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INTRODUCTION GENERALE

Notre planéte est peuplée de nombreux étres vivants occupant des espaces variés. Certains vivent
uniquement dans les profondeurs marines, sur la terre, en plein air ou dans les grottes. D’autres
combinent leur vie entre ciel et terre. Malgré cette grande différence, ils partagent presque tous un
point commun, une vie rythmée, conséquence de leur adaptation aux cycles d’alternance de lumiére
et d’obscurité associés aux mouvements de rotation de la terre autour de son axe et de sa révolution
autour du soleil, mais aussi a des variations de leur niche écologique (Luce 1970 ; Aschoff 1989 ;
Koukkari & Sothern 2006). Ainsi, pour maximiser leur chance de survie et de persistance, ils
s’adaptent a tout changement a court ou long terme afin d’exploiter au maximum I’environnement
dans lequel ils vivent. Cette vie rythmée est soutenue par une horloge biologique interne (Saunders
1982) permettant de reguler les processus physiologiques ou comportementaux chez les étres
vivants selon des périodes variées, certes en fonction du processus biologiques, mais qui dans leur
ensemble sont stables. Les anophéles vecteurs a I’instar des autres insectes, présentent un bon
nombre d’activités cycliques et circadiennes sous la gouverne d’horloges circadiennes allant de la
ponte (Gillett et al. 1961 ; Minis & Pittendrigh 1968 ; Saunders 1982), a la piqdre (Robert et al.
1985) en passant par I’éclosion (Neumann 1986), la mue larvaire et la pupaison (Kyriacou et al.
1990 ; Clements 1999), I’émergence (Kaiser et al. 2011) et I’accouplement (Sawadogo et al.
2013b). Ainsi, lacompréhension du comportement des populations vectrices de Plasmodium (agent
responsable du paludisme) comme les anopheles a été cruciale dans I’élaboration de stratégies de
lutte aboutissant, a I’absence de vaccin contre le paludisme humain, a la mise en place d’outils de
prévention comme les moustiquaires imprégnées d’insecticides et de la pulvérisation d’insecticide
intra domiciliaire (Darriet et al. 1984). En effet, le paludisme est endémique dans 90 pays et
responsable chagque année de plus de 400.000 décés dans le monde dont plus de 90% sont
concentrés en Afrique au sud du Sahara (WHO 2019). Cette maladie se transmet a travers la piqire
infectante des femelles anopheles, et c’est justement cette piqdre qui entraine la transmission que
les moustiquaires imprégnées cherchent a arréter. Et depuis la recommandation par I’Organisation
Mondiale de la Santé (OMS) de leur utilisation comme outils de prévention dans les programmes
nationaux de lutte contre le paludisme, I’utilisation des moustiquaires imprégnées a contribué a
faire chuter le nombre de cas et de déces associés (Schellenberg et al. 2001 ; Binka et al. 2002 ;
Bhatt et al. 2015). Mais cette efficacité des moustiquaires imprégnées d’insecticide comme moyen



de prevention du paludisme est menacée non seulement par la résistance croissante des moustiques
aux insecticides, mais plus récemment par I’apparition d’un changement du comportement de
pigdre des moustiques, qui passe de nocturne et endophagique, a crépusculaire et exophagique. En
effet, ce changement de comportement leur permet d’éviter le contact avec I’insecticide en piquant
de plus en plus a I’extérieur et ou a des heures inhabituelles, c’est-a-dire tres tét en début de soirée
ou a I’aube lorsque les populations ne sont pas sous leurs moustiquaires (Russell et al. 2011 ;
Moiroux et al. 2012 ; Briet & Chitnis 2013 ; Sherrard-Smith et al. 2019). L’ apparition de ces
pigdres crépusculaires ou matinales souléve de nombreuses questions et des inquiétudes dd au fait
que les bases sous-jacentes de ces changements de comportements ne sont pas connues. Ainsi, le
risque de sélection de sous-populations piquant au crépuscule ou a I’aube en réponse a une pression
environnementale ne tuant que les populations sensibles a cette pression, est présent. Coluzzi et al.
(1979) ont montré que la diversité comportementale au sein du complexe Anopheles gambiae était
associee a un polymorphisme génétique intra spécifique. De méme, Smits et al. (1996) soutiennent
chez An. gambiae s.s. I’hypothese d’une structuration comportementale, ¢’est-a-dire que le choix
du lieu de piqlre ou de repos est associé a une variation génétique. Si I’effet des facteurs abiotiques
comme la température et les cycles jour-nuit a été montré a de multiples reprises sur les
modifications du rythme journalier, trés peu d’études se sont intéressées aux facteurs biotiques tels
que le portage de pathogenes et encore moins a la constitution ou a la physiologie des insectes et
de leur conséquence surtout chez les insectes d’intérét médical. Dans le cas des anophéles vecteurs
de parasites du paludisme, I’étude du comportement de pigdre est un elément clé de la transmission
et de la propagation de la maladie (Macdonald 1957). Ainsi, les changements de comportements
de piqures rapportés dans de nombreux pays (Russell et al. 2011 ; Moiroux et al. 2012 ; Briet &
Chitnis 2013 ; Sherrard-Smith et al. 2019) avec les distributions universelles de moustiquaires
imprégnées d’insecticides méritent une attention particuliere de la communauté des chercheurs.
Par conséquent, nous proposons a travers cette présente these de déterminer les bases génétiques,
physiologiques et environnementales des rythmes journaliers d’activité chez les anophéles vecteurs
des parasites du paludisme. Ainsi, cette these, aprés une introduction, s’articulera en deux parties.
La premiéere partie présentera de maniere synthétique les anophéles vecteurs du Plasmodium en
Afrique, et a travers une revue de littérature I’état des connaissances scientifiques sur les principaux
changements de rythmes journaliers chez les insectes face a une pression de sélection, leurs causes

et les conséquences éventuelles. Dans la seconde partie, apres la présentation de la méthodologie



génerale, nous exposerons les résultats de nos études expérimentales réalisées en condition de
laboratoire a travers deux articles. Le premier, porte sur I’effet des statuts d’insémination et de
réplétion sur le rythme d’activité circadien d’Anopheles coluzzii femelle vecteur du parasite du
paludisme et le second sur I’effet du portage du géne KDR sur le rythme d’activité circadien des
anopheles femelles vecteurs du Plasmodium au Burkina Faso avant de discuter de leurs apports
dans la compréhension des changements du rythme d’activité locomotrice en général et dans les
changements de comportements de piqdre en particulier.
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Chapitre 1

Les anopheles vecteurs du complexe Anopheles gambiae

L’étude des vecteurs du complexe An. gambiae a pris de I’importance depuis la mise en évidence
du réle des moustiques anophéles comme vecteurs biologiques dans la transmission du
Plasmodium (agent responsable du paludisme) par Ronald Ross (Ross 1897) en Inde et Battista
Grassi en Italie (Grassi et al. 1899). De plus, leur intérét médical est aussi dd au fait qu’en dehors
du paludisme, ils sont impliqués dans la transmission de plusieurs autres pathogenes comme la
filaire de Bancroft (Lamontellerie 1972 ; Brengues 1975 ; Appawu et al. 2001 ; Boakye et al. 2004),
des virus (Corbet et al. 1961 ; Gratz 1999 ; Lutwama et al. 1999 ; Brault et al. 2004) dont certains
peuvent étre co-transmis avec le Plasmodium (Kelly-Hope et al. 2006 ; Rao et al. 2009 ; Manguin
et al. 2010 ; Derua et al. 2012).

Les anophéles appartiennent au regne animal, a I’embranchement des Arthropodes, au sous-
embranchement des Mandibulates, a la classe des Insectes, a la sous-classe des Ptérygotes
(Holometaboles), a I’ordre des Diptéres, au sous-ordre des Nématoceres, a la famille des Culicidae,
a la sous-famille des Anophelinae et aux trois genres Anopheles, Bironella et Chagasia. Il existe
plus de 440 espéces d’anopheles dans le monde dont une soixantaine sont impliquées dans la
transmission d’agents de maladies humaines ou animales (Harbach 2004). L’alimentation sanguine
des anopheéles a essentiellement lieu la nuit, juste apres le coucher du soleil et jusqu’a I’aurore
(Hamon 1963). L’intensité de la transmission dépend des facteurs liés au parasite, au vecteur, a
I’h6te humain et a I’environnement. Le sang ingéré par les femelles est principalement utilisé pour
la production des ceufs méme s’il y a des évidences que le repas de sang peut aussi servir de source
d’énergie (Clements 1999). Il existe des pics de piqUre ou pics d’agressivité a une ou plusieurs
périodes au cours de la nuit. Ces pics de pigdre, en général identiques au sein d’une méme espéce,
sont toutefois variables entres des espéces différentes. Ainsi, Hamon (1963) relevait que chaque
espece de moustiques possede un cycle nocturne d’activité qui lui est propre et qui est probablement
sous la dépendance de nombreux facteurs endogenes et exogeénes, le plus important d’entre eux

semblant étre I’intensité lumineuse. En ce qui concerne les vecteurs du complexe Anopheles



gambiae classés parmi les principaux vecteurs de la transmission du paludisme en Afrique (Gillies
& Coetzee 1987), le cycle d’agressivité est constant dans toute I’ Afrique continentale. Leur activité
journaliére est nulle, et augmente de maniére continue du crépuscule jusqu’a peu avant I’aube,

avec, a ce moment moment-la un arrét presque complet de I’activité (Hamon 1963).

Figure 1 : Anopheles gambiae s.I. femelle (& gauche) et male (a droite) (Source : Duvallet et al.
(2017)

1. Composition du complexe Anopheles gambiae

La majorité des espéces anopheles vecteurs de Plasmodium sont membres d’un complexe ou d’un
groupe d’espéeces jumelles (Sinka et al. 2010). En Afrique, plusieurs vecteurs majeurs du paludisme
appartiennent au complexe An. gambiae (Gillies & Coetzee 1987 ; Sinka et al. 2010). Décrite en
1902 par Giles, I’espéce Anopheles gambiae a longtemps été pensée comme unique espece jusqu’a
la découverte de I’existence d’une forme d’eau saumatre puis de deux formes d’eau douce pour la
premiére fois a partir de croisements entre des souches résistantes a la dieldrine et des souches
sensibles de cette espece provenant du Nigeria dans des études sur le mode de transmission de la



résistance (Davidson 1956). Depuis cette époque, des etudes ont tenté de d’identifier les différentes
formes d’An. gambiae. Ainsi, les premiers travaux de description des différentes formes d’An.
gambiae vont permettre d’établir I’existence de deux (Davidson 1956) a plusieurs formes
(Davidson 1962 ; Davidson & Jackson 1962), et plus tard celle d’un complexe d’espéces (Paterson
1963 ; Davidson 1964). Depuis, plusieurs membres ont été ajoutés au complexe grace a la mise au
point de nouvelles techniques d’identification de cytogénétique se basant sur les inversions
chromosomiques dans les chromosomes polyténes (Coluzzi & Sabatini 1967, 1968, 1969 ;
Davidson & Hunt 1973), ou de biologique moléculaire (Scott et al. 1993 ; Favia et al. 1997) jusqu’a
atteindre huit especes cryptiques avec a la clé des espéces renommeées (Coetzee et al. 2013).
Récemment, un nouveau membre de ce complexe a été découvert au Gabon (Barron et al. 2019),
laissant penser que d’autres especes de ce complexe restent a découvrir a cause des échanges de
genes (flux de genes) et des introgressions entre les hybrides et les membres du complexe. Cette

récente découverte porte actuellement a neuf le nombres des membres du complexe An. gambiae :

*  An. amharicus Hunt, Wilkerson & Coetzee, 2013
*  An. arabiensis Patton, 1904

*  An. bwambae White, 1985

*  Anopheles coluzzii Coetzee & Wilkerson, 2013

*  Anfontenillei Barrén, Paupy & Rahola, 2019

*  An. gambiae Giles, 1902

*  An. melas Theobald, 1903

*  An. merus Donitz, 1902

*  An. quadriannulatus Theobald, 1911.

*  Les principaux vecteurs du complexes An. gambiae sont : An. arabiensis Patton, 1904 ;

Anopheles coluzzii Coetzee & Wilkerson, 2013 ; An. gambiae Giles, 1902.
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Figure 2 : Distribution des especes du complexe Anopheles gambiae en Afrique (d’apreés
Carnevale & Robert (2009), actualisé)

2. Biologie et écologie des anophéles du complexe An. gambiae

La bioecologie des membres du complexe An. gambiae est semblable a celle des autres anophéles
avec de légeres variations propres a chaque espéce. Cette bioécologie est liée au cycle de vie des
anopheles et se divise en deux grandes phases : la phase aquatique regroupant les stades jeunes ou

préimaginaux (ceufs, larves et nymphes), et la phase aérienne pour les adultes (imagos).



2.1. Morphologie des anophéles
2.1.1. Morphologie des stades préimaginaux (aquatiques)
Morphologie des ceufs

Les anopheles sont des espéces ovipares. Les femelles apres I’accouplement et la prise d’un repas
de sang diminuent grandement leur activité de vol afin de digérer le repas de sang et permettre par
I’apport des protéines contenues dans celui-ci, la maturation des ceufs. Pondus un a un a la surface
de I’eau, les ceufs flottent individuellement grace a la présence de flotteurs latéraux (qui
appartiennent a la couche la plus externe de la coquille de I’ceuf, ou chorion) rempli d’air (Mullen
& Durden 2002). Les ceufs sont de couleur blanche juste apres la ponte, puis ils noircissent. Une
femelle anopheles peut pondre entre 50 et 200 ceufs en une seule ponte (Carnevale & Robert 2009).
D’environ 0,16 mm x 0,48 mm (Holstein 1952), les ceufs sont de forme allongée et ovoide. Les
ceufs d’anophéles sont tres sensibles a la chaleur, a la dessiccation et au froid (Rodhain & Perez
1985 ; Mullen & Durden 2002 ; 2017). Les ceufs éclosent généralement au bout de 48 a 72 heures
en milieu tropical. Cependant, la durée de I’éclosion peut varier selon la température du milieu
(Holstein 1952).

Morphologie des larves

Apres I’éclosion, les ceufs liberent les larves qui passent par quatre stades. Les larves des quatre
stades se ressemblent beaucoup a part leur taille qui augmente progressivement entre le premier et
le quatrieme stade. La larve est composée trois parties (la téte, le thorax et I’abdomen) comme les
adultes a la seule différence que les pattes sont absentes. La téte porte les piéces buccales, des
antennes primitives et des soies (Rodhain & Perez 1985) Le thorax est formé d’une masse aplatie
dorso-ventralement, comportant trois segments non individualisés avec des soies symétriques
servant a les differencier d’avec d’autres especes. L’abdomen est formé par neuf segments dont les
sept premiers sont semblables et different des deux restants sur le plan ornemental. Le huitieme
segment porte deux orifices respiratoires appelés stigmates. Les huit premiers segments sont
toutefois alignés et forment avec le 9éme (segment anal) un angle. Au repos, les larves d’anopheles
se différencient des larves des autres culicidés par leur position parallele a la surface de I’eau (face
ventrale vers le bas). Les larves se nourrissent de micro-organismes végétaux et animaux. La durée

de vie larvaire dans les conditions favorables varie entre 6 et 8 jours a I’issue de laquelle les larves



de stade quatre (dernier stade) effectuent une mue particuliére appelée nymphose et deviennent des

nymphes aquatiques mobiles (Holstein 1952).
Morphologie des nymphes

La nymphe constitue le dernier stade immature avant la vie adulte. Elle a une forme de virgule et
est composée de deux parties, le céphalothorax et I’abdomen qui est recourbé. Toute la nymphe est
a I’intérieur d’une membrane. A travers cette membrane, il est possible d’observer les yeux et les
ailes. Deux trompettes respiratoires fixée sur le céphalothorax permettent une respiration aérienne
de la nymphe (Carnevale & Robert 2009). A ce stade, I’abdomen comporte huit segments qui sont
terminés par deux palettes natatoires en-dessous desquelles se trouve les genitalia males (longs) ou
femelles (plus courts). Durant ce stade, la nymphe ne se nourrit pas. Elles sont la plupart du temps
immobiles. Le stade nymphal dure 1 & 2 jours puis commence I’émergence. Au moment de
I’émergence, la cuticule de la nymphe se fend dorsalement et longitudinalement au niveau du
céphalothorax par une pression du futur anophele adulte qui commence sa sortie par le scutum
thoracique. A la fin de I’émergence, I’imago reste a la surface de I’eau afin, de déployer
completement puis sécher ses ailes avant de prendre son envol. Cette phase est critique chez les

moustiques a cause d’une forte mortalité par noyade et par I’action des prédateurs.

Figure 3 : Dimorphisme sexuel chez les nymphes d’Anopheles gambiae s.lI. Les cercles indiquent
la différence entre les genitalia de la femelle (A) et du male (B) (Source Photo : M. Fraiture)
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2.1.2. Morphologie des adultes

Les anopheles adultes sont minces, avec des pattes fines et des ailes étroites et allongées. Le corps
des anopheles adultes est compose de trois parties : la téte, le thorax et I’abdomen, et est recouvert
d’écailles, de soies et de fines soies, créant les marques et les couleurs caractéristiques a chaque
espéce (Mullen & Durden 2002). Les adultes ont une position de repos oblique par rapport au

support formant un angle autours de 45°.
Téte

C’est la section antérieure du corps de I’anophéle, portant deux yeux composés de nombreuses
ommatidies, une paire d’antennes fixée sur le front entre les deux yeux, longues, filamenteuses et
présentant un dimorphisme sexuel (soies nombreuses, longues et « plumeuses » chez le méle ;
rares, courtes et « glabres » chez la femelle), un proboscis (ou trompe) constitué par I’ensemble
des pieces buccales, une paire de palpes ayant a peu pres la méme longueur que la trompe. La téte
est separée du thorax par le cervix (cou).

Thorax

Deuxiéme division ou division intermédiaire du corps de I’anophéle, I’abdomen se subdivise en
trois segments soudés : pro, méso et métathorax portant chacun une paire de pattes minces. Chaque
patte comporte cing parties : la coxa, le trochanter, le fémur, le tibia et le tarse qui est composé de
de cinq articles appelés tarsomeres. Le premier tarsomere est le plus proche du tibia et le plus long
tandis que la tarsomere terminal est le plus court et porte une paire de griffes enserrant deux
pulvilles et une soie médiane appelée empodium. Chaque patte est recouverte d’écailles et proche
I’une de I"autre sur la face inférieure du thorax par la coxa ou hanche (Rodhain & Perez 1985). Le
thorax constitue I’unité locomotrice unique, relativement rigide et remplie de muscles, dont la
segmentation est obscurcie. Les ailes permettant a I’anophéle de voler sont étroites, présentent un
motif de nervures distinctif et portent des écailles le long des nervures et du bord postérieur, ce
dernier formant une frange. Juste derriére les insertions des ailes est située une paire de minuscules
ailes postérieures modifiee, appelée halteres ou balanciers qui sont utilisées pour le controle et
I’ajustement du vol (Mullen & Durden 2002 ; Carnevale & Robert 2009).

11



Abdomen

Chez les moustiques adultes, I’abdomen est la (troisieme) partie postérieure du corps. De forme
cylindrique, il est constitué de dix segments dont sept sont bien visibles (Mullen & Durden 2002).
Les segments abdominaux 5 a 8 sont progressivement plus petits, de sorte que I’abdomen s’amincit
vers I’extrémité postérieure. Chaque segment comporte une partie dorsale (tergite) et une partie
ventrale (sternite) reliées entre elles par une zone membranaire (pleurite) permettant I’expansion
de la paroi abdominale lors de la prise de gros repas de sang ou de liquide sucré mais aussi lors du
développement des ceufs pour la ponte. Le segment 9, tres petit, porte chez la femelle le cerci et le
lobe postgénital, et chez le male les crochets et autres structures génitales, ou terminalia.

2.2. Cycle de vie des anophéles

Divisé en deux parties aquatique et aérienne, le cycle de vie des anopheles est un élément clé dans
le contrble des anophéles vecteurs. Les femelles anopheles comme beaucoup de culicidés pondent
géneralement a la tombée de la nuit. Les ceufs, sont pondus individuellement. Chaque ceuf va
génerer une larve d’environ 1 mm (Rodhain & Perez 1985) au bout de 48 a 72 heures. Les larves
vont passer au stade suivant en augmentant de taille presque tous les deux jours jusqu’a atteindre
le stade quatre ou elle se nourrissent beaucoup plus avant de subir une métamorphose pour devenir
des nymphes. Au bout d’un a deux jours, de la nymphe émerge un adulte qui apres un court instant
a la surface de I’eau (pour sécher son corps et déployer ses ailes), s’envole pour prendre un repas
sucré a base de nectar qui lui servira de source d’énergie. Le temps entre la ponte des ceufs et
I’émergence des adultes dure une dizaine de jours et est positivement corrélé avec la température
jusqu’a certaines valeurs critiques. Le développement complet de I’adulte varie selon qu’il soit un
male (3 jours nécessaires post-émergence pour le bon fonctionnement des organes reproducteurs,
qui operent une rotation définitive de 180° avec I’extrémité abdominale) ou une femelle (2 a 3
jours) (Carnevale & Robert 2009). Le méle passera le reste de sa vie entre la formation d’essaims
avec d’autres males au crépuscule et la recherche de repas sucré. Les femelles matures (dont le
corps est développé) sont attirées par les essaims grace aux stimuli d’ordre optique, olfactif
(phéromones) et auditif dégagees par les méles (Carnevale & Robert 2009). Une fois a I’intérieur
de I’essaim, la femelle choisit un male pour s’accoupler. Les femelles anophéles copulent en
général une seule fois au cours de leur vie méme si des femelles ont été retrouvées inséminées par

des spermatozoides de males différents (Tripet et al. 2003). Au cours de I’accouplement, la femelle
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recueille les spermatozoides du male dans une poche appelée spermatheque ou ils seront stockeés
et utilisés lors de la fécondation. Aprés I’accouplement, la femelle cherche un repas de sang
indispensable a la maturation des ceufs. Apres la prise de sang, la femelle, alourdie, va se reposer
afin de digérer le sang le repas et faciliter la maturation des ceufs. Une fois gravide, la femelle sort
au crépuscule pour la recherche d’un gites afin de pondre ses ceufs. Un nouveau cycle peut donc
reprendre. La femelle ayant pondu va passer le rester de sa vie entre la recherche d’un héte pour la
prise de son repas de sang, la digestion et la ponte ; ce nouveau cycle est appelé cycle
gonotrophique. Il dure trois a cing jours chez les femelles nullipares et de deux a trois jours chez
les pares (Robert & Carnevale 1984).

o} A p— {/Q_

g L e A ¥ »

o e e S .{@;‘.‘ :_“l
f o | i K\

— T T T

3 1 A —
S VAR |

L J - A
D £ T

4%

Figure 4 : Cycle biologique des anophéles (Source : http://www.biographix.cz/portfolio/schemes-
models/life-cycle- of-the-mosquitoanopheles-gambiae/Date de consultation : 17/04/2020)

2.3. Ecologie des anopheles vecteurs du complexe An. gambiae au Burkina Faso

Le Burkina Faso, situé en Afrique occidentale, est un pays intertropical a caractére soudano-
sahélien. Il est constitué d’un réseau hydrographique important constitué de trois bassins
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principaux (Volta noire, appelée Mouhoun au Burkina Faso, Comoé et Niger). Le climat est de
type sahélien dans le Nord et soudanais dans le reste du pays. De novembre jusqu’en mars s’étend
une saison seche et fraiche, durant laquelle souffle I’harmattan, vent originaire du Sahara, qui se
caractérise par une grande amplitude thermique entre le jour et la nuit. De mars jusqu’en mai
regnent chaleur et humidité. Le niveau des pluies (commengant en juin) varie de plus de 1 300 mm
dans le Sud-Ouest, région la plus productive du pays, a moins de 254 mm dans le Nord.
L’amplitude thermique est élevée dans le Nord (15 a 45 °C) ; ailleurs, les températures varient de
21,14 36,7 °C.

