d'agarose avec 400 ml de TAE 0,5X 

- Gel 2% : Mélanger 8 g d'agarose avec 400ml de TAE 0,5X  

- Faire fondre l’agarose au four à micro-ondes et agiter de temps en temps pour 

homogénéiser le mélange 

- Laisser refroidir quelques minutes et couler le gel  

- Laisser refroidir   

Préparation des échantillons  

1. Mélanger 5 µl de l’échantillon d’ADN avec 2 µl de tampon de charge  

2. Démouler le gel et le déposer dans une cuve d’électrophorèse, et ajouter du tampon 

de migration TAE 0,5X au besoin de façon à recouvrir le gel  

3. Déposer les échantillons sans oublier le marqueur de taille  

4. Mettre le couvercle de la cuve, brancher le générateur et lancer la migration à 100V 

pendant environ 20 min.  

Révélation  

1. Après migration, déposer le gel dans le bain de BET et laisser tremper environ 20 

min 

2. Déposer le gel sur la table UV, régler l’appareil de prise de vue, allumer les UV et 

prendre la photo.  
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