Anopheles arabiensis, An. coluzzii et An. gambiae font partie des six vecteurs majeurs de
Plasmodium humain, les plus anthropophiles et plus répandus en Afrique. Ces trois espéces
constituent un systéme vectoriel extrémement efficace a cause de leur adaptation rapide et facile
aux modifications de I’environnement causées par I’homme (Coluzzi et al. 1979 ; Simard et al.
2009). Méme si elles peuvent vivre en sympatrie, ces espéces présentent tout de méme des
préférences écologiques (contribuant a un isolement reproductif) qui peuvent étre utilisées pour les

“différencier”.

Au Burkina Faso, ces trois principaux vecteurs de Plasmodium sont présents, vivent en sympatrie
mais sont inégalement réparties sur I’ensemble du territoire (Coz 1973a, 1973b ; Costantini et al.
2009) comme observé dans la plupart des milieux arides de I’Afrique de I’Ouest (Coluzzi et al.
1979 ; Toure et al. 1994, 1998 ; Coluzzi 1999).
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Figure 5 : Abondance relative des membres du complexe Anopheles gambiae (avec An. coluzzii
et An. gambiae anciennement appelées respectivement forme M et forme S) au Burkina Faso
(d’apres Costantini et al. (2009))

2.3.1. Anopheles arabiensis

Anopheles arabiensis est un moustique de savane exploitant des mares temporaires dans les zones
de savane et les villages situés loin du périmetre des rizieres. Son type d’habitat préféré est
généralement dépourvu de végétation, indiquant une préférence pour des habitats aquatiques
temporaires simples dépendant de la pluie (Gimonneau et al. 2012). Il est plus répandu dans le
nord-ouest et sur le plateau central du Burkina Faso entre 11°30’N et 13°30’N avec une diminution
de son abondance lorsqu’on s’éloigne de cette zone (Costantini et al. 2009). Dans la partie du sud-
ouest du Burkina Faso comme Bobo-Dioulasso, An. arabiensis est beaucoup plus présente vers le
mois d’aodt correspondant a la fin de saison des pluies (Diabate et al. 2002). Anopheles arabiensis
s’adapte bien aussi a différents contextes anthropiques (Gimonneau et al. 2012) et a été récemment
trouvée dans des gites larvaires pollués des zones périurbaines et urbaines (Fournet et al. 2010). A
I’échelle du pays, elle est I’espece la mieux représentée du complexe au Burkina (49,2%) d’apres

une étude réalisée par Costantini et al. (2009).
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2.3.2. Anopheles coluzzii

Au Burkina Faso, Anopheles coluzzii domine dans les zones arides les plus septentrionales et ses
larves sont plus répandues dans les grands gites anthropiques tels que les lacs artificiels et les
riziéres, et de longue durée (Diabate et al. 2005 ; Costantini et al. 2009) avec des plantes flottantes
(Gimonneau et al. 2012). Elle est bien adaptée aux conditions anthropiques.

2.3.3. Anopheles gambiae

L’espere Anopheles gambiae est généralement plus abondante dans les régions méridionales plus
humides. Elle est principalement retrouvée dans les zones de savane et prédomine dans les petits
habitats éphémeéres tels que les flaques d’eau et les carriéres qui sont fortement dépendant de la
pluie (Diabate et al. 2005 ; Costantini et al. 2009 ; Gimonneau et al. 2012).

3. Activité de vol et cycle d’agressivite des femelles vectrices complexe Anopheles
gambiae

3.1. Activité de vol

En condition naturelles, les vecteurs du complexe Anopheles gambiae présentent tous une activité
essentiellement nocturne (avec un repos en journée) et la lumiére semble avoir un effet inhibiteur.
De plus, cette activité a été montrée comme étant sous la gouverne d’une horloge endogene
circadienne (Jones et al. 1967, 1972a, 1972b, 1974a ; Jones & Gubbins 1977). Cependant il faut
noter tout de méme I’existence de certaines activités diurnes qui sont certes breves mais vitales
pour I’anophele ; ces activités se résument généralement au premier vol aprés I’émergence pour
quitter le gite, rechercher le repas sucré et s’abriter. L’activité de vol varie selon le sexe, I’état
physiologique et nutritionnel de I’anophele et serait probablement associée normalement a un
comportement de recherche de partenaire sexuel, d’héte ou, une fois que les moustiques se sont
nourris de sang, de gite repos ou de ponte. Chez les males, I’activité de vol se résume
essentiellement a la recherche de partenaire sexuel dans les essaims, de repas de jus sucré et de gite
de repos (Jones et al. 1974a). A la différence des males, I’activité chez les femelles varie
énormément selon que la femelle soit vierge, inséminée, gorgée ou gravide (Jones & Gubbins 1977,
1978). Ainsi chez les femelles vierges, I’activité de vol se résume soit a la recherche d’un essaim

pour I’accouplement, suivie de la recherche du repas de sang ou vice-versa alors que chez les
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femelles inséminées, la recherche de partenaire sexuel est exclue. Quant aux femelles gorgeées, leur
activité quotidienne est presque nulle ; la femelle diminue drastiguement son activité nocturne
suivant les deux a trois jours apres la prise de repas de sang (Jones & Gubbins 1978). Une fois
gravide, I’activité reprend progressivement, ce qui a été suggérée par Jones & Gubbins (1978)
comme une recherche de gites de ponte, et aprés la ponte comme une recherche de nouveau repas

de sang.
3.2. Cycle d’agressivite sur les hotes humains

L’agressivité ou comportement de pigdre est une composante de I’activité de vol de des femelles
anopheles et a essentiellement lieu pendant la nuit (Haddow & Ssenkubuge 1962). Chez les
anopheles vecteurs du complexe Anopheles gambiae, elle commence juste aprés le coucher du
soleil vers 18 heures, pour croitre au cours de la nuit, atteindre son maximum au cours de la seconde
partie de la nuit entre 1 heure et 3 heures et decroitre rapidement ensuite pour cesser avant lever du
soleil a 6 heures (Hamon 1963). Sa bonne compréhension est a la base des méthodes et outils de
prévention contre les piqdres. L’agressivité tout comme I’activité de vol varient aussi chez les
femelles selon leur état physiologique. Ainsi, les femelles nullipares ou unipares piquent
préférentiellement en début de nuit et les multipares au cours de la seconde moitié de la nuit
(Carnevale & Robert 2009).

4. Méthodes de lutte et de prévention contre les piqQres d’anophéles

Le Plasmodium, parasite du paludisme humain est principalement transmis par I’anophéle, ce qui
sous-entend que sans piqUre de moustique, il n’y a pas transmission de parasite, voire pas de cas
de paludisme autochtone. Ainsi la plupart des mesures de lutte contre les anopheles vecteurs
consiste soit a tuer ces derniers, soit a empécher leur contact avec leurs hétes ou les deux a la fois.
Ces méthodes vont donc concerner les deux stades de vie du moustique (préimaginaux et adultes)
et exigent nécessairement des connaissances extrémement poussées et pluridisciplinaires dans les
domaines de I’écologie et I’éthologie des vecteurs, de la génétique, de la biologie et des
mathématiques. Les principales méthodes de lutte peuvent se résumer en trois types a savoir

physique, chimique, biologique/génétique.
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4.1. Méthodes de lutte physique

Elles visent généralement a la suppression intentionnelle par I’aménagement des habitats des stades
imaginaux avec pour objectif d’empécher I’obtention des adultes, ou chez les adultes d’empécher

leur contact avec les hotes humains. Chez les stades aquatiques, les principales techniques sont :

* le comblement qui consiste remplir par le biais de pierres, de sable ou autres débris les
collections d’eau ou des emplacements creux pouvant servir de gites aux larves d’anophéle

* le drainage permettant d’évacuer les eaux pouvant servir de gite a I’aide d’un drain vers
des récepteurs naturels tel que les fleuves, les mers, les cours d’eau ou a défaut vers des
terres perméables pour absorber rapidement ces eaux avec pour objectif final d’entrainer
les ceufs et les larves vers des milieux défavorables a leur développement pour les éliminer
rapidement ;

* la mise en boite des eaux qui consiste a regrouper les eaux de gites potentiels vers un
grand bassin afin d’empoisonner cette grande collection d’eau grace a des larvicides tout

en limitant par ce fait la surface & empoisonner.

En ce qui concerne la lutte physique chez les adultes, elle consiste en I’utilisation de moustiquaires
et ou d’écrans de fenétres pour empécher tout contact entre I’Homme et les anophéles.

4.2. Méthode de lutte chimique

Ce sont de loin les méthodes les plus utilisées et les plus visibles avec des outils phares comme la
moustiquaire imprégnée d’insecticides (qui est aussi une méthode de lutte physique) et la
pulvérisation intra domiciliaire (PID ou aérosol a usage individuel) a coté desquelles se trouvent
les serpentins fumigenes et autres répulsifs (lotion, creme, savon). Si différents insecticides sont
utilises depuis I’abandon du DDT, ils appartiennent presque tous a la famille des pyréthrinoides a
cause d’un risque de toxicité trés faible de ces derniers sur les mammiféres. Cependant, avec
I’avénement des résistances de plus en plus fréquentes des anophéles aux pyréthrinoides, les
recherches se tournent vers de nouvelles familles dont la plus connue est celle des carbamates.
Dans cette méthode de lutte, I’insecticide est généralement pulvérisé sur un support (mur,
moustiquaire, supports), ou dans I’air s’il s’agit d’un espace clos, ou ajouté au matériau de

protection des la synthése de ce dernier. En plus des moustiquaires imprégnées d’insecticides, il
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existe d’autres supports impregneés tels que les rideaux, les plastiques ou les écrans. Les insecticides

utilisés dans la lutte chimique sont dotés de propriétés insecticides et ou répulsive.
4.3. Méthodes de lutte biologique

Ces méthodes ciblent principalement les stades aquatiques des anophéles (ceufs, larves et nymphes)
en introduisant dans leur biotope leurs prédateurs naturels comme des poissons (Gambusia affinis
et Tilapia azillui) pour les gites permanents ou des micro-organismes telles les bactéries (Bacillus
sphaericus ; Bacillus thuringiensis ; Clostridium bifermentans) ou des champignons
entomopathogenes (Metarhizium anisopliae et Metarhizium pingshaense) qui produisent des
toxiques trés spécifiques. Il faut retenir que les méthodes de lutte biologique sont proposees dans
les nouvelles stratégies de lutte intégrées face a la résistance de plus en plus grandissante des
vecteurs aux insecticides utilisés dans la confection des moustiquaires imprégnées et dans les

aspersions intra domiciliaires

4.4. Méthodes de lutte génétique

La lutte génétique a connu un grand intérét avec la conception de moustiques génétiquement
modifiés (Davidson 1969a, 1969b ; Davidson et al. 1970) dans les années 60 en lien avec la
découverte de nombreuses techniques de biologie moléculaire, de chimie, de biochimie et de
progrés dans la génétique. Depuis peu, elle revient en force avec la promotion pour le
développement de nouveaux outils pour compléter les programmes de contréle et de prévention
classiques. Le concept de la lutte génétique est basé sur la manipulation du patrimoine génétique
du moustique afin de supprimer, modifier ou insérer des génes ou famille de génes afin d’obtenir
des moustiques transgéniques qui peuvent perdre certaines capacités (stériles), en acquérir d’autres
(moustiques réfractaires aux parasites) ou qui présentent une disproportion dans le ratio entre les
sexes (Gene drive qui entrainerait I’élimination de I’espece cible dans certaines régions et sa
suppression dans d’autres) (North et al. 2019). Jusque-1a, la lutte génétique contre les vecteurs du
paludisme reste expérimentale a de petites échelles et n’a pas encore été utilisée dans des

programmes de lutte antivectorielle de grande envergure.
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5. Les différentes méthodes et dispositifs de mesure des rythmes d’activité des
anophéles

Le principe général de la mesure du rythme d’activité d’un anophéle consiste a détecter si ce dernier
se déplace (vole) ou pas au cours d’un laps de temps d’observation allant de la minute a plusieurs
jours et a des intervalles de temps réguliers générant ainsi une variable de type binaire (O pour
absence de mouvement et 1 pour mouvement). Avec le développement des méthodes automatiques
d’enregistrement de I’activité de vol des insectes lié géneralement a des connaissances continues
sur les rythmes circadiens, il existe de nombreuses méthodes d’enregistrement des rythmes
d’activité chez les anophéles qui peuvent étre acoustiques (Jones 1964 ; Jones et al. 1967),
infrarouge (Rund et al. 2012), photographiques ou par vidéo (Araujo et al. 2020). Ces méthodes
ont toutes éeté inventées dans le but non seulement de soulager des expérimentateurs (humains)
d’une observation continue lors des tests étalés sur plusieurs jours et nuits, ce qui, outre
I’inconvénient évident de I’ennui, introduit des sources d’erreurs possibles, mais aussi d’éviter les
biais dans I’activité (influences) dus a la présence méme de I’observateur (Jones 1964). Ces
méthodes permettent une surveillance constante et procurent des enregistrements fiables avec un

instrument d’écriture automatique de I’activité locomotrice (Jones 1964).

5.1. Mesures par actographe acoustique (Jones et al. 1967)

Le développement de I’actographe acoustique pour la mesure du rythme d’activité découle de
I’observation selon laquelle les anopheles lors de leur vol émettent des sons dus a la vibration créée
par le battement de leurs ailes. Ces sons pourraient mieux caractériser I’activité de vol locomoteur
de ces derniers (Jones 1964). L’actographe acoustique (Fig. 6) est simplement constitué d’une
chambre d’enregistrement fabriquée a partir de la moitié supérieure d’une bouteille de 200 ml
bouchée contenant I’anophéle. Un morceau de papier filtre avec une fine feuille de polyéthylene a
I’extérieur forme le fond de cette chambre séparant ainsi le moustique du haut-parleur de 35 ohms
de 2,5 pouces qui sert de microphone. Un petit tube de verre contenant une solution sucrée, muni
d’une “méche” en coton, sert de réserve de nourriture et maintient une humidité relative d’environ
80 % dans la chambre. La feuille de polyéthyléne empéche I’humidité d’affecter le “microphone”.
Les moustiques pouvaient survivre pendant au moins une semaine dans ces chambres sans effets
néfastes apparents. Une chambre similaire mais vide était utilisée dans les expériences comme

contrdle contre les bruits extérieurs qui pourraient activer I’appareil. La chambre d’enregistrement
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était placée dans un “nid” de coton a I’intérieur d’une premiére boite cubique en bois (petite boite)
avec un couvercle en plexiglas. Cette boite était ensuite placée a I’intérieur d’un boite cubique
similaire (boite moyenne) doublée d’un absorbant acoustique. La boite moyenne était enfin placee
dans une boite plus grande, étanche a la lumiére extérieure et revétue d’un materiau insonorisant,
dans une piéce a température constante de 25° C. La grande boite était éclairée par une ampoule de
15W (intensité lumineuse d’environ 100 lux). L’ampoule se trouvait a plusieurs metres au-dessus
du couvercle en plexiglas de la boite moyenne en bois et des ventilateurs en haut et en bas de la
chambre étanche a la lumiére extérieure permettaient de dissiper la chaleur produite par I’ampoule.
La température a I’intérieur de petite boite fluctuait de moins de 1°C. L enregistrement de I’activité
de vol effectué était noté en binaire au cours d’une minute. L’anophéle recevait une note de 1 pour
toute activité de vol indiquée dans une minute et 0 s’il n’y avait pas d’activité dans la minute de
sorte que chaque moustique avait une note entre 0 et 30 pour chaque demi-heure. Le régime de

lumiere était contr6lé depuis une piece voisine par une minuterie Venner®.
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Figure 6 : Dispositif d’enregistrement en bouteille (d’aprés Jones et al. (1967))
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5.2. Mesures par actographe infrarouge : le moniteur d’activité locomotrice (LAM)

Le Locomotor Activity Monitor LAM system, TriKinetics, Waltham, MA system (ou Moniteur
d’Activité Locomotrice en francais) est un dispositif congu pour enregistrer les données de
locomotion individuelle des anopheles (disposés individuellement dans des canaux) et selon les
conditions définies par I’expérimentateur (Gentile et al. 2006). Le LAM est compose de trente-
deux canaux (4 x 8) recevant chacun un tube. Autour de chaque canal, il y a un jeu circulaire de
sources/détecteurs infrarouge. A I’allumage du LAM, chaque source infrarouge émet un faisceau
qui est détecté par un détecteur opposé créant ainsi un réseau circulaire de faisceaux infrarouges.
Le diameétre de chaque canal est de 2,5 cm et porte 9 sources et 9 détecteurs infrarouges (Fig. 7).
Le LAM permet ainsi de mesurer I’activité individuelle de moustiques maintenus dans des tubes a
hémolyse scellés par un bouchon en coton hyper enroulé placé dans ces canaux. Chaque tube est
disposé horizontalement de sorte que le réseau circulaire de faisceaux infrarouges produit soit
dirigé a travers son milieu. A chaque fois que le moustique traverse ce réseau circulaire de faisceaux
infrarouges dans un sens comme dans I’autre, ce dernier est interrompu et cela constitue un
“événement d’activité” qui est compté comme une activité locomotrice. Cette activité locomotrice
est enregistrée par le logiciel DAMSystem3TriKinetics installé sur un ordinateur connecté au LAM
par un cable téléphonique. Les événements détectés au cours de chaque intervalle
d’échantillonnage sont additionnés et enregistrés au cours de I’expérience pour chaque anopheéle.
L’avantage du LAM est qu’il utilise des faisceaux infrarouges pour caracteriser le schéma de
mouvement dans chacun des 32 tubes individuels permettant ainsi de tester plusieurs individus ou
génotypes en méme temps. Dans toutes les expériences au cours de notre étude, les mesures du

rythme des anophéles ont été realisées avec le LAM
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Figure 7 : Photographie d’un Moniteur d’activité locomoteur (LAM) vide : A) vue de face, B) vu
de profil avec un zoom sur le jeu circulaire de sources/détecteurs infrarouge

5.3. Mesures par actographe par image vidéo (Flybox) (Araujo et al. 2020)

C’est un dispositif de mesure du rythme d’activité locomoteur des anophéles baptise Flybox qui
utilise I’enregistrement vidéo automatisé au lieu du son ou de I’infrarouge. Le FlyBox est une boite
cubique de 11 pouces fabriquée en acrylonitrile-butadiéne-styrene (ABS), noire et indépendante,
entierement étanche a la lumiere pour éviter toute pollution lumineuse externe et connectée a un
ordinateur controlant ses parameétres et enregistrant les données géneérées. Il contient trois
caractéristiques principales : (i) une lumiere d’entrainement (LED blanche pour imiter totalement
la lumiére du jour), (ii) une caméra infrarouge pour détecter et enregistrer les schémas d’activité et
de repos (activité locomotrice) des anophéles et (iii) une plate-forme sous la forme d’une plaque
de 24 puits dans lesquels sont disposes individuellement les anopheéles qui est recouverte d’un film
plastique transparent et percé de cing trous sur chaque puits pour favoriser la circulation de I’air
(Fig. 8). C’est donc un systeme permettant d’analyser automatiquement et simultanément 24
moustiques individuels sur une période donnée qui peuvent atteindre plusieurs jours complets dans

des conditions de régime lumineux changeant ou constant.
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Chapitre 2

Changement des rythmes journaliers des insectes face a une pression

de sélection

(Ce chapitre fera I’objet d’un article ultérieurement)

1. Introduction

1.1. Rappel des notions

La rotation de la terre sur elle-méme et sa révolution autour du soleil ont donné naissance a des
phases de jour (exposition d’une partie de la terre au soleil) et de nuit (absence d’exposition solaire)
entrainant ainsi des rythmes de par leur durée, de méme que les saisons. Un rythme se définit
comme un changement répété avec un motif similaire (Koukkari & Sothern 2006). Les rythmes
découlant de la rotation terrestre impactent la biologie des étres vivants et I’ensemble de ces
rythmes chez les étres vivants est appelé rythmes biologiques. De par leur période (temps
nécessaire pour répéter un rythme biologique), on distingue trois principaux groupes de rythmes
biologiques : (i) les rythmes ultradiens qui ont des périodes inferieures a 20 heures ; (ii) les rythmes
circadiens avec une durée d’environ 24 heures (période variant généralement entre 20 et 28 heures)
et (iii) les rythmes infradiens ayant une période supérieure a 28 heures. Parmi les rythmes
infradiens, nous avons : a) les rythmes circatidaux, circasemilunaires se faisant en environ 14 jours
(e.g. marrées), b) les rythmes circalunaires de 28 jours et ¢) les rythmes circannuels ou saisonniers

durant une année approximativement.

Les rythmes circadiens sont omniprésents chez presque tous les étres vivants (Luce 1970 ; Aschoff
1989 ; Dunlap 1999). Les premiers travaux sur le rythme circadien chez les étres vivants sont
attribués au botaniste et astrologue francais Jean-Jacques de Mairan (Biinning 1964 ; Dunlap et al.
2004 ; Foster & Kreitzman 2004) grace a sa démonstration selon laquelle les rythmes quotidiens
des plantes sensitives (Mimosa pudica) placées en condition constante d’obscurité (Dark-Dark :
DD) pouvaient étre générés de maniére endogene (Mairan 1729). Cependant, il faut attendre les

années 1930 pour voir de grandes avancées grace aux apports de Binning sur la synchronisation
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des rythmes circadiens avec le cycle environnement-lumiere par le biais du photopériodisme chez
les plantes, sa découverte de I’horloge biologique et de I’aspect héréditaire des rythmes circadiens
(Biinning 1936). L appellation rythme circadien avec “circa” pour “environ” et “dies” pour “jour”,
est due au fait que les études pionniéres sur les rythmes biologiques se sont majoritairement
concentreées sur les cycles d’une duree de 24 heures (Koukkari & Sothern 2006). Plusieurs rythmes
comportementaux ont été rapportés chez les insectes (Saunders 1982) Et un nombre important
parmi eux sont maintenus chez les insectes grace a des horloges biologiques endogenes dites
horloges circadiennes (Blnning 1936 ; Pittendrigh 1967 ; Moore-Ede et al. 1982). Ainsi, les
insectes a I’instar des autres étres vivants ont révélé qu’un nombre diversifié de leurs
comportements est contr6lé par une horloge endogéne, dite circadienne, déterminant I’occurrence
de tel ou tel événement dans le temps, afin qu’il ait lieu dans un timing optimal. L’essaimage (Jones
& Gubbins 1978), la pupaison (Clements 1999), la recherche de repas sanguin chez les insectes

vecteurs (Bodin et al. 2008) et la ponte (Saunders 1982 ; Lazzari 1991) en sont des exemples.

De plus, les insectes sont capables d’adapter leurs rythmes biologiques circadiens en synchronisant
leurs horloges endogénes avec les variations « nuit-jour » quotidiennes (Pittendrigh & Minis 1964
; Saunders et al. 1994 ; Hardin 2011 ; Edgar et al. 2012). Lorsque les changements
environnementaux (climat ou actions humaines) sont drastiques ou s'étendent sur une longue
période, cette adaptation (alignement temporel entre les rythmes circadiens endogenes et les
rythmes environnementaux) necessite un effort supplémentaire qui peut étre nuisible aux insectes.
Ainsi, si cette adaptation est vitale pour ces insectes, ses causes pourraient étre utilisées pour lutter
contre les insectes nuisibles ou vecteurs d'agents pathogénes a cause de son codt sur leurs traits de
vie. Cependant, il est alors impératif de connaitre les causes des changements de rythmes
journaliers ou comportementaux, en se concentrant sur la maniere dont ils sont maintenus dans un

environnement changeant par I'adaptation.

Dans cette revue, nous examinons I'état actuel des connaissances sur les changements des rythmes
journaliers ou comportementaux des insectes. Une attention particuliére est accordée a la fois aux
changements de comportement circadien face a la pression de la sélection humaine ou naturelle et

a leurs conséquences.
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1.2. Réle adaptatif des rythmes circadiens

Le maintien de la vie et la pérennisation de son espéce sont le propre de chaque étre vivant. Il est
donc évident que tous les étres vivants vont chercher a rester en vie par tous les moyens en
s’adaptant obligatoirement a leur environnement immédiat ou en se multipliant en vue d’assurer la
pérennité de leur espéce (Comte de Buffon 1749). Ainsi, le colt engendré par une adaptation trés
marquée dans un environnement ou sur le trait de vie peut étre observé a travers des
expérimentations. Face aux changements climatiques qui sont de plus en plus perceptibles (Li et
al. 2020), de nombreux animaux commencent a s’adapter a ces nouvelles donnes avec un pas de
temps tres réduit.

Ces adaptations, qu’elles soient longues ou pas, peuvent se produire sans I’intervention directe des
horloges biologiques qui contrblent une grande variété d’activités comportementales et de
processus physiologiques chez les insectes au rang desquels, les rythmes quotidiens de locomotion,
d’alimentation, d’accouplement, de ponte, de nymphose et d’éclosion. Ces rythmes peuvent

s’exprimer a I’échelle individuelle ou a celle des populations. (Saunders 1982).

L’horloge circadienne des insectes

Le terme « d’horloge circadienne » est utilisé pour décrire le mécanisme endogene qui génére des
rythmes quotidiens chez les insectes et autres organismes (Giebultowicz et al. 2001). Ce sont les
expériences de Binning (1936) qui ont permis de décrire I’horloge circadienne, de prouver que
certains rythmes étaient non seulement endogéenes, et non une expression des changements de
I’environnement au long d’une journée, mais aussi hérités. En outre, Blinning a montré le réle
prédictif des rythmes endogénes, ainsi que leur valeur adaptative.

La localisation de I’horloge circadienne des insectes a été largement discutée par Giebultowicz
(1999). L'auteur a montré que plusieurs oscillateurs circadiens existaient a différents endroits, qu'ils
étaient autonomes, qu'ils contrélaient un grand nombre des rythmes non comportementaux décrits.
Ces oscillateurs circadiens sont situés dans les tissus périphériques et leur activité est coordonnée
par un oscillateur central ou horloge circadienne, situé dans le cerveau. Ces résultats ont été
récemment renforcés par Denlinger et al. 2017. lls ont montré que les horloges circadiennes qui
contrélent les orientations de vol pendant les trajets migratoires des papillons monarques Danaus
plexippus résident dans les antennes plutét que dans le cerveau. D’autres travaux empiriques ont

suggére I'existence d'un oscillateur secondaire situé dans le cerveau central impliqué dans le rythme
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locomoteur. Cela a éte démontré chez les blattes (Leucophaea maderae) ou divers rythmes
circadiens comme I’activité locomotrice (Page 1982) et I’activité d’accouplement (Rymer et al.
2007), sont régulés par une paire d’oscillateurs travaillant ensemble, située dans chacun des lobes
optiques du cerveau (Page 1985).

L’horloge circadienne comme toute horloge doit étre « mise a I’heure », étant entrainée par les
cycles jour-nuit de lumiére-obscurité (LD : Light-Dark), de température ou, au moins en théorie,
par toute autre variable journaliére susceptible d’étre captée par I’individu. Ces variables capables
de synchroniser I’horloge circadienne sont désignées avec le terme allemand de Zeitgebers qui veut
dire « donneur de temps ». Pittendrigh (1981) a produit une synthese des effets des cycles LD sur
les horloges pour comprendre comment I’alternance quotidienne des 1/2 cycles de lumiére et
d’obscurité entrainaient les oscillateurs qui sont responsables de rythme circadien des organismes.
En outre, une étude conduite par Lubinski & Page (2016) a récemment montré que non seulement
les rythmes circadiens d’activité ou de développement sont contrélés par I’horloge circadienne
localisée dans les lobes optiques des blattes, mais également la modulation journaliere des
processus d’apprentissage et de mémorisation des informations olfactives.

Il semble finalement donc que chez les insectes, un grand nombre de processus modulés dans le
temps sont dépendant de I’activité de I’horloge circadienne d’une maniere ou d’une autre, méme si
des interrogations persistent encore concernant les connexions entre le systeme circadien et
I’expression des différents rythmes (Aschoff 1984).

Adaptation temporelle et survie

En observant presque tous les étres vivants y compris les insectes, il est évident que I’un des points
communs entre eux est qu’ils ont presque tous une activité rythmique, preuve d’une adaptation aux
variations de leur environnement.

Ainsi a travers une revue récente, des chercheurs ont tenté de voir comment les horloges
circadiennes des insectes étaient impliquées dans les mécanismes d’adaptation a travers leurs
réponses « photopériodes » dans les environnements changeants, telle que la modulation des taux
d’insuline par I’horloge, afin de favoriser une entrée ou sortie de la diapause , en utilisant la
température comme moyen de régulation ou encore pour permettre la continuité des effets
maternels comme observé chez la mouche a chair grise Sarcophaga bullata (Denlinger et al. 2017).

Il se trouve que cette régulation du temps de la diapause permet aux insectes de se synchroniser
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avec la disponibilite de nourriture et peut conduire a une divergence génétique par isolement
allochronique a travers les niveaux trophiques de ces derniers. Les auteurs ont basé leurs travaux
sur la divergence des périodes d'émergence entre les mouches univoltines du genre Rhagoletis, en
particulier I'espéce Rhagoletis mendax qui émerge avant l'espéce Rhagoletis pomonella. Ces
especes sont synchronisées avec la maturation des myrtilles dont se nourrit R. mendax, qui
apparaissent avant les fruits de l'aubépine (cenelles) dont se nourrit R. pomonella.

Cette adaptation temporelle peut aussi se faire par le biais de modification génétique comme
démontré par Kaiser et al. (2016) qui ont étudié la base génétique de I’adaptation de Clunio marinus
(un petit moustique non-piqueur du groupe des chironomes qui vit dans les zones rocheuses des
plages et de bordure de mer et dont la reproduction est contrélée par des horloges circadiennes et
circalunaires) a sa « niche temporelle » écologique spécifique. Les auteurs ont trouvé apres le
séquencage du génome que les moucherons de différents endroits montraient des adaptations
génetiques spécifiques locales et cela par la modulation de I’épissage alternatif qu’ils suggerent

étre un mécanisme d’adaptation naturelle des rythmes circadiens.

D’autres études ont également souligné I’importance de la possession des génes paralogues
Timeless (jouant un réle important dans la photosensibilité circadienne et la fonction d’horloge
centrale) et Timeout (géne essentiel requis pour le métabolisme normal de I’ADN et I’intégrité des
chromosomes, impliqué aussi dans I’entrainement a la lumiere de I’horloge circadienne adulte)
chez les insectes (Zheng & Sehgal 2008 ; Benna et al. 2010). Partant de ce constat, Gu et al. (2014)
ont cherché a comprendre le cas particulier d’un insecte dont I’un génes paralogues serait absent.
Ils se sont ainsi intéressés a la guépe pollinisatrice des figues Ceratosolen solmsi qui ne possede
que le géne d’horloge Timeout. Ils ont ainsi mis en évidence qu’en I’absence de Timeless, Timeout
présente une expression plastique. En effet, Timeout est exprimé rythmiquement seulement chez
les femelles vivant en dehors du sycone et arythmiquement chez les femelles et males restant dans
le sycone, reflétant ainsi un lien entre le gene circadien et les différences adaptatives des méles et

femelles a leur environnement.

Plusieurs stratégies comportementales sont utilisées chez les animaux ectothermes en vue de faire
face aux effets a court terme des changements climatiques. C’est le cas chez les sauterelles
Phaulacridium vittatum qui, vivant habituellement en zone tempérée fraiche, utilisent la

thermoregulation soit en ajustant par exemple leurs moments d’activité soit en se réfugiant a
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I’ombre ou en changeant leurs postures pour maintenir une température corporelle normale (Harris
et al. 2015). Cette adaptation remarquable a des températures changeantes de ces sauterelles
adaptées a des conditions tempérées fraiches, permet d’envisager leur grande chance de survie dans
un contexte de changements climatiques a grande échelle.

Il va alors de soi que les insectes inaptes a cette stratégie de thermorégulation, pour ne pas
disparaitre, vont soit migrer dans des zones favorables, soit entrer en diapause, ou simplement
limiter certaines de leurs activités telles la recherche d’hétes (Parker et al. 1993) ou de ponte.

Par ailleurs, de petits changements dus a une adaptation ponctuelle peuvent conduire a une
plasticité phénotypique. Il est alors possible que cette plasticité phénotypique puisse étre adaptative
lorsque les phénotypes s’alignent sur les changements environnementaux comme cela est observé

chez les grillons Gryllus veletis et Gryllus pennsylvanicus (Bertram et al. 2013).

Ponte et ceufs

La ponte, apres la formation des ceufs est un processus obligatoire chez la plupart des insectes pour
assurer leur descendance et permettre la pérennité de I’espéce. Cela implique que les femelles
doivent non seulement choisir la période propice de ponte mais également un site de ponte
approprié afin de garantir des conditions idéales au développement et a la survie de leurs ceufs.
Cette ponte ne peut donc se faire que dans les conditions favorables. Selon les espéces, la ponte
peut dépendre ou non de la lumiere. Farnesi et al. (2018) dans leur étude sur I’effet que pouvait
avoir la lumiére et I’obscurité sur I’efficience de la ponte chez Aedes aegypti en conditions de
laboratoire contr6lées, ont montré que les femelles préferent pondre leurs ceufs dans I’obscurité,
mais pour maximiser le nombre et la viabilité des ceufs, il faut qu’un cycle lumiere/obscurité se
produise. Par contre chez Drosophila suzukii, la ponte se fait principalement pendant la journée
(Shaw et al. 2018). Lorsque ces conditions adéquates ne sont pas réunies, cela peut jouer sur la
qualité de la ponte et au-dela, sur la quantité d’ceuf déposée, avec a I’extréme la rétention de la
ponte comme cela a été démontrée en conditions artificielles avec les femelles Drosophila
melanogaster. Privées de nourriture et de milieu de ponte (conditions environnementales
défavorables), les femelles arrétaient de pondre méme étant gravides (Van Herrewege 1970 ;
Allemand 1976).

Le comportement d’oviposition (Gillett et al. 1961 ; Minis & Pittendrigh 1968 ; Loher and
Chandrashekaran 1970 ; Shaw et al. 2018) ou de larviposition (Phelps & Jackson 1971) de
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nombreux insectes a été décrit comme étant rythmique et clairement circadien c’est a dire controlé
par I’horloge circadienne. En effet, la synthese des ovocytes présente une organisation temporelle
interne (Allemand 1976) qui par extension fait que la ponte des ceufs devient un comportement
rythmique chez les insectes dont la durée peut varier selon les especes.

Ainsi, une rétention momentanée de ponte peut aboutir a une diapause ovarienne. La diapause
ovarienne a été montrée comme étant circadienne (Saunders 1990) et dans bon nombre de cas,
fortement dépendante de la photopériode comme chez la mouche soufflante Calliphora vicina
(Nunes & Saunders 1989). Elle peut donc étre renversée ou stoppée en transférant les ceufs dans
des conditions de jours de durée plus longue que les nuits ou en élevant la température. Cela
annulera la persistance de la diapause dans les journées courtes (Saunders et al. 1989).

Quant a I’éclosion, il a été aussi montré par de nombreux auteurs qu’elle est également controlée
par un mécanisme de synchronisation endogéne circadien avec souvent I’utilisation du cycle
lumiere-obscurité de 24 h comme repere temporel environnemental comme dans le cas de
Pontomyia pacifica (Neumann 1986). Ainsi, la coévolution des multiples traits d’histoire de vie en
réponse a la sélection du moment de I’éclosion met en évidence les corrélations de I’architecture
génetique gouvernant le moment de I’éclosion avec des composantes de la fitness, ce qui suggére
que le fait de choisir des comportements écologiquement pertinents en fonction de la journée
pourrait conférer un avantage adaptatif (Nikhil et al. 2016). Ainsi Lazzari (1991) a suggéré que
chez Triatoma infestans I'éclosion a l'aube, contr6lée par I’horloge circadienne, semble étre liée
aux conditions environnementales montrant la valeur adaptative du rythme d’éclosion circadien
permettant aux ceufs d’éclore a des moments de la journée ou I’humidité relative est maximale
(heure de rosée), ce qui permet d’éviter les effets déléteres de I’exposition a la sécheresse. De plus,
il a aussi été montré que chez Rhodnius prolixus, I'accés a des substrats de ponte adéquats affectait

fortement la fécondité des femelles (Schilman et al. 2009).
Vie larvaire et nymphale

Apreés I’éclosion des ceufs (ou dans certains cas la ponte des larves), débute la vie larvaire. Durant
sa vie, la larve se nourrit régulierement afin de croitre jusqu’a devenir chez les insectes
holomeétaboles une nymphe, puis un imago. Mais avant de devenir une nymphe ou imago, la larve
passe par un ou plusieurs stades. Ce passage d’un stade larvaire a un autre est appelé mue. La duree

du développement larvaire s’est avérée dépendante de la période spontanée de I’horloge
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circadienne ; les mutants avec une période spontanée de 19h se développent plus vite que les
mouches de souche sauvage et les mutants a période long de 28h, ont un développement plus lent
(Kyriacou et al. 1990). La durée de cette la vie larvaire est variable et dépend des especes.
Cependant dans certaines conditions ou selon les especes, le développement larvaire doit étre plus
rapide car les larves habitent des habitats éphémeres. Ainsi, la vie larvaire se doit d’étre adaptative.
Cette adaptation de la vie larvaire nécessite I’implication des horloges circadiennes, qui régulent
de maniére rythmique la plupart des processus biologiques (comportementaux et métaboliques) des
traits de vie telles que la période de développement pré-adulte (Kyriacou et al. 1990) et la vie adulte
(Klarsfeld & Rouyer 1998) chez les insectes. De nombreux auteurs ont montré chez différents
insectes que cette rythmicité était héréditaire (Nunes & Saunders 1989) et persistait donc aussi en
condition de lumiere ou d’obscurité constante (Blnning 1936 ; Lewis & Bletchly 1943 ; Bateman
1955). De plus, une étude a montre que lorsque la sélection était artificiellement imposée a
Drosophila melanogaster en laboratoire pour un développement plus rapide, il se produisait une
réduction du temps de développement pré-adulte et un raccourcissement de la période d’horloge,
suggérant un role des horloges circadiennes dans la régulation des traits de vie de D. melanogaster
(Yadav & Sharma 2014).

Si les horloges circadiennes jouent un réle important dans le développement de la vie larvaire, il
ne faut cependant pas ignorer les facteurs abiotiques et biotiques qui peuvent moduler celui-ci selon
des interactions avec I’horloge circadienne et donner des phénotypes différents. Ainsi, des travaux
portant sur I’étude de I’influence de I’hétérogénéité a la fois temporelle et spatiale dans des
conditions microclimatiques sur le comportement et la performance associée d’un stade immature
de Pikonema alaskensis (Johns et al. 2012), concluent que les modeles cycliques d’activité des
insectes peuvent étre régulés de maniere approximative par un certain nombre de facteurs
abiotiques, bien que ces facteurs soient généralement interalliés. En outre, les adaptations
comportementales de Pikonema alaskensis aux variations microclimatiques quotidiennes et a
I’intérieur des pousses peuvent réduire le risque de stress hygrothermique pendant la dispersion ou
I’alimentation, tout en permettant aux larves de se nourrir du feuillage préfére et treés nutritif de la
cime supérieure des jeunes épinettes. Ces chercheurs ont aussi montré une adaptation de la période
de I’alimentation chez cette espéce en fonction de la lumiére. En effet, les larves de la cime
supérieure, commencaient généralement a se nourrir plus tét que celles de la cime inférieure

entrainant une interaction temporelle significative. De méme, Nayar (1967b) a démontré que les
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larves d’Aedes taeniorhynchus qui ne pouvaient pas étre entrainées avec une photophase de LD
12 : 12 aun cycle de 24 heures puisqu’elles gardaient leur périodicité de 22,5 heures (Nayar 1967a),
s’adaptaient finalement a une périodicité proche de 24 heures lorsqu’elles étaient dans des
situations de stress causé par un surpeuplement, de faibles quantités de nourriture ou de forte

salinité du gite, c’est-a-dire lorsque leurs conditions environnementales devenaient defavorables.

La diapause

La diapause est une modification de la physiologie des insectes programmeée, laquelle prépare
I’insecte en anticipation a I’arrivée d’une saison défavorable. La diapause peut étre utilisée associée
chez les larves des insectes a I’arrét ou ralentissement de la croissance, pendant des périodes de
faible disponibilité de ressources nutritionnelles. L’entrée en diapause ou non est due a des facteurs
intrinséques ou endogénes, mais le moment est déterminé par des signaux environnement
annoncant I’arrivé de la saison défavorable, par exemple, le raccourcissement de la durée du temps
de lumiére, au fur et a mesure que I’hiver s’approche. Cette induction photopériodique peut avoir
lieu sur les larves elles-mémes ou sur la génération précédente et des facteurs déterminants
d’origine maternelle transmis aux larves (Vinogradova 1974 ; Saunders et al. 1986). Ainsi, pour
expliquer I’entrée en diapause dans une méme descendance, Nunes and Saunders (1989)
soutiennent la possibilité que chez Calliphora vicina, les ceufs déposes tot contiendraient moins de
« facteur maternel » que ceux qui ont été déposés plus tard. Par conséquent, bien que les embryons
et les larves des ceufs précoces et tardifs puissent accumuler la méme quantité de « facteur de
diapause », le facteur de diapause totale éventuel, qui inclut la contribution maternelle, sera
inférieur au seuil chez les larves d’ceufs précoces, mais supérieur au seuil chez les ceufs tardifs,
entrainant ainsi une non-diapause dans le premier cas et une diapause dans le dernier. Ces
différences au niveau de I’information maternelle regue peuvent engendrer des différences de de
taux de diapause selon le moment de la saison.

Un des faits remarquables de I’adaptation se percoit chez les mouches tsétsé qui sont vivipares.
Aprés son développement complet, la mise-bas de la larve (larviposition) dans le sol se produit
généralement le soir en condition LD 12/12 (Denlinger 1983). Cet événement est tres important
dans la vie de la larve car elle doit s’enfouir dans le sol et se transformer en peu de temps tout en
évitant les prédateurs (Lewis 1934). Cela nécessite donc un timing optimum. Ainsi, chez Glossina

morsitans, lorsque la téte de la mere et ses derniers segments abdominaux ont été placés dans des
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conditions lumineuses opposeées, la larviposition a été réalisée en faisant intervenir a la fois le
rythme de la téte de la mére et celui de la larve dans I'abdomen (Denlinger 1983). Cela suggérait

une sorte de compromis pour laisser une chance a la larve de survivre aprés la larviposition.

Bien qu'une grande différence entre les périodes environnementale et endogene ait un impact
mesurable, il faut cependant souligner I’importance de I’horloge circadienne pour maintenir I’ordre
temporel interne indépendant des cycles environnementaux (Klarsfeld & Rouyer 1998). Souvent,
une combinaison judicieuse des facteurs abiotiques peut étre utilisee comme compromis adaptatif
par les insectes afin de faire face au changement de saison. Ainsi, les larves du quatriéme stade du
moustique carnivore Toxorhynchites rutilus utilisent une interaction entre la température, le
refroidissement et la photopériode afin de passer I’hiver en hibernant (diapause) mais aussi pour
en sortir a la fin de I’hiver (Bradshaw & Holzapfel 1977).

Emergence, vie imaginale et locomotion

Avant de passer a la vie adulte, certains insectes passant une partie de leur vie dans I’eau, subissent
a la fois une métamorphose vers la forme adulte et une transition de I’environnement aquatique
vers I’environnement terrestre. Cette transition, ou émergence, est la condition préalable a la
reproduction et a la dispersion (Davies 1984). C’est un moment critique de la vie de I’insecte car
il est unique mais expose I’insecte a une forte prédation due au fait que I’insecte une fois sorti de
son exuvie doit attendre a la surface de I’eau ou sur des débris le plus souvent vegétaux, que ses
ailes séchent et s’ouvrent complétement avant de prendre son envol (Oliver 1971). Cette émergence
doit se faire a des moments bien précis nécessitant ainsi & une adaptation particuliére de I’insecte.
De plus, I’émergence fait partie d’une gamme de rythmes circadiens qui ne se produisent qu’une
seule fois dans la vie des insectes et selon les insectes a un moment précis de la journée de sorte
que si I’insecte rate ce moment, il est obligé d’attendre le méme moment du jour suivant. Le
moment auquel se produit I’émergence a été qualifié de “porte” par Pittendrigh (1966), suggérant
que certaines heures de la journée constituaient des « zones interdites » d’émergence, et que les «
zones autorisées » ou « pics d’émergence » étaient dictés par I’horloge circadienne. L hypothese
que I’émergence soit sous la gouverne d’une horloge endogene a été démontrée par Kaiser et al.
(2011) avec la cécidomyie marine Clunio marinus chez qui les auteurs ont trouvé des combinaisons

adaptatives des temps d’émergence lunaire et diurne qui sont sous contréle génétique. Ainsi, le fait
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qu’un insecte puisse rater le jour initial de son émergence et se rabattre sur le jour suivant a un

moment semblable a la veille, implique sa grande adaptation voire celle de son horloge endogéne.

De nombreux auteurs ont montré que plusieurs rythmes de vie des insectes adultes tels que I’activité
de vol journaliéere (Jones et al. 1966 ; Brady 1975), I’essaimage (Sawadogo et al. 2013a, 2013b,
2014), la recherche de repas sucré (Gillett et al. 1962) ou sanguin (Robert et al. 1985), la ponte ou
la larviposition (Haddow et al. 1961 ; Gillett 1962) ont une base endogéne et ils peuvent alors étre
considérés comme des vrais rythmes circadiens (Saunders 1982). Il a été également démontré qu’en
plus des oscillations des cycles environnementaux (cycle solaire jour-nuit, cycles quotidiens de
température), les insectes utilisent celles de la disponibilité des ressources pour synchroniser ou
entrainer leur rythmes biologiques (Saunders 1982 ; Hong & Saunders 1998 ; Saunders & Hong

2000). Ces cycles de I’environnement qui synchronisent I’horloge interne sont alors les Zeitgebers.

De plus, Rieger et al. (2012) ont testé I’influence que pouvait avoir la manipulation du crépuscule
ou de la longueur de la journée dans les cycles LD sur I’activité globale de trois souches (une
souche de laboratoire et deux souches sauvages) de D. melanogaster. Ils ont trouvé que les souches
sauvages de D. melanogaster présentaient une préférence similaire pour la lumiére faible avec la
souche de laboratoire, que les souches sauvages du Nord et du Sud différaient dans leur capacité a
adapter leurs rythmes d’activité locomotrice a de longues photopériodes, mais que la simulation de
crépuscule pouvait améliorer cette capacite. Ces auteurs ont aussi montré que ces mouches évitaient
d’étre actives a des intensités lumineuses plus élevées en déplacant certaines parties de leur activité
dans la phase d’obscurité. Ils soutenaient par ailleurs que ce fait semblait étre bien fixé dans les
geénes et restait inchangé méme apres de nombreuses générations en laboratoire.

L’adaptation chez les insectes adultes peut aussi s’observer chez les descendants des especes sceurs
comme dans le cas des F1 et F2 issues des croisements de Dacus tryon dont la réactivité maximale
a I’accouplement se situe au moment du crépuscule a une intensité lumineuse optimale d’environ
91 lux et de Dacus neohumeralis dont la réactivité maximale se situe au milieu de la journée a 10
000 lux. 1l a été déecouvert que I’horloge circadienne des F: et des F rétrocroisées fixait une phase

d’accouplement (“porte”) aussi étroite chez les mouches F1 que chez leurs parents (Smith 1979).

Il semble donc que les insectes a chaque stade, au cours de leur développement peuvent s’adapter.

Or, nous savons que toute modification dans I’activité locomotrice générale des insectes peut
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affecter aussi certains de leurs comportements singuliers comme la nutrition, I’accouplement ou la
ponte. Il serait donc intéressant de faire I’état des lieux des facteurs biotiques ou abiotiques pouvant

entrainer ces changements de rythme journalier.
2. Causes des changements des rythmes journaliers

2.1. Rappels des principaux facteurs abiotiques pouvant modifier les rythmes

journaliers : cycles lumiere/obscurite, température, pluviométrie et humidité

Parmi les facteurs abiotiques pouvant affecter le comportement des insectes, le cycle
lumiere/obscurité et la température ont été les plus étudiés car ils sont constamment présents dans
tous les environnements et indissociables, méme s’ils varient souvent. De nombreux auteurs ont
mis en ceuvre des expérimentations dans le but de voir précisement les effets des variations de la
lumiere seule en durée comme en intensité a une température stable ou combinée a des températures
fluctuantes.

En dehors de ces deux facteurs abiotiques, d’autres facteurs tels que la pluviométrie et I’humidité
ont été peu étudiés ou longtemps delaissés car les pionniers comme Buxton (1955), Bursell (1957)
ou Barrass (1970b) leur attribuaient un effet trés négligeable ou quasi inexistant sur les rythmes
circadiens. Mais de plus en plus, de récentes études tendent a balayer cette affirmation (Jordan &
Hubbard 1991 ; Roca & Lazzari 1994 ; Guarneri et al. 2002).

Effets de la lumiére (présence/absence) sur les rythmes journaliers

Les effets des cycles lumiere/obscurité sur les rythmes journaliers des étres vivants ont été décrits
et baptisés photopériodisme pour la premiére fois par Garner & Allard (1920) a travers leur étude
sur la réaction de certaines plantes a de longues ou courtes journees. Les tout premiers travaux sur
le photoperiodisme chez les insectes débutent avec I’observation de la variation des morphologies
saisonniéres chez plusieurs espéces de pucerons par Marcovitch (1923) puis, vont suivre beaucoup
d’autres autour de la diapause par Kogure (1933) et Sabrosky et al. (1933) comme noté par
Saunders (1982). Depuis ces premiers travaux, de nombreux autres se sont intéressés aux variations
des rythmes d’activité des insectes, en grande partie pour la compréhension de la diapause chez les
especes agricoles a cause de I’importance évidente des cycles saisonniers chez ces derniéres
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(Saunders 1982), mais aussi chez les insectes vecteurs de pathogenes (Jones et al. 1967, 1972a,
1972b ; Jones 1973 ; Saunders 1981).

La lumiére a été le zeitgeber le plus étudié depuis la découverte des rythmes circadiens et celle de
son role de synchroniseur des horloges circadiennes. En plus de servir d’élément de
synchronisation de I’horloge, les cycles LD peuvent aussi agir sur tous les comportements
rythmiques des insectes. Il est ainsi démontré que le comportement de ponte chez les insectes est
sensible au cycle lumiére/obscurité, de méme que la viabilité et la quantité d’ceufs déposés
(Yoshimura 2004 ; Farnesi et al. 2018), mais que cette sensibilité aurait été acquise par la sélection
naturelle en réponse aux conditions environnementales (Satralkar et al. 2007).

La lumiére peut également inactiver ou impacter le comportement de vol locomoteur des insectes.
A cet effet, Rieger et al. (2007) a travers les résultats de leur étude portant sur les préférences
lumineuses de D. melanogaster, suggérent que ces mouches a fruits reglent leur horloge au début

de I’aube et a la fin du crépuscule afin d’éviter ainsi la lumiére vive pendant la journée.

Au-dela des cycles LD eux-mémes, leur longueur peut aussi fortement impacter les horloges
circadiennes avec I’observation d’un retard de phase clair, induit lorsque le changement
photopériodique dépasse une valeur critique dans la photophase entre 13 et 14 h, quelle que soit
I’amplitude du changement (Miyazaki & Numata 2009). Ainsi, bien que les avances de phase soient
plus faibles que les retards de phase, elles dépendent de I’amplitude des changements
photopériodiques plutdt que de la durée absolue de la photophase, contrairement aux retards de
phase. La variation de I’intensité lumineuse permet aussi I’accomplissement de certains
comportements circadiens au rang desquels I’accouplement qui ne se produit chez certains insectes
qu’a de faibles intensités lumineuses comme celle du coucher du soleil tout au long de I’année chez

les vecteurs du complexe Anopheles gambiae par exemple (Sawadogo et al. 2013a).

Aussi, la lumiere, par son effet sur I’horloge circadienne peut entrainer des différences écologiques
et biologiques entre les individus au sein d’une méme espece a travers les schémas d’expression
des génes circadiens. Ainsi, une étude sur la guépe Ceratosolen solmsi (Gu et al. 2014) a montré
que chez les males et femelles qui restent toujours a I’intérieur de la cavité du sycone, le gene
d’horloge Timeout était arythmiguement exprimé contrairement aux femelles qui s’étaient

dispersées avec succes hors de leur sycone natal. Et comme les sycones sont a I’abri de lumiere,
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cela a permis aux auteurs de confirmer que I’exposition a la lumiére pouvait induire I’expression

des genes impliqués dans la rythmicité circadienne.

L’urbanisation peut aussi entrainer une modification du rythme circadien a travers la pollution
lumineuse qui peut altérer certains comportements comme la ponte ou la piglre chez de nombreux
insectes. Ainsi, chez les moustiques du complexe Culex pipiens, une différence dans la forme
d’activité est perceptible entre les moustiques urbains présentant un profil bimodal avec un pic le
soir et un autre le matin, respectivement associé au coucher du soleil et au lever du soleil, et les
especes rurales chez lesquelles ne persiste que le pic du soir (Savage et al. 2006). En outre, la
suppression ou l'arrét des pigdres a été observé chez Anopheles gambiae s.s. en laboratoire apres
des impulsions lumineuses toutes les deux heures pendant la nuit, ainsi qu'un effet suppressif
immediat sur le comportement de vol des moustiques apres exposition a une impulsion lumineuse
de 30 minutes entrainant une suppression de l'activité au début de la nuit et une forte activité a la
fin de la nuit (Sheppard et al. 2017).

Place de la température dans les changements des rythmes journaliers

La température peut affecter les rythmes journaliers de diverses maniéres, selon qu’elle soit fournie
sous forme de température constante, de changements par paliers, de cycles ou d’impulsions
chaudes et froides du fait que ces changements périodiques (cycles et pulsations quotidiennes)
semblent exercer leur effet directement sur le mécanisme de I’horloge (Sweeney & Hastings 1960
; Saunders 1981). La température peut donc étre un facteur environnemental plus rigoureux qui
modifie les caractéristiques du cycle de vie plus rapidement que la lumiere (Rieger et al. 2012).
Ainsi, il a été démontré que les D. melanogaster réagissent a I’augmentation de la température et
de I’intensité lumineuse en prolongeant leur phase de repos (ou d’inactivité) (Rieger et al. 2007).
De méme, les drosophiles d'Europe du sud ont clairement montré leur capacité a retarder leur pic
de fin de journée, évitant ainsi toute activité de vol de longue durée I’aprés-midi a 30°C. Ce
changement de comportement leur permet de s'adapter parfaitement aux contraintes
environnementales (Rieger et al. 2012). Ce comportement adaptatif est tout a fait logique, partant
du fait que contrairement a la longueur des jours qui varie peu au niveau de I'équateur au cours de
I'année quelle que soit la saison, les températures peuvent étre assez élevées en été (Rieger et al.
2012).
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Le soleil produit a la fois de la lumiére et de la chaleur. De ce fait, la photophase naturelle découlant
de la rotation de la terre sur elle-méme entraine des fluctuations de la température quotidienne qui,
a I’exception des pbles nord et sud, est positivement corrélée a I’intensité lumineuse. Cette
corrélation peut affecter le développement de nombreux insectes. Ainsi une étude de I’effet
synergique des fluctuations quotidiennes de la température et du cycle LD sur les traits du cycle de
vie de la collembole Orchesella cincta a montré que la croissance était plus lente chez cette espéce
lorsqu’elle était maintenue en régime de température constante, mais tres rapide en régime de fortes
fluctuations d’amplitude de la température, suggérant que le régime de température constant était
stressant pour les collemboles (Liefting et al. 2017). En outre, le fait que la quantité d’ceufs pondus
la nuit était plus elevée dans le régime LD combiné & une température fluctuante, permet de dire
que I’effet synergique des fluctuations quotidiennes de la température et du cycle LD correspondant
améliorerait la croissance de la population et synchroniserait le comportement de ponte chez les
arthropodes aptérygotes (Liefting et al. 2017).

Si la baisse de la température dans les cycles LD peut avoir un impact négatif tel le ralentissement
de la croissance chez de nombreuses espéces d’insectes comme Aedes aegypti (Diptéres :
Culicidae) chez qui la durée du développement immature (de I’éclosion des ceufs jusqu’a
I’émergence des adultes) est inversement liée a la tempeérature (Tun-Lin et al. 2000 ; Mohammed
& Chadee 2011), chez les larves des insectes diapausants comme Toxorhynchites rutilus,
I’interaction entre le refroidissement et la photopériode peut servir de compromis adaptatif en
raison des tendances climatiques a long terme et des aléas du temps printanier (Bradshaw &
Holzapfel 1977).

Le passage d’une saison a une autre est un moment important chez les insectes a cause des
différences de température, de ressources vitales, de gites de reproduction et souvent de cycles LD.
L’adaptation a ces changements fait souvent intervenir I’horloge endogéne qui peut se faire de
maniere programmeée par le biais de la sensibilité a la température qui est un élément variant
beaucoup dans les changements de saisons. Ainsi, Truman (1973) a montré que les males du ver a
soie du chéne Antheraea pernyi élevés a 25°C, n’étaient actifs que durant les trois derniéres heures
de la scotophase dans le cycle LD 16 : 8 a 25°C. Par contre, s’ils étaient élevés a 12°C et testés a
I’age adulte a 25°C, ils étaient alors actifs durant une grande partie de la scotophase. Cette
sensibilité a la température permet vraisemblablement & I’espéce d’ajuster son activité pour

anticiper les fluctuations saisonnieres des schémas de tempeérature quotidiens (Truman 1973).
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En plus d’avoir des effets sur les cycles LD, les variations de température peuvent aussi agir sur

les insectes maintenus en luminosité ou en obscurité constante.
Pluviométrie et humidite, des aspects négligés du réchauffement climatique en chronobiologie

La plupart des insectes ont une forte dépendance a I’eau et/ou a I’humidité. Dans les zones
tropicales, les insectes montrent souvent des signes d’activité lorsque la saison des pluies
commence et deviennent dormants (on parle d’estivation) avec le début de la saison seche
(Saunders 1982). Ce phénomene d’estivation, bien connu chez les moustiques du complexe
Anopheles gambiae, débute avec le début de la saison chaude qui est moins humide. De plus, les
prédictions sur les conséquences du réchauffement climatique sur la pluviométrie sont contrastées
selon les régions. Pendant que certaines parties de la terre connaitront des épisodes de sécheresse
avec un déficit pluviometrique, d’autres seront soumises a des inondations et des pluies tres
prononcées comme cela se voit un peu partout. Si une sécheresse fréquente ou marquee sur
plusieurs années peut entrainer une forte diminution voire la disparition de certaines espéces, elle
peut cependant chez d’autres, favoriser la migration et la colonisation de nouvelles niches
écologiques, la ou les conditions seront moins rudes par rapport a leur ancienne niche. De méme,
les abondances de pluies et d’humidité dans une zone peuvent favoriser I’arrivée de « nouvelles »

especes jusque-la absentes.

L’humidite est un facteur abiotique normalement corrélé négativement avec la température. Tres
peu d’études ont porté sur ses effets sur le rythme des insectes. Selon Brady & Crump (1978), cela
est dd aux premiers travaux qui ont établi un consensus sur le fait que I’humidité avait peu d’effet
sur le niveau d’activité par opposition a ses effets sur I’écologie (Buxton 1955), que ses effets
étaient trés négligeables face a ceux de la température (Barrass 1970a, 1970b), et de I’alimentation
(Bursell 1957). Cependant, il est important de rappeler que ces auteurs se sont focalisés seulement
sur des especes vivant dans un environnement ouvert et au stade adulte, excluant involontairement
les stades immatures et les espéces troglodytes chez lesquelles il serait intéressant de voir les effets
de la variation de I’humidité. En effet, il a été montré que le succes de I’éclosion des ceufs des
punaises hématophages Triatoma infestans et Triatoma brasiliensis était fortement affecté par de
faibles valeurs d’humidité relative (Roca & Lazzari 1994 ; Guarneri et al. 2002), de méme que le
nombre de nymphes engorgées et la réussite de leur exuviation (Guarneri et al. 2002). Cette

corrélation négative entre une grande productivité en ceufs et une faible humidité a éte aussi décrite

40



chez Toxorhynchites moctezuma (Jordan & Hubbard 1991). Ce constat laisse présager qu’en cas
d’humidité trop grande, les femelles de certains insectes peuvent supprimer le comportement de
ponte.

2.2. Facteurs biotiques pouvant moduler le rythme journalier
Interactions Hommes - vecteurs : lutte chimique contre les vecteurs

Utilisation des substances chimiques (insecticides) dans la lutte contre les insectes nuisibles et

vecteurs

L utilisation des substances chimiques est ancienne, les cas de premiéres utilisations de substances
chimiques dans la lutte remontant a la Grece antique (Rupp 1952 ; Darriet 2007). Cependant, leur
géneralisation va prendre de I’ampleur avec leur utilisation dans la lutte contre les insectes grace
au développement de la chimie organique de synthése et de la recherche sur les armes chimiques
durant la premiére guerre mondiale. En effet, la grande efficacité du DDT comme insecticide dans
les années 1930 va conduire a son utilisation par les militaires américains durant la deuxiéme guerre
mondiale dans la confection des premieres moustiquaires imprégnées contre les piqlres de
moustiques, puis par les chinois durant les années 1960, et ensuite a travers la pulvérisation intra
domiciliaire dans le programme mondial d’éradication du paludisme (WHO 1956 ; Darriet 2007).
Mais la lutte chimique sera abandonnée a cause de la toxicité du DDT. Elle va cependant repartir
de plus belle grace a I’'usage « médical » de la moustiquaire a titre préventif contre les piqdres des
anopheéles et par extension contre la transmission du paludisme. Il faudra attendre le milieu des
années 1980 et ceux obtenus apres la suggestion de remplacer le DDT par un pyréthrinoide de
synthese (substance moins toxique et aussi efficace) pour que la preuve de son efficacité contre les
vecteurs et la réduction du contact homme-vecteur soit démontrée au Burkina Faso par Darriet et
al. (1984) et au Mali dans la réduction de I’indice splénique et la protection contre le paludisme par
Ranque et al. (1984). Dés cet instant, I’utilisation des moustiquaires va se faire de maniére
individuelle ou familiale. Avec le nombre d’études croissantes montrant depuis lors son efficacité
dans la baisse des indices malariologiques aussi bien cliniques qu’entomologiques, des voix vont
s’élever pour demander son implication dans les campagnes de lutte a grande échelle contre le
paludisme (Coosemans & D’Alessandro 2001). Il faudra cependant attendre la création de plusieurs
initiatives internationales parmi lesquelles Multilateral Initiative on Malaria (MIM) en 1997 et
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Roll Back Malaria (RBM) en 1998 (WHO 1998) qui vont remettre le paludisme sur le devant de
la scene face au constat alarmant de ses conséquences, incitant ainsi les dirigeants des pays les plus
touchés a prendre davantage de mesures (RBM 2000) pour que les moustiquaires imprégnées
rentrent dans les programmes nationaux de lutte contre le paludisme. Ainsi, I’OMS, qui a travers
son programme TDR avait financé des études multicentriques coordonnées par Christian Lengeler
entre 1991 et 1993 en Gambie, au Burkina Faso et au Kenya et qui avait apporté la preuve, par une
analyse détaillée de 65 évaluations, de la valeur protectrice des moustiquaires dans la lutte contre
le paludisme surtout par le nombre de decés qui pouvaient étre évités annuellement par son
utilisation chez les enfants de moins de cing ans (Lengeler 1998), va soutenir cette utilisation des
moustiquaires dans les programmes nationaux de lutte contre le paludisme. Cette politique va
entrainer ainsi une utilisation massive des substances chimiques en santé publique en plus de leur

grande présence en agriculture.

Observation de comportements circadiens décalés (temporelle/spatiale) suite a I’utilisation des

insecticides

Si I’utilisation des substances chimiques a grande échelle via les insecticides en agriculture et en
santeé publique a entrainé la baisse des populations d’insectes vecteurs et nuisibles (Schellenberg et
al. 2001 ; Bhatt et al. 2015), cependant, il ne faut pas perdre de vue que les insectes et surtout les
vecteurs, montrent une remarquable adaptation a I’lhnomme et a son environnement (Coluzzi et al.
1979 ; Costantini et al. 2009 ; Simard et al. 2009). Cette capacité d’adaptation aux conditions
environnementales va se manifester avec le développement de résistances aux insecticides (Stump
et al. 2004), aussi bien comportementales que physiologiques a cause de la pression de sélection
exercée par les insecticides utilisés dans lutte en santé humaine et en agriculture (Diabate et al.
2002 ; Czeher et al. 2008 ; Donnelly et al. 2009).

En marge de nombreuses études portant sur la résistance physiologique (Corbel et al. 2012),
certaines études se sont intéressées a la transmission persistante (transmission résiduelle) malgre
I’utilisation massive de moustiquaires imprégnées. Ces etudes ont permis de mettre en évidence
comme cela fut rapporté dans le passé (Smith & Chabeda 1969), un changement de comportement
de piqare beaucoup plus marqué a I’extérieur (exophagie), défini par certains auteurs comme une
résistance comportementale qui pourrait nuire a I’utilisation massive des MILD et favoriser une

transmission continue du paludisme (Darriet 1991 ; Reddy et al. 2011). Charlwood & Graves
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(1987) furent les premiers a signaler dans la partie costale de Papouasie-Nouvelle-Guinee, un
décalage dans le comportement de piqdre chez Anopheles farauti et An. koliensis aprés introduction
de moustiquaires imprégnées de perméthrine. En effet, chez ces deux especes, le pic d’activité de
pigdre aprés minuit avait été remplacé par un pic avant minuit. De plus, ces auteurs ont montré
I’effet des insecticides sur la durée du cycle de ponte qui s’était allongée et sur I’habitude de repos
et de piqlre d’An. farauti qui jadis endophile et endophage était devenu exophile et exophage.
Cette augmentation de I’exophilie suite au changement du comportement de piqlre des vecteurs
du paludisme apres la distribution de moustiquaires imprégnées fut également rapportee par Russell
et al. (2011) avec une majorité de pigdres au crepuscule et a I’aube, de méme que le remplacement
d’An. gambiae s.s espéce majoritaire, par An. arabiensis dans le complexe An. gambiae. Cette
situation fait aussi craindre un possible changement de comportement de piqlre par I’adaptation
d’An. gambiae s.s. pour la recherche d’hétes a I’extérieur sur I’Tle de Bioko en Guinée Equatoriale
(Reddy et al. 2011).

L’existence d’une différence d’activité entre les différents génotypes (résistant homozygote,
sensible homozygote et hétérozygote) chez les moustiques femelles Anopheles gambiae et An.
stephensi en I’absence d’insecticide (Rowland 1991) peut laisser penser que ces changements de
comportements de pigQre observés un peu partout en Afrique avec la distribution massive de
moustiquaires imprégnées (Mbogo et al. 1996 ; Reddy et al. 2011 ; Russell et al. 2011 ; Thomsen
et al. 2017 ; Sherrard-Smith et al. 2019), seraient potentiellement dus au portage de genes de
résistance. Mais la récente étude réalisée par Moiroux et al. (2012) fournit des preuves d’un
changement dans le comportement de piqdre des vecteurs du paludisme dans une zone indemne de
résistance physiologique avec surtout des piqures ayant lieu a des heures auxquelles les populations
ne sont pas protégées par leurs moustiquaires. 1l apparait donc que les insectes résistants a un
insecticide n’ont pas besoin de changer leur comportement du fait d’une faible mortalité dans leur
rang (Briet & Chitnis 2013). Ceci renforce donc la suggestion de précédentes études (Mbogo et al.
1996 ; Kitau et al. 2012) quant au fait que la survie des moustiques physiologiquement sensibles

sous la pression des insecticides est attribuée a I’évitement des insecticides.

Si les insectes sont capables de décaler certains comportements rythmiques afin de résister a la
pression des insecticides, il faut cependant noter qu’il existe des schémas rythmiques quotidiens de

la sensibilité des insectes aux insecticides comme cela est signalé chez les blattes germaniques,
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Blattella germanica, les charancons (Hylobius abietis) et le ténébrion meunier (Tenebrio molitor)
(Beck 1963 ; Cole & Adkisson 1964 ; Fondacaro & Butz 1970 ; Lin et al. 2014), montrant ainsi
que la sensibilité aux insecticides peut varier au cours de la journée chez un méme insecte. Ainsi,
Pszczolkowski & Dobrowolski (1999) ont trouvé que le charangon nocturne du pin Hylobius
abietis montrait une plus grande résistance a la deltaméthrine pendant la nuit. Cette régulation
circadienne de la sensibilité aux substances chimiques peut laisser présager une possible adaptation
des comportements des insectes aboutissant a un décalage vers les périodes durant lesquelles
I’insecte est le moins sensible.

Il apparait donc que le changement de comportement n’est pas obligatoirement mécanique. 1l peut
se faire & bas bruit et dans le temps comme cela est en cours au Kenya avec I’évitement des maisons
possédant une moustiquaire imprégnée vers les maisons voisines n’en possedant pas (Spitzen et al.
2017). Méme si a I’heure actuelle, les causes des changements de comportements de piqlre pouvant
découler d’une plasticité phénotypique ou de la sélection de traits héréditaires chez les populations
de moustiques restent mal connues, leurs conséquences pourraient toutefois causer une

augmentation de la transmission résiduelle du paludisme.

Influence des interactions intra/interspécifiques et de la constitution intrinséque

des insectes sur leurs rythmes journaliers

Differents types de relation entre les insectes et autres organismes vivants : compétition,

prédation et parasitisme

Une multitude de relations existe entre les différents étres vivants d’un écosystéme, variant de
I’union a I’antagonisme. Entre les especes du méme genre, ces relations peuvent le plus souvent
déboucher sur la compétition comme généralement chez les insectes, pour le partage des ressources
nutritives et des sites de reproduction. Mais lorsque ces différentes espéces n’appartiennent pas au

méme genre, la prédation et le parasitisme sont fréquemment rencontrés.

On parle de competition lorsque deux especes différentes occupent une méme niche écologique et
luttent pour I’occupation de cette niche. C’est une forme de relation qui s’observe beaucoup plus
entre les insectes invasifs et les espéces autochtones appartenant au méme genre. La compétition
conduit toujours a la disparition d’une des deux especes (genéralement I’espece autochtone lorsque

I’espece invasive arrive par migration). Si dans la compétition, les espéces ne s’attaquent pas
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directement, cela est différent avec la prédation ou I’une des especes sert de nourriture a I’autre.
Ce type d’association entraine généralement une modification du comportement de la proie afin de
survivre. Quant au parasitisme, c’est la relation utilisée par les pathogenes pour tirer profit d’un
insecte (qui sera dans ce cas qualifié de vecteur) pour s’abriter, se nourrir ou souvent se reproduire
afin de continuer leur cycle de développement ou leur perpétuation. Ce type d’association n’est
bénéfique que pour I’espece parasite. Le parasitisme est opposé au mutualisme, situation dans
laquelle I’association procure des avantages aux deux especes qui sont qualifiées de « partenaires »
ou du commensalisme qui se définit comme une association dans laquelle une espéce profite d’une
autre sans lui nuire. Le commensalisme et le mutualisme sont tres rares chez les insectes

contrairement au parasitisme, a la prédation et a la compétition.
Impact du parasitisme et de la prédation des insectes sur leurs rythmes journaliers.

Parmi les différents types de relation entre les insectes et/ou d’autres organismes vivants, le
parasitisme et la prédation semblent les plus susceptibles de modifier les rythmes d’activité
circadien des insectes.

Récemment, les effets du virus Zika (ZIKV) sur le développement des stades immatures d’Aedes
aegypti ont été évalués et comparés a ceux des moustiques non infectés (Chaves et al. 2019). Les
données obtenues ont montré que les ceufs des moustiques infectés par le ZIKV avaient un taux
d’éclosion nettement inférieur et un temps d’éclosion plus long. En outre, la période de
développement larvaire était plus longue que celle des moustiques non infectés prouvant ainsi que

la présence du ZIKV chez un moustique peut modifier son cycle de vie.

Le stress de la présence d’un prédateur dans une niche écologique peut amener les insectes a
modifier leur comportement de vie afin d’échapper a une mort prématurée (Ball & Baker 1996 ;
Gimonneau et al. 2010). 1l n’est donc pas a exclure que certains insectes puissent donc émerger
rapidement afin d’éviter leur prédateur. Cependant, I’évitement du prédateur peut entrainer d’autre
part une modification du comportement de nutrition, et a I’extréme une sous-alimentation ; ce qui
conduirait a un déeveloppement lent et de ce fait a une émergence tres tardive. Cette sélection pour
I’émergence préecoce ou tardive des adultes peut donc modifier le taux de développement pré-adulte

comme cela a été rapporté chez Drosophila melanogaster (Kumar et al. 2006).
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Il est clair au vu de ce qui a été décrit precédemment, que plusieurs facteurs abiotiques tels la
température, la lumiere ou biotiques tels les interactions intra ou interspécifiques pouvant entrainer
I’utilisation des insecticides (interactions Hommes-vecteurs) et d’autres, peuvent influer sur les
rythmes journaliers des insectes aussi bien au stade immature qu’au stade adulte, Cela peut
conduire a I’observation de différences phénotypiques chez une méme espece. Aussi, ces facteurs
peuvent agir de maniére isolée ou couplée, indépendante ou non. Les saisons ne sont pas uniformes
sur le globe terrestre et méme 1a ou elles sont semblables, une variabilité peut étre observée dans
leur durée ou leur répartition. Les facteurs abiotiques qui modifient les caractéristiques de vie des
insectes en jouant sur leurs rythmes journaliers peuvent varier chez une méme espéce selon son
espace géographique. Ainsi, des auteurs suggerent I’idée que la photopériode pourrait étre le
principal inducteur de I’activité temporelle dans le Nord tempéré, alors que la température pourrait
étre le facteur dominant dans le Sud (Rieger et al. 2012). Il devient donc évident que les insectes
ont fait évoluer les horloges circadiennes pour s’adapter aux changements cycliques de leur

environnement.
3. Conséquences des changements de rythmes journaliers

3.1. Conséquences intrinseques

Les changements climatiques en cours vont entrainer a la longue un bouleversement majeur de
I’environnement. Si les effets du réchauffement climatique rapide ont déja des conséquences déja
sur les génes de divers organismes, il faut cependant souligner que le niveau des réponses a ces
changements chez ces derniers est souvent mal compris ou mal cerné du fait de leur lenteur dans
la nature (Bradshaw & Holzapfel 2006). Par exemple, si nous prenons le cas des moustiques, le
changement génétique d’un trait peut nécessiter environ cing années avant d’étre détectable
(Bradshaw et al. 2004). Ainsi, ces différents changements génétiques chez ces organismes auront
obligatoirement une incidence sur la chronologie des principaux événements de leur cycle de vie
(Bradshaw & Holzapfel 2006). Les insectes, a I’instar des autres organismes, face a ces
changements dans leur biologie, vont donc synchroniser leurs horloges circadiennes pour s’adapter
a ces changements. Ainsi cette synchronisation marquée peut se ressentir chez ces insectes eux-

mémes mais aussi dans leur environnement immédiat a travers leurs conséquences.
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Changement ou décalage du temps de reproduction et de developpement

Les conséquences de I’adaptation des rythmes journaliers aux changements de I’environnement
peuvent étre perceptibles a presque tous les stades de développement des insectes.

En effet, I’indisponibilité des ressources blogue la vitellogenese et donc la synthése des ovocytes
(qui présente un rythme circadien), qui a son tour va bloquer la ponte chez D. melanogaster
(Allemand 1976). Ce blocage de la ponte pourrait par ailleurs s’expliquer par I’absence de cycle
lumiere/obscurité qui entrainerait une perturbation de la boucle de régulation centrale de I’horloge
endogéne et affecterait I’embryogenese (Farnesi et al. 2018). Chez Triatoma infestans, le décalage
de I’éclosion a l'aube ou I’humidité relative est maximale, contrdlée par I’horloge circadienne
semble étre liée aux conditions environnementales en évitant ainsi une dessiccation probable des
ceufs. De plus, il été observe que les insectes charognards tels que Lucilia cuprina, Lucilia sericata
et Chrysomya megacephala étaient capables d’ovi/larviposition au cours de la nuit dans
I’hémispheére sud a cause de I’élévation de la température (Williams et al. 2017) alors qu’elles n’en
sont pas capables dans I’hémisphere nord (Berg & Benbow 2013 ; Barnes et al. 2015). Ainsi, les
changements climatiques en cours laissent présager d’une possible colonisation de nouvelles aires
écologiques par les espéces invasives, ce qui pourrait entrainer I’apparition de nouveaux

comportements circadiens a des plages horaires autrefois jugées impossibles ou quasi inexistantes.

Chez les larves, I’indisponibilité des ressources peut conduire a I’observation de profils différents
lors du développement comme constaté chez Calliphora vicina ou, pendant que les larves de grande
taille (nourries normalement) entrent en diapause a la suite d’une exposition de jours de courtes
durées, les larves de petite taille (soumises a la surpopulation et au stress alimentaire) échappent
au programme de diapause pour devenir des pupes miniatures ou dans certains cas passent par une
diapause plus courte que celles des larves de grande taille (Saunders 1997). En outre, I’effet
synergique des fluctuations quotidiennes de la température en combinaison avec les phases de
lumiere et d’obscurité peut considérablement influencer des traits importants du cycle biologique

et affecter le temps de développement des larves (Liefting et al. 2017).

L’une des conséquences de I’adaptabilité des rythmes journaliers est la possibilité de la sélection
pour un développement plus court des stades pré-adultes contribuant ainsi a la sélection d’adultes
plus aptes a la reproduction rapide du fait d’une période d’horloge plus courte comme observé chez
les mouches D. melanogaster (Yadav & Sharma 2014). Cette capacité de se développer rapidement
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peut favoriser I’adaptation des insectes a des gites éphémeres, et plus loin, la colonisation de
nouvelles niches écologiques. Ainsi, dans le contexte du changement climatique, I’adaptation a de
nouvelles conditions environnementales peut favoriser une augmentation du nombre d’insectes et
une probabilité accrue d’infection par un agent pathogene dans le cas des insectes vecteurs

(Tamayo et al. 2018), voire des risques d’épidémies.

Changements d’hétes, de lieux, de périodes et de mode de piqare

Le comportement d’alimentation est un facteur clé dans la biologie des insectes car il favorise la
croissance, I’accouplement ainsi que les activites de vol et de reproduction. Les insectes selon leurs
stades de vie, se nourrissent ainsi directement a partir des matieres végétales (débris végétaux ou
de nectar), de micro-organismes ou d’autres insectes par cannibalisme ou par prédation. Cependant,
chez les insectes hématophages, la nécessité de repas sanguin, le plus souvent afin de permettre la
maturation des ceufs, fait que le comportement alimentaire peut avoir un intérét épidémiologique
du fait que la plupart des agents pathogenes transmis par les vecteurs aux vertébrés se fait lors repas
de sang. De ce fait, un changement de comportement de pigQre peut avoir des conséquences

néfastes mais aussi bénéfiques dans certains cas.

Le changement d’héte est généralement rencontré dans les cas ou un insecte piqueur n’arrive plus
a avoir accés a son hote d’origine. Dans des cas extrémes, cette indisponibilité d’hote peut
déboucher sur la selection d’especes « non piqueuses » a travers I’expression de génes exprimes a
cet effet comme rapporté chez Wyeomyaia smithii qui présente des populations piqueuses et non
piqueuses (Bradshaw et al. 2018). Aussi, la persistance des insectes dans un environnement
défavorable peut entrainer des comportements alimentaires plus prononcés vers des heures

inhabituelles.

L’indisponibilité des hotes peut aussi entrainer non seulement un changement de comportement de
pigdre dans I’espace et le temps, mais également modifier certains comportements circadiens
comme la ponte. A titre d’exemple, Charlwood & Graves (1987) furent les premiers a signaler dans
la partie costale de Papouasie-Nouvelle-Guinée un décalage dans le comportement de piqlre chez
Anopheles farauti Laveran et An. koliensis Owen di a I’effet des insecticides, changement qui avait
pour conséquence un rallongement de la durée du cycle de ponte et un changement d’habitudes de

repos et de piqdre d’An. farauti qui jadis endophile était devenu exophile et exophage.
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De récentes, études, tout en confirmant ces changements d’horaires et de lieux de pigdre, attirent
I’attention sur le risque de sélection de populations exophages a cause de des comportements de
piqures précoces dus a la pression des insecticides sur les vecteurs (Reddy et al. 2011 ; Russell et
al. 2011) indépendamment de la saison, de méme que chez des populations d’An. funestus ne

présentant pas de génes de résistance kdr (Moiroux et al. 2012).

Ces décalages des horaires de piglres des moustiques vers les premieres heures de la soirée, avant
que les individus ne soient a I’intérieur et protégés par des moustiquaires comme dans le cas du
paludisme, peuvent déboucher sur des taux de piqires semblables a ceux d’avant I’intervention
avec pour conséquence des niveaux de transmission plus élevés qu’avant I’intervention et donc
faire échouer les campagnes de lutte antivectorielle de grande ampleur (Thomsen et al. 2017). De
plus, il a été aussi démontré par des modéles prédictifs qu’en cas de passage a un comportement
crépusculaire de recherche d’héte, si ce comportement est déterminé, cela peut réduire I’efficacité
des moustiquaires imprégnées au méme titre que la résistance aux insecticides chez les moustiques
piqueurs nocturnes (Briet & Chitnis 2013). De plus, il est possible que les insectes qui décalent
leurs horaires ou lieux de piqare afin d’avoir acces a un héte, sélectionnent des genes pour supporter
ce changement de comportement. Un tel scenario rendrait inévitablement nul a la longue I’effet de
certains outils comme les moustiquaires (Briet & Chitnis 2013) et la PID qui sont presque les seuls

moyens de prévention de masse contre le paludisme.
3.2. Conséquences extrinseques

Dissémination et colonisation de nouvelles niches

Les changements climatiques liés aux modifications environnementales causées par la
déforestation et I’urbanisation favorisent une modification de I’écologie de nombreux animaux y
compris les insectes vecteurs. Cette modification de I’écologie vectorielle & un impact sur
I’occupation de la niche écologique par des vecteurs qui peut se faire selon la sélection des alléles
favorables a cette adaptation avec a la clé, des différences comportementales. Coluzzi et al. (1979)
ont montré que la diversité comportementale au sein du complexe An. gambiae était associée a un
polymorphisme génétique intra spécifique ; ce polymorphisme génétique serait a la base de la
structuration comportementale, c’est-a-dire que le choix du lieu de pigdre ou de repos serait associé

a une variation genétique entre les individus au sein d’une méme espéce ou d’especes différentes
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(Smits et al. 1996). Aussi, une étude de la constitution génétique des horloges circadiennes a permis
de montrer des clines latitudinaux des genes polymorphes liés a une importante différence
régionale des populations de drosophiles (Sawyer et al. 1997), fournissant ainsi une explication
sélective de la répartition géographique des génes de I’horloge et un rare apercu de I’interaction
entre le polymorphisme moléculaire, le comportement, la biologie des populations et la sélection

naturelle.

La capacité de I’adaptation des rythmes journaliers peut donc prédisposer les insectes a s’adapter
et a vivre dans les niches écologiques différentes. Ainsi, les expressions génétiques plastiques
observées chez Ceratosolen solmsi (Gu et al. 2014) découlant de I’effet de la lumiére sur les
horloges circadiennes et qui refletent les différences d’adaptation des males et des femelles a leur
environnement, nous pousse a croire que la pollution lumineuse peut aussi contribuer a travers la
modulation du rythme circadien a I’adaptation des especes vivant dans les milieux ruraux pauvres

en intensité lumineuse nocturne a des milieux urbains fortement lumineux la nuit.

Ces possibles adaptations des insectes en général et des insectes vecteurs en particulier sont a
craindre dans ce contexte de changements d’environnement et de climat découlant surtout de
I’action de I’homme car elles seront sources d’émergence de nouvelles maladies humaines ou
d’épidémies a cause du changement de comportements de ces insectes vecteurs. Certaines de ces
adaptations sont de plus en vue visibles. Une observation diachronique chez la chenille
processionnaire du pin, Thaumetopoea pityocampa a montré que I’aire de répartition de cette
espece s’est déplacée, allant jusqu’a 87 km vers le nord au-dela des limites habituelles entre 1972
et 2004 en France, mais aussi dans le nord de I’ltalie (Alpes) avec un déplacement altitudinal de
110 a 230 m toujours entre 1975 a 2004. Ces expansions de I’aire géographique ont été attribuées
a une augmentation de la survie hivernale due a une tendance au réchauffement au cours des trois

derniéres décennies (Battisti et al. 2005).
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4. Conclusion et perspectives

En somme, I’adaptation des insectes a un environnement en mutation par le changement de leur
rythme journalier apparait donc comme une condition nécessaire a leur survie et a leur
reproduction. Ainsi, cette adaptation peut donner lieu a I’observation de comportements ou de
profils phénotypiques variables dans le temps et dans I’espace au sein d’une méme population avec
des conséquences allant de I’isolement reproductif jusqu’a la spéciation. 1l est donc important dans
le cas des insectes vecteurs de chercher a comprendre les mécanismes sous-jacents dans les
changements de comportement de piqdre, de colonisation de nouvelles niches afin de réduire
I’expansion des maladies ; cela nécessite une réévaluation des connaissances empiriques sur

I’éthologie des insectes et leur biologie afin d’établir des modeéles de prédiction de leur évolution.
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DEUXIEME PARTIE : ETUDE EXPERIMENTALE

“La nature commence par une cause et finit par une expérience.”

Léonard de Vinci
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METHODOLOGIE GENERALE

L’étude des rythmes d’activité locomotrice s’est déroulée en conditions contr6lées de laboratoire.

Cependant I’acquisition du matériel de travail biologique a nécessité des collectes sur le terrain.
1. Matériel biologique : les anophéles vecteurs du complexe Anopheles gambiae

1.1. Site de collecte des anophéles adultes utilises dans notre étude

Les collectes des anopheéles utilisées dans nos études ont été réalisées dans le village de Bama (11°
22" 00" Nord, 4° 25" 00" Ouest) et dans le hameau de Loungo (11° 34’ 60” Nord, 4° 34’ 00” Ouest)
(village de Dandé) situés dans la province du Houét et la région des Hauts-Bassins, respectivement
a 31 km et 65 km au nord de Bobo-Dioulasso, dans le sud-ouest du Burkina (Fig. 9). Les deux
villages sont situés dans une savane soudanienne. Bama est entouré de pres de 1 200 ha de rizieres
irriguées avec une saison des pluies s’étendant de mai a octobre et une moyenne annuelle de 1 200
mm de pluie (Costantini et al. 2009). Bama est soumis a un phénomeéne de ségrégation en cours au
sein du complexe Anopheles gambiae ou Anopheles coluzzii est I’espece prédominante a plus de
95% tout au long de I’année (Robert et al. 1989 ; Diabate et al. 2002). Quant au village de Loungo
c’est une zone d’activité agro-pastorale temporaire. La répartition des trois espéces dans le
complexe est dépendante des périodes de I’année. En début de la saison pluvieuse (juin) jusqu’au
milieu de la saison (ao(t - septembre) Anopheles coluzzii prédomine (80% de la population) suivie
d’An. gambiae (18%) et d’An. arabiensis (<2%). Puis, vers la fin de la saison hivernale (entre la
mi-octobre et fin novembre) s’installe un équilibre en termes de population tendant vers une parité
entre An. coluzzii et An. gambiae avec An. arabiensis demeurant autour de 2% (Données

d’observation du terrain de Dr DA Dari).
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Figure 9 : Carte du Burkina Faso avec les différents sites de collecte des anophéles (Source :
Centre Muraz, modifié)

1.2. Collecte des anophéles adultes

Il existe plusieurs méthodes de collecte des anopheles dont les plus usuelles sont : (i) la collecte
par aspersion intradomiciliaire d’insecticide (généralement a base de pyréthre) ; (ii) la capture sur
appat humain ou animal et (iii) la capture par un aspirateur & bouche. Avec I’aspersion
d’insecticide, les specimens collectés sont ramasses étant morts ou assommeés. Cette technique ne
répondait pas a notre protocole qui était de récolter les moustiques vivants. Si la capture sur appat
et la capture par aspirateur a bouche permettent toutes deux de collecter les moustiques vivants,
nous avons privilégié la capture par aspirateur a bouche car elle permet de récolter les anopheéles
gorgeés, semi ou complétement gravides, endophiles et anthropophages a la différence de la capture
sur appat qui, si elle est pratiquée sur homme, se doit de collecter les anophéles avant la pigdre et
si elle est pratiquée sur animal ciblerait logiquement les espéces plus ou moins zoophiles. La récolte
de la faune anophélienne intradomiciliaire a été effectuée trés tot le matin entre 7h h et 9 h, dans
les maisons dont les habitants avaient donné leur accord préalable. Seules les femelles gorgées,
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semi-gravides et gravides morphologiquement identifiées comme An. gambiae s.I en utilisant les
clés d’identification de Gillies & De Meillon (1968) ont été immédiatement conservées dans des
cages avec un coton imbibé de solution glucosee afin de les hydrater. Une serpilliere humide était
ensuite déposée sur les cages afin de les préserver vivants au cours du transfert du terrain a
I’insectarium du Centre Muraz/IRSS de Bobo-Dioulasso. Deux collectes ont été réalisées en mai
2018 a Bama afin d’établir une colonie d’Anopheles coluzzii devant servir pour les études
physiologiques et d’état nutritionnel. A Longo par contre, quatre collectes ont été réalisées a raison
d’une collecte par mois entre juillet et octobre 2018. Ces anopheles collectés ont servi a I’étude du
portage du géne kdr sur les rythmes d’activité journaliére. Les anophéles, quelle que soit la ligne
de test envisagé, une fois au Centre Muraz de Bobo-Dioulasso, ont été gardés a I’insectarium a une
température de 27 £ 2 °C et 75 + 5% d’humidité relative pendant deux jours afin de permettre aux

femelles gorgees ou semi-gravides de digérer totalement leur repas de sang et de devenir gravides.
1.3. Elevage et identification des anophéles
1.3.1. Elevage et identification d’An. coluzzii utilisé pour I’établissement de la colonie

Pour I’étude de I’effet du statut d’insémination et de nutrition sur le rythme d’activité (Chapitre 3),
nous avons procédé a I’établissement d’une colonie d’An. coluzzii. Ainsi donc, deux jours apres les
collectes sur le terrain, les femelles An. gambiae s.l. gravides, ont été disposées individuellement
dans des gobelets en plastique transparent de 200 ml, remplis d’eau au quart et numérotés, afin de
recueillir les ceufs. Quarante-huit heures apres, les femelles ayant pondu étaient retirées et placées
dans des tubes Eppendorf® (1,5 mL) selon leur numéro et gardées pendant 30 min a -20°C afin de
les tuer. Une extraction de I’ADN a I’aide du protocole CTAB (cetyl trimethylammonium bromide)
(Doyle & Doyle 1987) modifié et une réaction de polymérisation en chaine (RPC ou PCR en
anglais) (Santolamazza et al. 2008) ont été réalisées afin d’identifier I’espéce de chaque anophele
ayant pondu. Seuls les ceufs issus des femelles identifiées comme Anopheles coluzzii ont été
transférés dans des bacs (30 cm x 20 cm) contenant 1 litre d’eau a raison de 200 larves par bac. Les
larves ont été nourries ad libitum avec de la nourriture industrielle pour alevins TetraminTM baby
fish food jusqu’a I’émergence des adultes Fi1. A partir de ces F1, une colonie a été établie en mai
2017. La colonie a0 été élevée dans des conditions standard (27 £ 2 °C; 70 * 5% d’humidité

relative et 12 h : 12 h de photopériode LD, sans transitions a I’aube et au crépuscule) comme décrit
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par Ruiz et al. (2019). Ainsi, les anopheéles utilisés pour les expériences de physiologie et d’état

nutritionnel provenaient de cette colonie.
1.3.2. Elevage et identification des membres du complexe An. gambiae pour les autres études

Pour les études de I’effet de kdr sur les rythmes d’activité (Chapitre 4), les femelles collectées sur
le terrain, une fois gravides, ont été regroupées dans une grande cage (30 cm x 20 cm x 20 cm). Un
pondoir constitué d’une boite de Pétri dument remplie de coton entassé et gorgé d’eau, recouverte
par une feuille de papier, était déposé dans la cage afin de recueillir les ceufs. Quarante-huit heures
apres le dépdt, les pondoirs étaient retirés et les ceufs obtenus mis en eau dans des bacs (30 cm X
20 cm). Les larves issues de I’éclosion des ceufs ont été nourries ad libitum a I’aide de la
TetraminTM baby fish food jusqu’a I’obtention des nymphes. Les larves ont été élevées dans des
conditions standard (27 + 2 °C ; 70 = 5% d’humidité relative ; 12 h : 12 h de photopériode LD,
sans transition a I’aube et au crépuscule) comme décrit par Ruiz et al. (2019). Les nymphes ont été
placées individuellement dans des tubes de plexiglas (L=9,3 cm ; D=2,5 cm) dans un peu d’eau
afin d’avoir des femelles vierges (n’ayant eu aucun contact avec les méles). La détermination des
statuts d’espéces et de résistance a éte réalisée apres le prélevement d’une aile. Les restes du
moustique étaient ainsi déposés dans le tube d’origine portant le numéro d’identification du
moustique. Apres [I’extraction de I’ADN toujours selon le protocole CTAB (cetyl
trimethylammonium bromide) (Doyle & Doyle 1987) modifié, deux PCR ont été réalisées a la suite
de I’extraction. La premiére avait pour objectif de déterminer le statut d’espece (Santolamazza et

al. 2008) et la seconde pour déterminer le statut de résistance (Martinez-Torres et al. 1998).

Il faut noter que les anopheles des groupes testés dans nos différentes expériences ont tous été pré-
synchronisés en condition de régime LD a partir du stade nymphal jusqu’au quatriéme ou sixieme

jour aprés I’émergence selon I’étude.
2. Matériel d’enregistrement des rythmes circadiens

2.1. Présentation du matériel de mesure du rythme d’activité

Le dispositif d’enregistrement du rythme d’activité comprend les tubes contenant les anopheles et

le moniteur d’activité locomotrice (LAM) relié a un ordinateur.
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2.1.1. Confection des tubes devant contenir les anophéles

Pour enregistrer le rythme d’activité, les moustiques sont individuellement déposés a I’intérieur
d’un tube a hémolyse qui peut étre en matériau de verre ou en plexiglas, dans tous les cas,
transparents. Dans notre étude, nous avons uniquement utilisé des tubes en plexiglas. Chaque tube
avait une longueur de 9,3 cm et un diamétre de 2,5 cm. Les tubes bien que neufs, étaient nettoyés
apres leur déballage en les immergeant dans de I’eau javellisée pendant 20 minutes, puis dans de
I’eau distillée pendant une heure et enfin rincés avec de I’eau distillée avant de les laisser sécher.
Aprés le séchage une boule de coton enroulée était déposée au fond du tube, puis compactée de
sorte a avoir 1 cm de hauteur. A I’aide d’une seringue, 10 ml d’une solution injectable de sérum
glucosé pharmaceutique, dosé a 5% (50 mg de glucose dans 1 litre d’eau pour préparation
injectable) était utilisée pour mouiller délicatement le coton sans éclabousser la paroi du tube.
L’utilisation de sérum glucosé officinal avait pour but d’éviter I’apparition rapide de champignons
dans les tubes et aussi pour avoir une solution stérile et homogéne. Une fois le coton engorgé de
solution glucosée, le tube était laissé au repos pendant 10 min afin de permettre au coton de bien
absorber la solution. Environ 5 a 7 ml de solution glucosée restait dans le coton. Puis le surplus de
solution glucosée était retiré a I’aide d’une seringue et les tubes, toujours ouverts, étaient regroupés
par 32 puis placés dans un portoir pour tubes. Dix heures plus tard, le bas des tubes était recouvert
de ruban adhésif jusqu’au niveau du coton, puis les femelles anophéles étaient introduites
individuellement dans des tubes. Les femelles étaient nourries ad libitum a I’aide de coton imbibé
d’eau glucosée stérile disposé au fond du tube. Un bouchon de coton hyper enroulé servait a
boucher le tube. Toute la paroi du tube était alors recouverte a I’aide du ruban adhésif opaque a
I’exception d’une bande vide d’un centimétre au centre du tube. Un nombre constant par LAM de
tubes vides (ou tubes contréles) ne contenant pas de moustique était defini par regime (LD ou DD).
L’ajout de ces tubes vides comme contrdle découlait du constat fait lors des tests de mise au point
de notre dispositif, de la détection (comptage) par le systeme infrarouge du LAM de mouvements
dans les tubes vides. Ce constat révélait ainsi donc la possibilité de comptage des passages d’un
moustique d’un tube donné par un tube adjacent. Afin de corriger ce biais, nous avons recouvert
les parois des tubes a I’exception de la bande centrale de 1 cm (Figure 10) mais nous avons aussi
continué a utiliser des tubes vides comme contrdles pour s’assurer qu’il n’y avait plus de détection

de passage de moustique d’un tube a un autre.
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Figure 10 : Tubes a hémolyse : A) nu contenant une femelle anophéle ; B) recouvert de ruban
adhésif

2.1.2. Le Moniteur d’activité locomotrice (LAM) (voir Figure 7)
2.2. Enregistrement du rythme d’activité

Apreés la constitution des groupes de moustiques dont nous voulions mesurer les rythmes, les tubes
contenant les anophéles étaient placés horizontalement dans les canaux du LAM pour faire
correspondre la bande non recouverte du tube avec le jeu circulaire de sources/détecteurs
d’infrarouge du LAM permettant d’enregistrer le passage de I’anophele a I’intérieur du tube. A
chaque séance d’enregistrement, nous avons utilisé sept LAM. Et afin d’isoler les moustiques des
perturbations lumineuses, sonores ou d’humidité relative pouvant avoir lieu dans I’insectarium,
nous avons déposé le LAM dans une enceinte en bois de 50 cm? dont les parois en bois avaient une
épaisseur de 1,5 cm. Cette enceinte présentait des dimensions et une structure permettant d’avoir
une température et une humidité relative respectives de 27 + 2°C et 70+ 5%. Selon I’objectif du
test, on mettait soit un régime de cycle jour/nuit (LD : Light Dark) de 11 heures de lumiére et 11
heures d’obscurité avec une transition lumiére/obscurité le soir d’une heure et obscurité/lumiére

d’une heure le matin, soit un régime d’obscurité constant (DD : Dark Dark). Les enregistrements
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dans les conditions LD ou DD duraient au minimum six jours et I’activité des moustiques était

enregistrée sur des périodes (pas de temps) d’une minute.

Figure 11 : Photographie d’un Moniteur d’activité locomoteur (LAM) chargé de tubes contenant
les anophéles
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Figure 12 : Schéma du mode d’enregistrement de I’activité de vol locomoteur a I’échelle d’un
tube du Moniteur d’activité locomoteur (LAM)
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3. Dissection et mesure des ailes et des spermatheques

3.1. Dissection et mesures des ailes

La determination de la taille des moustiques est tres difficile du fait des variations que subit le corps
selon le sexe, I’état physiologique, I’état nutritionnel et la période de I’année. Cette difficulté a
conduit a la convention selon laquelle la taille d’un moustique est mesurable par la longueur de ses
ailes du fait de son invariabilité au cours de la vie du moustique adulte (Christophers 1960). Dans
le but de connaitre les relations entre la taille des ailes des moustiques et leur niveau d’activite,
nous avons donc entrepris de mesurer la taille des ailes de tous les moustiques dans chacune de des
expérimentations. Ainsi, a la fin de chaque enregistrement, les femelles étaient tuées par une mise
au froid a -20°C pendant 30 min. De chaque femelle, une aile été retirée et etalée sur une feuille de
papier portant le numéro du tube correspondant. Un scotch était soigneusement appliqué sur I’aile
afin de la maintenir fixée sur une feuille de papier de format A4. Une photo de I’aile était prise a
I’aide d’un appareil photo monté sur une loupe binoculaire (LEICA Microsystems® EZ4, 8X)
reliée a un ordinateur. Chaque image était numérotée avec le tube correspondant. Enfin, a I’aide du
Logiciel Image J (Schneider et al. 2012), I’aile était mesurée. La longueur de I’aile a été considérée
comme la distance a partir de la base de la costa ou elle fait une courbure appelée incision axillaire
(alula) jusqu’a la marge apicale de I’aile (Christophers 1960).
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Figure 13 : Mesure d’une aile d’An. gambiae s.l. a I’aide du logiciel Image J

3.2. Dissection de la spermatheque et détermination du statut d’insémination

La détermination du statut d’insémination est un élément important chez les femelles car elle
permet de savoir si ces femelles ont été en contact ou non avec des males. Elle a été proposée
comme marqueur dans les cas de compétition au sein d’un méme genre entre especes autochtones
et invasives afin de montrer que le remplacement d’une population autochtone par une population
invasive se fait par le biais d’un accouplement asymétrique ou ““satyrization” (avec des males
invasifs s’accouplant et stérilisant les femelles autochtones plus souvent que I’inverse), entrainant
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de facto la reduction des populations autochtones par la population invasive (Tripet et al. 2011).
Aussi, il a été démontré que I’activité des femelles differe selon qu’elles soient inséminées ou non
(Jones and Gubbins 1977, 1978 ; Rowland 1989). La détermination de I’insémination se fait
géneralement par deux techniques : soit par une PCR a la recherche du chromosome Y dans I’ADN
total extrait de la femelle, soit par la dissection de la spermathéque afin de visualiser son contenu.
Dans notre étude portant sur I’état physiologique et nutritionnel utilisant des groupes de femelles
devant étre inséminées, nous avons utilisé la dissection des spermatheques. Cette dissection de la
spermatheque se faisait a la suite de la dissection des ailes. Elle a été réalisée uniqguement dans les
groupes de femelles supposées inséminées (gorgées ou glucosées ayant été en contact avec les
males) afin de déterminer si ces femelles étaient inséminées ou non grace la technique décrite par
Tripet et al. (2001). Pour cela, I’abdomen du moustique était séparé de la téte et du thorax puis
placé dans un tube Eppendorf®, contenant une solution hydro-alcoolique d’éthanol a 70% et cela,
au moins quatre jours avant la dissection proprement dite des spermatheques. La dissection sous
une loupe binoculaire (LEICA Microsystems® EZ4, 8X) consistait a retirer de I’abdomen a I’aide
de micro-pinces la capsule de spermatheque de couleur marron et de forme sphérique. Cette capsule
de spermatheque était ensuite déposée dans une nouvelle goutte d’eau et a I’aide d’une pression
douce de la pince sur la capsule, cette derniere se rompait et libérait son contenu. Une boule de
microfilaments de spermatozoides agglutines était libérée si la femelle était inséminée tandis

qu’elle était absente si la femelle était vierge ou non inséminée.
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Figure 14 : Spermathéque rompue présentant des filaments de spermatozoides

4. Analyse des données

Les données de mesure de rythme d’activité des anopheles générées au cours de nos études par le
LAM étaient stockées dans I’ordinateur sous forme de fichier .txt (fichiers de données brutes). Nous
avons crée un second fichier (métadonnées ou metadata) comportant les informations singuliéres
de chaque anophéle enregistré pouvant étre divisées en deux types données a savoir i) les données
dites ““Flat’ qui renseignent sur le test effectué comme le numéro d’identification, le numéro du
test (ou des répliques), I’identifiant du moniteur (LAM), le numero du canal portant I’anophele, le
mois du test, les heures exactes (HH:MM:SS) de I’allumage et de I’extinction de la lumiere, la
durée de I’aube et du crépuscule et ii) les données dites ““relationnelles” qui renseignent sur
I’espece de I’anophéle, le génotype (RR, RS, SS), la taille de I’aile, le traitement (gorgé, jeun,
inséminé, vierge), la mortalité. Ces deux fichiers (données brutes issues du LAM et les
métadonneées) ont été importés via I’interface RStudio version 1.2.1335, 2009-2018 RStudio, Inc
du logiciel R version 4.0.2 (2020-06-22) a I’aide duquel toutes les analyses statistiques et les

graphiques présentés ont été réalisés.

Afin de trouver des tendances au sein des séries temporelles des différents génotypes d’Anopheles
coluzzii que nous traduisons par I’effet du portage du géne KDR sur le rythme d’activité
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d’Anopheles coluzzii (Chapitre 4) ou entre les effets des statuts d’insémination et de nutrition sur
le rythme d’activité chez Anopheles coluzzii (Chapitre 3) et de les comparer entre elles pour
déterminer de possibles différences entre ces génotypes ou entre les statuts d’insémination et de
nutrition, nous avons résumeé I’activité locomotrice de vol spontané d’An. coluzzii par six indices

qui sont :

»  I’activité moyenne de vol sur 24h des différents groupes (par minutes et par jour) ;
» lamoyenne de I’activité horaire par jour ;

e I’heure de démarrage de I’activité crépusculaire ;

*  I’heure du pic maximum de I’activité crépusculaire ;

* lavaleur de I’activité crépusculaire ;

» les périodes des différents groupes en DD (free-running) ;

. la relation taille des ailes - activité.

Pour chacun de ces indices, nous avons analyse I’activité de vol spontané avec un modele logistique
binomial a effets mixtes en utilisant la fonction gimmTMB du package “glmmTMB” (Magnusson
et al. 2020). Tous les modeles comprenaient I’activité, les génotypes kdr (SS, RS ou RR) ou I’état
physiologique ou encore I’état nutritionnel et leurs interactions comme variables explicatives a

termes fixes et I’individu comme interception aléatoire.

Tous les modeles ont été validés par observation des résidus via les outils fournis par le package
“DHARMa” (Hartig 2020)

Nous avons utilisé le test post-hoc de Tukey pour effectuer des comparaisons multiples entre les
niveaux d’activité des trois génotypes en utilisant la fonction emmeans du package “emmeans”
(Lenth et al. 2020).

Nous avons calculé les Rate Ratios (RR) des modeéles binomiaux négatifs et leurs intervalles de

confiance a 95%.

Nous avons utilisé la fonction emmeans du package “emmeans” (Lenth et al. 2020) pour obtenir
des estimations et des intervalles de confiance a 95 % des moyennes marginales estimées de
I’activité de vol spontané de chaque génotype pour chaque mois et pour les comparer par paires

grace aux p value obtenues a I’aide de la fonction contrast.
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Chapitre 3

Effets de I’insémination sur I’activité locomotrice postprandiale

d’Anopheles coluzziit

L ce chapitre a fait I’objet d’un article soumis a Parasites & Vectors.
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Résumé

Introduction

L’organisation temporelle du comportement est I’une des caractéristiques fonctionnelles les plus
importantes du régne animal. L’apparition rythmique des comportements individuels a des
moments specifiques de la journée ou de I’année est essentielle pour la survie et la reproduction,
ce qui a des conséquences importantes sur I’aptitude individuelle. Les femelles anopheles vecteurs
de Plasmodium, a I’instar des insectes hématophages se nourrissent de sang. Et c’est durant cette
période qu’ils absorbent ou transmettent des parasites. Il a été montré que ces anopheles présentent
un rythme journalier d’activité circadienne, qui a contribué a I’élaboration les outils de lutte contre
tel que les MILD. Ainsi, le constat de changement du comportement de piqare des anopheles
suscite de nombreuses questions comme la détermination des bases sous-jacentes. Dans ce chapitre,
nous avons cherché a comprendre les effets de I’insémination et de I’alimentation sur les rythmes

journaliers d’activité locomotrice d’An. coluzzii.
Méthodologie

L’objectif de I’etude était de decrire et d’imiter la complexité des rythmes circadiens dans I’activité
locomotrice en les décomposant en leurs « éléments constitutifs » a I’aide de simples fonctions
oscillatoires. Afin d’atteindre cet objectif, nous avons utilisé un dispositif communément utilisé
pour la mesure des rythmes d’activité locomotrice des insectes a savoir le LAM. Nous nous
sommes intéressés au rythme d’activité de femelles de quatre groupes physiologiques d’une colonie
d’Anopheles coluzzii : (i) femelles vierges glucosées (nourries au glucose), (ii) femelles vierges
gorgeées (nourries au sang), (iii) femelles inséminées glucosées et (iv) femelles inséminées gorgées

en régime lumiére obscurité et en régime d’obscurité constante.
Résultats et discussion

Nous avons trouvé que le pic d’activité crépusculaire apparaissant a I’extension et décrit dans la
littérature comme impliqué dans I’essaimage, la recherche de repas sucré ou de site de ponte a été
fortement réduit avec par I’insémination. L’alimentation sanguine a entrainé une diminution
marquée du niveau et de I’activité totale jusqu’a trois jours apres la prise du sang. Un décalage a
été observé entre les pics de probabilité d’activité entre des femelles nourries au sang et de celles

nourries au glucose avec une activité plus prononcés chez les femelles inséminées nourries au
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glucose. Aucune différence n’a été constatée entre les moyennes des pics d’activité dans les
différents groupes. Enfin, I’insémination a induit un retard dans le début de I’activité crépusculaire
confirmant ainsi que I’activité crépusculaire englobe une diversité de comportements chez les

anopheles.
Conclusion

La différence de la période (tau) d’activité retrouvee dans différents groupes semble bien indiquer
que c’est I’insémination qui modifie la marche de I'horloge de maniére plus importante que le cycle
nuit jour. En outre, la différence d’organisation temporelle et/ou du niveau d’activité retrouvee
dans différents groupes peut étre aisément corrélée avec les comportements biologiques observes
sur le terrain. Nos résultats suggérent que les femelles inséminées seraient capables de décaler leur

horaire de piqlre afin d’avoir accés a leur héte.
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Abstract

Background: Changes in the temporal profile of blood-feeding have been reported in natural
populations of Anopheles malaria vectors following the large scale implementation of insecticide-
based vector control tools. There is an urgent need to understand the nature of these temporal shifts
in behaviour, and to understand and predict evolutionary responses of complex behaviours. It is
therefore necessary to dissect the behavioural sequences underlying such complexity. Here we
investigated the effects of male insemination and blood-feeding on spontaneous activity of wild
An. coluzzii.

Methods: We used Locomotor Activity Monitors (LAM) under controlled conditions in order to
describe and compare nightly, hourly and twilight activity in an Anopheles coluzzii population
originated from Burkina Faso.

Results: Insemination induced lower activity at twilight peak, higher activity during the rest of the
night and a delayed time of onset at sunset (under both Light/dark and Dark/Dark photoperiod).
Blood meal significantly reduced Anopheles activity for up to 72 hours, after which an increase in
activity was observed. Under Dark/Dark photoperiod, time of peak activity of blood-fed females
occurred ~32 min earlier than that of sugar-fed females.

Conclusions: The difference in temporal organization and/or activity level found in different
physiological states can be easily correlated with the biological behaviours observed in the field.
Moreover, our results suggest that both insemination and blood-feeding have an effect on the

circadian endogenous clock of females An. coluzzii.

Keywords: Anopheles coluzzii, Behaviour, Blood feeding, Circadian clock, Daily rhythm,

Insemination, Locomotor activity, Physiology, Sugar feeding
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Introduction

The temporal organization of behaviour is among the most important functional characteristics of
organisms in the animal kingdom. The rhythmical occurrence of individual behaviours at specific
times of the day or of the year is functional to survival and reproduction, bearing significant

consequences on individual fitness [1-4].

Mosquitoes are hematophagous insects including among the most important vectors of human
pathogens like malarial Plasmodia, filariae, and several arboviruses such as yellow fever, dengue,
Zika, or chikungunya. In haematophagous insects many behaviours have been demonstrated to
show a marked circadian structure, such as locomotor activity [5-8], mating [9,10], oviposition
[9,11,12], ecdysis [13], metamorphosis [14], sugar feeding [15,16], and blood feeding [15,17,18].
It is during blood feeding that mosquitoes pick up or transmit parasites, thus making this behaviour

a key component of the pathogen’s transmission cycle [19].

Female mosquitoes go through different physiological stages after emergence and during their adult
life. Some of these stages are modulated by gating events. Thus, after emergence, virgin females
will seek a source of carbohydrates to accumulate energy before looking for a mate [20]. Energy
enables them to engage in reproductive behaviours later on [21,22]. Only after being inseminated,
which generally happens once in their lifetime, females will start seeking a blood meal [23]. A
period of moderate level of activity (i.e. “resting”), which corresponds to a phase of digestion of
the blood meal and maturation of the ovaries, follows blood feeding. Only after complete
maturation of the oocytes the female is ready to engage in her quest for a suitable water collection
where to lay eggs. After oviposition, another gonotrophic cycle (i.e. the cyclical repetition of the

sequence of physiologically-controlled behaviours blood-feeding, resting, and oviposition) is
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engaged, and this is repeated throughout the female’s lifetime. Embedded within the infradian
rhythmicity of the gonotrophic cycle, which follows a sequence of gating physiological changes,
each of these behaviours follow circadian periodicities modulated by diel changes in peripheral
receptors’ sensitivity to key stimuli [6,24,25] or changes in behavioural responsiveness [26-28],
but—above all—the overt expression of behaviours is regulated by the circadian rhythmicity of

general activity under the control of molecular clocks.

For any given species or sex [10], spontaneous locomotor activity has been shown to depend on
endogenous physiological conditions, most notably upon insemination status, nutritional status
[9,16,29-31], or the nature of the meal [9,16,29,30], as well as on genetic background like the
presence of insecticide resistance alleles [32]. Exogenous biotic or abiotic factors such as light and
temperature [33,34] or parasites [35,36], can contribute to the modulation of spontaneous activity.
Both endogenous and environmental factors operate through their effects on the expression of
molecular clock genes. For example, it has been shown that a reduction in locomotor activity after

a blood meal is correlated with decreased levels of expression of the circadian gene Timeless [8].

Recently, changes in the temporal profile of blood-feeding and associated behaviours have been
reported in natural populations of some anopheline species characterised by anthropophilic feeding
preferences. Most of the species concerned are malaria vectors in tropical Africa, i.e. members of
the Anopheles gambiae and Anopheles funestus species complexes, that are characterized by peak
biting activity late at night, usually between midnight and dawn. There are also a few reports
concerning species with more crepuscular feeding habits [37]. Evidence suggests that these
temporal changes have occurred after the large-scale deployment of insecticide-treated bed-nets to

control malaria transmission, presumably in response to selective pressures shifting the blood-
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feeding activity of these species towards temporal windows when the preferred host is more
accessible [37-41]. It is still unclear whether such temporal restructuring of blood-feeding may
represent an evolutionary adaptive response or just some form of behavioural plasticity.
Regardless, there is an urgent need to understand the nature of these temporal shifts in behaviour,
as the efficacy of vector-borne disease control programs relies on the occurrence of blood-feeding

at night-time when humans are protected by treated bed-nets.

To understand and predict evolutionary responses of complex behaviours, it is necessary to dissect
the behavioural sequences underlying such complexity in order to identify those traits that are
amenable to evolutionary analysis. For example, in order to apply quantitative genetic approaches
to behavioural evolution, one needs to identify and ‘extract’ the individual phenotypic values of
those traits that underlie the complex behaviour under investigation; ultimately, one wants to
quantify variation within and between individuals for those traits. The measurement of individual
differences, the determination of the causes of the differences, and the assessment of the fitness
consequences of such differences are the essence of quantitative genetic analyses of behavioural

evolution [42].

Here we use general locomotor activity in the malaria vector Anopheles coluzzii (a member of the
Anopheles gambiae species complex) as a model of a complex behaviour with the aim to identify
the underlying quantitative traits describing the temporal organization of the overall locomotion
phenotype observed with an automatic recording apparatus. We investigated the effects of male
insemination and blood-feeding on spontaneous activity. These factors are known to affect
mosquito locomotor activity [9,35,43], but differences have not been characterized quantitatively

for the underlying traits and in wild population of malaria vectors.
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Materials and methods

Mosquito colony

Two hundred female anopheline mosquitoes were collected using a mouth aspirator in the village
of Bama (11°22° N, 4°25° W), south-western Burkina Faso. Individuals that were morphologically
identified as An. gambiae sensu lato using the identification keys of Gillies [44] were separated
into gonotrophic classes according to abdominal appearance. Mosquitoes that were fully engorged
with blood, half-gravid, or gravid were transferred into large cages, and then transported to the
IRSS insectary facility in Bobo-Dioulasso, about 30 km away from Bama. After a period spent in
standard insectary conditions (27 £2 °C, 70 £ 5% RH, LD 12:12 photoperiod) to ensure that most
individuals were ready to lay eggs, mosquitoes were isolated in plastic cups filled with 30mL of
tap water to allow oviposition. Those individuals that laid eggs were then killed for further

molecular characterization of species status following the protocol of Santolamazza [45].

From the results of the molecular identifications, only eggs from Anopheles coluzzii females were
retained; eggs were transferred into trays (30cm x 20cm) containing 1L of tap water and then reared
following standard colony maintenance protocols, as previously described by Ruiz [46]. The
offspring of 108 Anopheles coluzzii constituted the Fo founders of our working colony, which was
established in May 2018; the experiments took place from September to November 2018, hence

tested mosquitoes were selected randomly from the 10" generation or earlier.
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Experimental design and conditions

The objective of the experiment was to compare the activity of virgin or inseminated females after
they had a meal of either blood or glucose. Four treatment arms were constituted: (i) virgin females
fed with 5% glucose; (ii) inseminated females fed with 5% glucose; (iii) inseminated females fed
with blood; and (iv) virgin females fed with blood. The first three treatments reproduce the usual
sequence of physiological changes occurring after pupal metamorphosis and adult emergence in
natural populations, while the latter arm is quite rare in nature [14]. However, it was included to
look at the effects of insemination and nutritional status in accordance with a 2 x 2 factorial

experimental design.

Experimental treatments were constituted as follows (Figure 1). First, it was necessary to ensure
that males and females emerged separately in order to produce the treatment arms for virgin
females. Thus, eight hundred pupae from the colony were individually placed in plastic tubes (L =
9.3cm, D = 2.5cm) plugged with a cotton wool plug and containing 1 mL deionized water. The
tubes were placed in a wooden box (50cm x 50cm x 50cm) to entrain the test mosquitoes to a LD
12:12 photoperiod with a 1-hr linear twilight at subjective sunset and sunrise (from 17:00 to 18:00
and from 5:00 to 6:00, respectively). Light conditions were obtained using a customized system
composed of one LED (Vision-EL® GU5.3, 12V, 4000°K, 530 lumens, 6-55W) controlled by a
TC420 Programmable LED Time Controller Dimmer (20A, 12V-24V, Word uniqueen

International Trade Co., Ltd, China).

As soon as tenerals emerged, two groups were established: virgin and inseminated females. To

obtain the latter, 300 males and 150 females were mixed during 6 days in a 30 x 20 x 20cm cage
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to allow females to mate. At the same time, to constitute the virgin treatment arms, another group
of 150 females were placed in a separate cage of the same size and left for 6 days to ensure that
mosquitoes from both groups had the same age in the experimental tests. During this time all
mosquitoes were allowed to feed ad libitum on cotton soaked with a 5% sterile glucose solution

(5% Glucose Solution for Injection USP, Shandoung Qidu Pharmaceutical Co., Ltd.).

After day 6, males were discarded and all females were starved for 12h (only water drinking was
allowed). Each of the two groups was then subdivided into two subgroups of equal size. One
subgroup from each of the two groups was allowed to feed for 30 minutes on a restrained rabbit,
whereas the other was allowed to feed again on the 5% glucose solution. Blood-fed females were

later given the glucose solution following blood-feeding.

Locomotor activity recording

Females from all subgroups were individually introduced into Plexiglass Drosophila tubes (L =
9.3cm, D = 2.5cm) provided with an ad libitum source of water and energy to increase survival
throughout the test period. To this aim, a cotton plug soaked with 5-7mL of 5% sterile glucose was
placed at the bottom of the tube. Tubes were inserted into the holding grid of seven Locomotor
Activity Monitors (LAM, TriKinetics, Waltham, MA) to detect and measure spontaneous activity
automatically. LAMs are routinely employed in chronobiology [10,47- 50], and have been used in
studies of mosquito activity [10]. LAMs automatically record activity on a connected computer
when mosquitoes (or any other small arthropod) inside the holding tube break an infrared beam
across the center of each tube. Each LAM received two control tubes (empty tubes lacking the
mosquito within), and all four treatment arms; treatment tubes and their positions in the LAM grid

arrangement were chosen at random.
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Because some artefacts were detected in control tubes from three out of the seven LAMSs
(originating from the same batch order), the external surface of all tubes was covered with a white
rubber band, except for a 2cm gap centered on the IR emitter/detector system. This decreased
artefacts without impacting activity recording. Each LAM was placed inside a wooden box (50cm
x 50cm x 50cm) in the insectary to prevent contamination from light or other disturbances from
the surroundings. Environmental conditions and photoperiod were identical to those previously
described for rearing and training, except for two LAMSs that were submitted to a constant dark
(DD) photoperiod to measure free-running circadian parameters. Activity was recorded every

minute (60 Hz) for 7 days.

Insemination status and body size

At the end of the tests, mosquitoes were Killed by placing the holding tubes at -20 °C for 30 min.
In order to control for the potential confounding effects of body size upon differences in locomotion
among treatments, we used wing size as a proxy of body size [51]. The right wing from each female
was dissected under a binocular, and digital photographs of the wings of all tested mosquitoes taken
thereof. The distance from the axillary incision (alula) to the apical margin [52] was measured in

ImageJ [53] and this measure used as a proxy of wing size.

Females from the inseminated treatment arms were further processed according to the protocol of
Tripet [54] to characterize their insemination status. Individual mosquitoes were stored in
microtubes containing 70% (v/v) ethanol for 4 days, thereafter their 6th abdominal segment was
dissected under a binocular and separated from the rest of the carcass; the spermatheca was isolated

and its envelope delicately teared apart to release the sperm bundle, which was observed under 35x

87



216

217

218

219

220

221

222

223

224
225

226

227

228

229

230
231

232

233

234

235

236

237

238

magnification. If sperm were found inside the spermatheca the female was scored as being
inseminated. Females from the inseminated treatment arms that failed to yield sperms were scored

as non-inseminated and discarded from further analyses.

Data analysis
The LAM output file returns individual counts of beam-breaks per unit time. We call this variable
the activity score of each mosquito at a given time. It is assumed that activity scores are

proportional to locomotor activity, which is unobserved with this experimental setup.

Activity records from the first and last day of each experimental run were not considered as they
were deemed, respectively, a period of acclimation when mosquitoes may not display their normal
behaviour [10], or a period of significant decrease in overall activity due probably to a combination
of factors such as energy shortage or aging. Individuals whose actogram showed 24-h of continuous

inactivity were considered as dead and discarded from analysis.

We examined the propensity of individuals at showing rhythmicity in spontaneous activity by
calculating their chi-square periodograms [55]. Statistically significant peaks in the periodogram
informed about which periods had rhythmicity above average stochastic noise. From chi-square
periodograms we extracted the circadian period length in LD and the free-running circadian period
length (7) in DD. For Anopheles mosquitoes the free running period is generally around 23h + 1h
on average, showing variability dependent on species, strain, or sex [10]. Therefore, we considered
only values of  in the range 23h + 2h. Few atypical individuals displaying circadian periods

departing more than 2h from 23h were discarded. Individual circadian period lengths were analysed
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according to food source (glucose vs. blood), insemination status (inseminated vs. virgin),

photoperiod regimen (LD vs. DD) and interactions using a multiple linear regression model.

The mean activity expressed at the recording frequency of 60t Hz and averaged across individuals
in each treatment arm, was used to display actograms in LD and DD. This endpoint provided the
general shape of the temporal structure of locomotor activity during the whole test period, allowing

visual comparison among treatments.

Activity per night and per hour of the night in each treatment arm provided the mean nightly and
hourly activity endpoints, which were used to look at the dynamics of locomotion during the course
of the experiment. For this task, we modelled individual activity scores recorded between 16:00
and 7:00 and expressed at the recording frequency of 300 Hz (i.e. per 5 min) using negative
binomial GLMMs (generalized linear mixed models). For mean nightly activity analysis, we
analysed separately LD and DD activity score data according to the insemination status (virgin vs.
inseminated), the food source (glucose vs. blood), the recording day (coded as a factor value) and
interactions. For hourly activity analysis, due to convergence issues, we split the dataset to analyse
the effect of insemination in glucose-fed mosquitoes and then the effect of blood-feeding in
inseminated females in both LD and DD conditions on day 3. Therefore, the explanatory variables
of the GLMMs were the insemination status or the feeding source, the hour of the night (coded as
a factor value) and interactions. In order to deal with possible auto-correlation in the data due to
repeated measurements, intercepts and slopes between days (or hours) were permitted to vary by

individuals.
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In order to analyse activity during and just after the transition from photo- to scotophase, we
identified and compared the onset of activity and the time of peak locomotory activity. The onset
of activity was expressed as the time (in hours and minutes) when sustained locomotory activity
starts during the artificial dusk. Start of sustained activity was arbitrarily defined as the time when
each mosquito produced at least >1 beam-breaks per minute for 3 consecutive minutes. The time
of peak locomotory activity was expressed as the time (in hours and minutes) when each mosquito
activity score attained the maximum value during the artificial dusk. Onset and time of peak activity
were analysed separately between LD and DD using mixed-effect linear models with food source,
insemination status, days of recording and interaction between food source and insemination status

as explanatory variables and individuals as random intercepts.

Mixed-effect models were fitted using package “glmmTMB” [56] in the R software [57]. Adequacy
of model residuals was checked using the “DHARMa” package [58]. Estimated marginal means
were estimated and compared using the “emmeans” package [59]. Post-hoc Tukey’s procedures

with correction for multiple comparisons were run to compare the levels of significant factors.

Results

Arrhythmicity and sample size

The total number of rhythmic or arrhythmic individuals broken down by treatment and photoperiod
is given in Table 1. Of the 200 individuals tested (140 + 60 in LD and DD, respectively), 8 (4%)
were discarded because they did not survive across all seven days of testing, and 27 (13.5%) were
females that were not inseminated despite they shared the same cage with males. Arrhythmic

individuals accounted for ~3% of the sample in LD and ~16% in DD, the difference being
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statistically significant (G-test of independence with Williams’ correction G=5.57, d.f.=1, p =

0.02). Arrhythmic individuals were especially overrepresented in the group of inseminated females

under DD, regardless of meal type (G-test of independence with Williams’ correction G=11.12,

d.f.=3, p = 0.01).

Table 1: Total number n of individuals included in the analysis according to treatment and
photoperiod. The "Arrhythmic"” column shows the number of individuals in each category that were
discarded because they did not display significant rhythmic activity according to chi-square

periodograms.

Insemination
Status Meal Photoperiod n  Arrhythmic Total
Virgin Glucose LD 32 1 33
Virgin Glucose DD 15 0 15
Inseminated Glucose LD 24 1 25
Inseminated Glucose DD 11 4 15
Inseminated Blood LD 21 1 22
Inseminated Blood DD 11 3 14
Virgin Blood LD 35 1 36
Virgin Blood DD 14 1 15
Total LD 112 4 116
Total DD 50 8 58

Impact of body size

Wing size did not differ among treatments (Linear model; cf. Supplementary Material) and was

not correlated to locomotory activity (Pearson correlation; cf. Supplementary Material). Thus, in

what follows, wing size was not considered as a potential cofounding variable and was excluded

from further analyses.
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303  Description of overall activity phenotype
304  As anticipated, visual inspection of the actograms suggested distinct daily mean activity patterns

305 among treatments (Figure 1).
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308  Figure 1: Mean activity score (beam-breaks min't) of Anopheles coluzzii females for each of the
309 four physiological conditions tested under two light regimens (A) Light:Dark 12:12 (LD) (B) Dark-
310 Dark (DD).

311
312  The strength of activity was on average lower in DD than LD. Daily patterns were bimodal in LD
313 and mostly unimodal in DD. All treatments showed the strongest peak of activity following the

314  lights-off transition (18:00). This generally lasted for 1-2 hours, after which activity substantially
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decreased until the lights-on transition. At lights-on (06:00) there was a peak of activity which
disappeared under DD. Between these temporal endpoints, there were minor secondary peaks of

activity, especially after 24:00.

Mean nightly and hourly activity

As the pattern of activity presented in the figure is complex, we have divided the analysis by night
and then by hour. Mean nightly activity scores as predicted by the GLMMs are presented in Figure
2. In both photoperiod conditions, we observe that the mean nightly activity of glucose-fed
mosquitoes decreased along recording days while it increased for blood-fed ones. From day 2 to 4,
mean daily activity of blood-fed females was significantly lower than those of glucose-fed females

(detailed multiple comparison statistics available in Supplementary materials).
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Figure 2: Mean nightly activity predicted by the models (A) under Light/Dark and (B) under
Dark/Dark photoperiods. Point correspond to model estimated marginals means and color shades
95% confidence interval.

Mean hourly activity as predicted by the models during the 3" night of recording are presented in
Figure 3. Virgin females showed a higher activity than inseminated females at peak following the
day/night transition (not significant, Rate-ratio (RR) = 0.7 95%CI [0.44; 1.11], p = 0.13) and
night/day transition (RR = 0.27 [0.09; 0.76], p = 0.014) (Figure 3A and supplementary materials).
Between these times, activity of inseminated females was slightly higher (the difference being

significant only at 00:00, RR = 2.07 [1.13; 3.8], p = 0.018). When comparing the same groups
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under DD photoperiod, there was no evidence of differences in mean hourly activity (Figure 3C

and supplementary materials).

From 18:00 to 6:00, Anopheles females fed with glucose showed significantly higher hourly
activity than blood-fed ones under LD photoperiod (Figure 3B and supplementary materials). The

same was true under DD photoperiod but shifted by one hour (Figure 3D).

(A) (B)

(C) (D)

Mean of 5 minutes activity

3 4 ‘ 18 19 20 _"I' 22 23 ' 1 _ w 4 ;

‘HourL
Groups Virgin glucose —#- Inseminated glucose —#- Inseminated blood

Figure 3: Mean hourly activity during the 3rd night for (A, C) Glucose-fed females and (B, D)
inseminated females under LD (A,B) and DD (C, D) photoperiods.

Because the effects of insemination and food source were analyzed separately, confidence intervals
for activity of inseminated glucose-fed females may vary between panels A and B and between
panels C and D. Point correspond to model estimated marginals means and color shades 95%
confidence interval.
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356  Circadian period length

357  We have compared the circadian period length according to food source and insemination status
358 under both LD and DD conditions. Under LD conditions, circadian period length was closed to 24h
359 and not different among groups (Figure 4A). In DD condition (Figure 4B), as expected, all groups
360 showed circadian period length lower than 24h. In addition, virgin blood-fed females showed
361  longer period length than both virgin glucose-fed (Mean difference (MD) = 0.29 h [0.03; 0.54], p
362 =0.02) and inseminated blood-fed females (MD = 0.39h [0.1; 0.67], p = 0.003). We were not able

363 to find any differences among meaningful physiological states (supplementary materials).

364
(A) (B)
LD DD
25
jv
24 4
[
I Groups
E Virgin glucose
.-S \‘ T *- Inseminated glucose
ol
g iT #- Inseminated blood
Virgin blood
23
22
365

366  Figure 4: Mean circadian period lengths (x95%CI) under LD (A) and free-running DD (B)
367  photoperiods. Circles indicate individual circadian periods as identified using chi-square
368  periodograms.
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Times of onset and peak activity at subjective sunset

When comparing between glucose-fed females under LD photoperiod, we found that insemination
significantly delayed onset time by 4.03 min [2.67; 5.39] (p = 2.13x107°, Figure 5A). The same
was observed in blood-fed females with a significant delay of 2.80 min [1.30; 4.31] (p = 1.17x10

® Figure 5A).

In DD conditions, activity of glucose-fed virgin females began 14.54 min [3.303; 26.05] earlier (p
=0.007, Figure 5B) than that of glucose-fed inseminated females and 13.79 min [0.5; 27] (p=0.03,

Figure 5B) earlier than that of blood-fed inseminated females.

The time of peak activity has been determined in the restrained time window between 16h30 and
19h30, encompassing the dusk period where swarming takes place in the field. By comparing the
time of peak activity between physiological groups, we were not able to evidence any differences
under LD photoperiod (Figure 5C and supplementary materials). However, under DD photoperiod,
blood-fed inseminated females exhibit earlier peak of activity than glucose-fed inseminated (MD

=31 min [11; 50], p = 3.1x10™) or virgin (MD = 20 min [1.4; 37], p = 0.029) females.
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Figure 5: Onset time (A&C) and time of peak activity (B&D) under both LD and DD
photoperiod. Mean £95% CI. Circles indicate individual data.

Discussion

This study aims to investigate the effects of male insemination and blood-feeding on spontaneous
activity under Light/Dark and constant darkness photoperiods. Because of the overarching impact
of the environment and ontogeny upon individual behaviour, we have focused our analysis on
populations raised and tested under controlled laboratory conditions. However, in order to increase
our chances of capturing the extent of phenotypic variability occurring in natural populations, we
used a recently-colonised outbred strain of An. coluzzii that was reared for no more than 10

generations in the lab.
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Several indicators were compared that describe the overall nightly, hourly, and twilight activity
during the course of a 7-days experiment. Twilight activity in Anopheles includes several known
behaviours such as migration, swarming, egg laying, and sugar feeding [9,16,29,60-62]. Taken at
the scale of daily locomotor activity of Anopheles, these activities are overlapping and difficult to
discriminate [16]. We therefore investigated whether there were differences at small time windows

in the time of onset and peak activity between insemination status or food regimen.

Regarding the effect of insemination, our main results indicated that mean nightly activity of virgin
females was higher than that of inseminated females. This was mostly due to a higher peak of
activity during sunset observed with virgin females. During hours following this peak, inseminated
females showed higher activity. This result is consistent with Jones [9] and with the life cycle of
adult Anopheles mosquitoes. Indeed, virgin females having taken a sugar intake after emergence
will search for mating, that usually occurs during sunset (explaining higher activity of virgin
females at peak), and then will search for a blood meal (explaining higher activity of inseminated
females during the rest of the night). Moreover, we found that virgin females showed earlier onset
of activity that might increase their chance to synchronize with male swarming behaviour.

Regarding the effect of blood-feeding, our main results showed that blood meal intake altered the
profile and intensity of locomotor activity in Anopheles. Blood meal significantly reduced
Anopheles activity for up to 72 hours, after which an increase in activity was observed. A
considerable decrease in activity after blood intake occurs in the wild during resting that is a phase
of digestion of the blood meal and maturation of the ovaries. Moreover, some authors have
observed in female Anopheles, a 72h inhibition of blood meal [63] or sugar meal [16] search after

blood feeding but not after sugar feeding [64]. This was confirmed by the analysis of mean hourly
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activity during the third night of experiment clearly showing that glucose-fed females were more
active than blood-fed females. Regarding the resumption of activity of blood-fed females after 72
hours, it would correspond, as observed in wild inseminated females, to a search for an oviposition
site [44]. This rebound of activity is possible because, in addition to allow the complete
development of the ovaries promoting fertility, blood meal intake favoured an accumulation of

energetic reserves [65].

Light and temperature are known to be the strongest zeitgebers, but food availability has also been
showed to synchronize circadian rhythms [2,66]. Here under DD photoperiod, we found that
insemination delayed onset time of activity by ~14min and time of peak activity of blood-fed
females occurred ~32 min earlier than that of sugar-fed females. These results indicate that both
blood feeding and insemination had an effect on the endogenous circadian clock of females An.

coluzzii.

Conclusion

The difference in temporal organization and/or activity level found in different physiological states
can be easily correlated with the biological behaviours observed in the field. Moreover, our results
suggest that both insemination and blood-feeding have an effect on the circadian endogenous clock

of females An. coluzzii.
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Chapitre 4

Effet de I’alléle de résistance aux insecticides L1014F du gene VGSC

(kdr) sur le rythme d’activité d’Anopheles coluzzii

(Ce chapitre fera I’objet d’un article ultérieurement)

Introduction

Le paludisme, en dépit des efforts de lutte, reste un probléme majeur de santé publique en Afrique
subsaharienne. En [I’absence de vaccin, I’utilisation massive de moustiquaires imprégnees
d’insecticide de longue durée (MILD) demeure le principal outil de prévention contre le paludisme.
L’efficacité des MILD a réduire la transmission repose sur le fait que les anophéles vecteurs piquent
principalement au milieu de la nuit (Gillies & De Meillon 1968 ; Gillies & Coetzee 1987), et
empéchent ainsi le contact homme-vecteur. Ainsi, I’utilisation généralisée des moustiquaires
imprégnées par les programmes nationaux de lutte contre le paludisme a contribué a réduire
grandement la mortalité et la morbidité imputable au paludisme (Schellenberg et al. 2001 ; Corbel
et al. 2012 ; Bhatt et al. 2015).

Cependant, la persistance d'une transmission qualifiée de « résiduelle » démontre une nouvelle fois
la remarquable capacité d’adaptation des anophéles vecteurs a I’lhomme et a son environnement
(Coluzzi et al. 1979 ; Costantini et al. 2009 ; Simard et al. 2009). La pression de sélection exercee
par les insecticides utilisés en santé humaine et en agriculture (Diabate et al. 2002 ; Czeher et al.
2008 ; Donnelly et al. 2009) engendre le développement de résistances aux insecticides (Stump et
al. 2004), aussi bien physiologiques que comportementales. De récentes études ont en effet montré
que I’utilisation universelle des MILD incite les anophéles vecteurs a changer leur comportement
de piqdre qui devient beaucoup plus marqué vers I’extérieur (exophagie) ou décalé vers des heures
précoces et/ou tardives de la nuit, lorsque les personnes ne sont pas protégées par leur MILD
(Charlwood & Graves 1987 ; Mbogo et al. 1996 ; Reddy et al. 2011 ; Russell et al. 2011 ; Corbel
et al. 2012 ; Moiroux et al. 2012 ; Thomsen et al. 2017 ; Sherrard-Smith et al. 2019).
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Cependant, il est difficile de circonscrire les fondements de ces nouveaux comportements de
pigdre. En effet, ces changements peuvent étre aussi dus a une plasticité phénotypique ou a des
facteurs génétiques permettant aux populations vectrices de continuer d’avoir un acces a leur hote.
Les anophéles, a I’instar des autres insectes, possedent des horloges internes qui permettent
I’occurrence de divers comportements tels I’émergence, le vol, I’essaimage, la piglre ou encore la
ponte a des plages horaires précises (Pittendrigh 1967 ; Saunders 1982). Ces horloges circadiennes
internes peuvent se synchroniser avec des signaux externes comme la lumiére, la température, la
nourriture et I’état physiologique (Pittendrigh & Minis 1964 ; Jones & Gubbins 1977, 1978 ;
Saunders 1982 ; Robert et al. 1985 ; Edgar et al. 2012 ; Sawadogo et al. 2013b). Il est donc possible
que la variation du lieu et/ou de I’heure de piqdre des anophéles vecteurs récemment rapportée, ait
une base génétique. Ainsi, il a été constaté des différences d’activité entres les différents génotypes
(résistant homozygote, sensible homozygote et résistant hétérozygote) chez les moustiques
femelles Anopheles gambiae et An. stephensi en I’absence d’insecticide (Rowland 1991). En outre,
la preuve fournie par Moiroux et al. (2012) suggérent que le changement de comportement de
piglre des vecteurs du paludisme dans une zone indemne de résistance physiologique aux
insecticides, avec des piqdres se produisant quand les populations ne sont pas protégees par leurs
moustiquaires, serait dii aux populations vectrices portant les alleles homozygotes sensibles. Aussi,
on a observé que les mutations du géne VGSC (remplacement de la leucine par la phénylalanine en
position 1014 communément appelée mutation kdr L1014F ou kdr ouest) conférant une résistance
aux insecticides peuvent perturber certains comportements des moustiques (Diop et al. 2015 ;
Porciani et al. 2017) et les rendraient moins aptes a certains du fait du codt du portage de cette

mutation.

Il était donc pertinent de vérifier si le portage de la mutation du géne L1014F pouvait avoir un
impact sur les rythmes d’activité journalieére des anophéles vecteurs. Ainsi, pour comprendre le
comportement de pigdre décalé observe sur le terrain chez les anophéles vecteurs, nous avons
utilise une approche de comparaison au laboratoire de I’activité de locomotion d’une F1 issue d’une

population naturelle d’Anopheles coluzzii selon la présence ou absence de la mutation L1014F.
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Matériels et méthode

Collecte des anopheles

Une collecte de la faune résiduelle a été realisee tot le matin dans le village de Longo situé a environ
65 km de Bobo-Dioulasso dans le Sud-Ouest du Burkina Faso (11° 34’ 60” Nord, 4° 34’ 00” Ouest,
province du Houét, région des Hauts-Bassins, sud-ouest du Burkina Faso). Deux cents femelles
gravides et ou gorgées ont été collectées a I’aide d’aspirateur a bouche puis transférées dans des
pots de capture. A la fin de la collecte les femelles identifiées comme An. gambiae s.I a I’aide des
clés d’identification de Gillies & De Meillon (1968) ont été transférées dans des cages plus grandes
(25 cm x 25 cm 20 cm). Un morceau de coton imbibé d’une solution d’eau glucosée a 5% de
glucose était déposé sur la cage pour hydrater ad libitum les anophéles. Un tissu humide était

ensuite déposé sur les cages et le tout transporté vers I’insectarium de I’IRSS a Bobo-Dioulasso.
Elevage des anophéles a I’insectarium

Les femelles anopheles une fois a I’insectarium de I’IRSS a Bobo-Dioulasso, ont été gardées
pendant 3 jours selon les protocoles de I’IRSS et comme décrit précédemment par Ruiz et al. (2019)
(27 £2°C, 70 £5 % de HR et un régime LD de 12 : 12) jusqu’a la fin de la digestion sanguine. A
la fin de ces trois jours, un pondoir constitué d’une boite de Pétri remplie de coton entassé, gorgé
d’eau et recouverte par une feuille de papier était déposé dans chaque cage afin de recueillir les
ceufs. Quarante-huit heures apres le dép6t, les pondoirs étaient retirés et les ceufs mis en eau dans
des bacs (30 cm x 20 cm) contenant un litre d’eau. Les larves issues de I’éclosion des ceufs ont été
nourries ad libitum a I’aide de I’alimentation pour alevin (Tetramin™ baby fish food) jusqu’a
I’obtention des nymphes. Les nymphes ont été placées individuellement dans des tubes de plexiglas
de drosophile (L=9,3 cm ; D=2,5 cm) contenant 1,5 ml d’eau déionisée, bouchés avec un morceau
de mousse de coton. Ces tubes contenant les nymphes ont été disposés dans un portoir et déposés
dans une boite en bois (50 cm x 50 cm x 50 cm). Les conditions environnementales a I’intérieur de
cette boite étaient composées d’une température de 27 £+ 2 °C, d’une humidité relative de 70 £ 5 %
et d’un régime lumiere/obscurité (LD) de 12h/12h, avec une transition de 1h entre la lumiere et
I’obscurité et une transition de 1h entre I’obscurité et la lumiére également (de 17 a 18h et de 5 a
6h, respectivement) opérée a I’aide d’un systéme fait maison, composé d’une LED (Vision-EL®
GU5S.3, 12V, 4000°K, 530 lumens, 6-55W) contrdlée a I’aide du logiciel Programmable LED Time
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Controller TC420 (20A, 12V-24V). Ces conditions d’éclairage, de température et d’humidité
relative ont été imposées aux nymphes jusqu’a I’émergence. A I’émergence, les anophéles ont été
triés selon le sexe (méales et femelles) puis regroupés dans de grandes cages (25 cm x 25 cm 20 cm)
sans aucun contact entre males et femelles afin d’éviter toute insemination. Les cages contenant
les femelles ont été maintenues dans la boite en bois dans les mémes conditions environnementales
précédentes, avec une solution d’eau glucosée a 5% de glucose ad libitum pendant les quatre jours
nécessaires a la maturation de tous leurs organes sexuels. Ce maintien a ces régimes de lumiere, de
température et d’humidité permettait entrainer ces femelles des leur émergence aux conditions des

tests a venir. Seules ces femelles ont été utilisées pour nos expériences.

Préparation des tubes pour I’enregistrement

Pour I’enregistrement du rythme d’activité des anopheéles, nous avons utilisé des tubes a hémolyse
(ou tube de drosophile) en plexiglas transparent de 9,3 cm de longueur et de 2,5 cm de diamétre.
Les tubes, neufs, ont été nettoyés apres leur déballage en les immergeant dans une solution d’eau
javellisée pendant 20 minutes, puis ensuite dans de I’eau distillée pendant une heure. A la fin de
ces deux immersions, ils ont été rinces avec de I’eau distillée avant de les laisser sécher. Apres le
séchage, une boule de coton enroulé était déposée au fond du tube, puis compactée de sorte a avoir
1cm de hauteur. A I’aide d’une seringue, 10 ml d’une solution injectable de sérum glucosé
pharmaceutique stérile (solution de glucose pour injection a 5% USP, Shandoung Qidu
Pharmaceutical Co., Ltd.) dosé a 5% (50 mg de glucose dans 1 litre d’eau pour préparation
injectable) était utilisée pour mouiller délicatement le coton sans éclabousser la paroi du tube.
L’utilisation de sérum glucosé officinal avait pour but d’éviter I’apparition rapide de champignons
dans les tubes et d’utiliser une solution stérile et hautement homogéne. Une fois le coton engorgé
de solution glucosee, le tube était laissé au repos pendant 10 min afin de permettre au coton de bien
absorber la solution. Aprés ce temps d’absorption, le surplus de solution glucosée était retiré a
I’aide d’une seringue. Environ 5 a 7 ml de solution glucosée restait dans le coton. Les tubes toujours
ouverts, étaient regroupés par 32 puis placés dans un portoir. Dix heures plus tard, la base des tubes
était recouverte de ruban adhésif jusqu’au niveau du coton, puis les anopheles femelles étaient
introduites individuellement dans les tubes (Figure 12). La présence du coton imbibé d’eau
glucosée stérile disposé au fond du tube, permettait aux femelles de se nourrir ad libitum. Un

bouchon de coton hyper enroulé a servi a boucher le tube. Une fois la femelle anophéle deposee
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dans le tube, toute la paroi du tube était recouverte a I’aide de ruban adhésif a I’exception d’une

bande vide d’un centimétre correspondant au centre du tube.
Enregistrement de I’activité locomotrice

Trente-deux tubes ont été choisis aléatoirement et numérotés de 1 a 32, puis disposés dans les 32
canaux (8 x 5) du systétme de mesure de rythme Locomotor Activity Monitor (LAM system,
TriKinetics, Waltham, MA system) pour mesurer I’activité spontanée des moustiques. Les tubes
ont été disposés de sorte a faire correspondre le centre du tube ne portant pas de ruban adhésif avec
le systeme émetteur/détecteur infrarouge du LAM permettant a ce dernier de détecter le passage de
I’anopheéle. Le revétement des tubes par du ruban adhésif a I’exception a I’exception d’une bande
de 1 cm de large centrée autour du systéeme émetteur/détecteur infrarouge a été invente apres la
détection d’activité (artéfacts) dans les tubes vides lors de la mise au point de notre dispositif
d’enregistrement dans 3 de nos 7 LAM (ces trois appareils provenant du méme achat). Il a été
constaté que ce type de revétement supprimait les artefacts sans avoir d’incidence sur
I’enregistrement de I’activité (données non presentées). Le LAM ainsi charge des tubes et relié a
un ordinateur, a été placé dans une caisse en bois (50 cm x 50 cm x 50 cm) afin de I’isoler des
perturbations de I’insectarium. La température & I’intérieur des caisses était de 27 + 2°C avec une
humidité relative de 70 + 5 %. Selon les caisses, un régime de jour-nuit LD 12 : 12 avec une
transition lumiere/obscurité le soir d’une heure (mimant le crépuscule) et obscurité/lumiere d’une
heure le matin (mimant I’aurore) ou un régime d’obscurité constante (DD) a été appliqué. Le
systtme LAM et son utilisation pour la mesure de I’activité des moustiques ont été décrits
précédemment par Rund et al. (2012). A chaque test, un nombre de boites équivalent au nhombre
de LAM a été utilisé. Ces boites étaient identiques a celles utilisées pour I’émergence et

I’entrainement des adultes.
Pour cette étude, quatre réplicas ont éte utilisés :

e lerréplica: juillet 2018, cinqg LAM en LD et deux LAM en DD ;

e 2eme réplica : aolt 2018, trois LAM en LD uniquement a cause d’un manque de moustiques ;
e 3eme réplica : septembre 2018, cinqg LAM en LD et deux LAM en DD ;

e 4eme réplica : octobre 2018, cinqg LAM en LD et deux LAM en DD.
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Pour chaque LAM, 30 tubes contenant une femelle chacun ont été utilisés (tubes tests) ainsi que 2
tubes vides ne contenant pas de moustiques (tubes contréles). L utilisation des tubes contrdles avait
pour but de s’assurer de I’absence d’artéfacts au cours des enregistrements.

Détermination des statuts d’espéces et de résistance

A la fin de I’enregistrement, les femelles ont été tuées en les plagant a une température de -20°C
pendant 30 min. L’extraction de I’ADN a été réalisée a I’aide du protocole CTAB
(cetyltrimethylammonium bromide) (Doyle & Doyle 1987) modifié. Deux PCR ont été réalisées a
la suite de I’extraction. La premiere pour déterminer le statut d’espece (Santolamazza et al. 2008)
et la seconde afin de déterminer le statut de résistance de résistance aux insecticides (Martinez-
Torres et al. 1998). Nous avons exclu de I’étude les femelles qui n’ont pas été pas identifiees

comme étant I’espece Anopheles coluzzii.

Analyses statistiques

Pour choisir le modele d’analyses statistiques, nous avons d’abord testé la normalité des données
de I’activité locomotrice d’Anopheles coluzzii en utilisant le test de Kolmogorov-Smirnov. La
significativité de la p.value du test de Kolmogorov-Smirnov nous a permis de conclure que les
hypothéses de normalité n’étaient pas satisfaites. Cela est di au fait que les données générées par
I’enregistrement de I’activité de vol spontané des anophéles grace au LAM sont des suites finies
de valeurs numériques représentant I’activité (vol ou repos) au cours du temps. Une telle suite de
variables aléatoires est appelée série temporelle. Les valeurs possibles de ces variables aléatoires
(stochastique) sont considérées comme les états possibles du processus stochastique. Les séries
temporelles suivent généralement une loi de Poisson, nécessitant ainsi d’autres types d’analyses
statistiques que celles de la loi normale. Les variables étant stochastiques, il est donc possible de
les exprimer mathématiquement pour comprendre leurs évolutions passées et futures a I’aide de

modeles de probabilité.

Nous avons recherché des différences dans I’activité locomotrice des différents génotypes

d’Anopheles coluzzii pour évaluer I’effet du portage du géne kdr.
Nous avons résumé I’activité locomotrice d’An. coluzzii en trois indicateurs a savoir :

e La moyenne d’activité journaliere des trois genotypes ;
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e |’heure du démarrage de I’activité crépusculaire ;

e |’heure du pic maximum de I’activité crépusculaire ;

Pour chacun de ces indices, nous avons analyse I’activité locomotrice avec un modeéle logistique
binomial a effets mixtes en utilisant la fonction gImmTMB du package « gimmTMB » (Magnusson
et al. 2020). Tous les modéles comprenaient I’activité, les génotypes kdr (SS, RS ou RR) et leurs

interactions comme variables explicatives a termes fixes et I’individu comme interception aléatoire.

Tous les modeles ont été validés par observation des résidus via les outils fournis par le package
« DHARMa » (Hartig 2020).

Nous avons effectué des comparaisons multiples entre les moyennes d’activité journaliére des trois

génotypes en utilisant la fonction emmeans du package « emmeans » (Lenth et al. 2020)

Nous avons calculé les Rate Ratios (RR.) des modeles binomiaux négatifs et leurs intervalles de
confiance & 95%.

Nous avons utilisé la fonction emmeans du package « emmeans » pour obtenir des estimations et
des intervalles de confiance a 95 % des moyennes marginales estimées de I’activité de vol spontané
de chaque génotype pour chaque mois et de les comparer par paires grace aux p-value obtenues a

I’aide de la fonction contrast.

Toutes nos analyses, de méme que I’édition des graphiques présentés ont été réalisées a I’aide du
logiciel R version 4.0.2 (2020-06-22).

Résultats

Les données de I’activité locomotrice ont été collectées chaque mois pendant au moins six nuits de
juillet a octobre sauf pour la condition DD pour laquelle nous n’avons pas pu faire d’enregistrement
en aolt a cause d’un nombre insuffisant de moustiques. Les premiers jours (pour cause de
manipulation) et les derniers jours (incomplet ou du fait de la mortalite) des enregistrements en LD

comme en DD ont été exclus lors des analyses.
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Les analyses ont porté sur un total de 357 Anopheles coluzzii répartis sur quatre mois entre trois

génotypes dans deux régimes lumineux DD et LD (Tableau 1).

Tableau 1 : Effectifs des génotypes RR (résistants homozygotes), RS (résistants hétérozygotes) et
SS (sensibles homozygotes) par mois en régime LD et DD

Génotypes
LD DD

Mois

RR RS SS RR RS SS
Juillet 33 32 22 9 9 5
Aodt 15 15 9 - - -
Septembre 34 21 18 9 5 7
Octobre 32 33 13 14 20 2
Total 114 101 62 32 34 14

Effet de la mutation KDR sur I’activité totale

Les Figures 1 et 2 montrent I’activité locomotrice de vol spontané des trois génotypes en fonction
du temps, respectivement en condition LD et DD. Le premier jour du premier pic represente le

sixiéme jour apres I’émergence.
Donnéesen LD

La Figure 1 montre les courbes moyennes minutaires d’activité locomotrice de vol spontané de
I’ensemble des moustiques Anopheles coluzzii étudiés, regroupés en trois genotypes en condition
LD 12 : 12 pendant toute la période d’enregistrement. Ces courbes moyennes du rythme montrent
clairement un profil similaire entre les trois génotypes, indépendamment du jour d’enregistrement
et du mois mais avec des différences d’intensité (d’amplitude). Les anophéles sont tres peu, voire,
pas du tout actifs pendant la photophase (période de lumiere) et tres actifs pendant la scotophase

(période d’obscurité) avec un pic d’activité se produisant chaque jour aprés I’extinction de la
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lumiere a 18h (activité crépusculaire). Cette activité crépusculaire est nettement différenciée du

reste de I’activité nocturne indépendamment du mois. L’activité est cyclique.

Mean LD activity in the three genotypes of Anopheles coluzzii
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Figure 1: Courbes brutes de I’activité journaliere de vol spontané d’Anopheles coluzzii en régime
LD 12 : 12 des génotypes RS (résistants hétérozygotes en rouge), RR (résistants homozygotes en
vert) et SS (sensibles homozygotes bleu) de juillet a octobre. Le graphique montre la moyenne
minutaire de I’activité journaliére. L activité locomotrice est mesurée toutes les minutes en continu
pendant toute la période d’enregistrement et correspond au nombre de passages par minute. Le
graphique ne met en évidence aucune différence significative de I’activité locomotrice entre les
différents génotypes au cours des mois. Les espaces vides (interruptions de courbes) présents aux
mois de juillet (July) et d’octobre (October) représentent les périodes d’absence de données due a
une coupure d’électricité.
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L’analyse de I’activité locomotrice des trois génotypes n’a montré aucune différence significative
entre les activités totales des trois génotypes (RS, RR et SS) quel que soit le mois (Tableau 2,

Figure 2).

Montly nocturnal activity rate ratio of Anopheles coluzii genotypes in LD

Kdr

T AT

July August September Qctober

Figure 2: Comparaison des moyennes d’activité journaliére de vol spontané en régime LD 12 : 12
entre des génotypes RS (résistants hétérozygotes en rouge), RR (résistants homozygotes en vert) et
SS (sensibles homozygotes bleu) de juillet a octobre. Le graphique montre une différence
significative de I’activité locomotrice entre tous les mois chez le génotype homozygote résistant RR
a I’exception des mois d’ao(t et septembre en LD (RR.Rrraout-septembre = 1,07 [0,74 - 1,54], p = 0,97).
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Tableau 2 : Comparaison des ratios d’activité journaliere par mois entre les génotypes RR, RS et
SS en condition LD

Contrast Month ratio SE df lower.CL  upper.CL t.ratio p.value

RS/RR July 0.9862454 0.1139540 1343552 0.7522784 1.292979 -0.1198689 0.9921097
RS/SS July 0.8792533 0.1133921 1343552 0.6499010 1.189545 -0.9978148 0.5782313

RR/SS July 0.8915157 0.1142623 1343552 0.6601980 1.203882 -0.8959625 0.6428555

RS/RR August 1.0556480 0.1796564 1343552 0.7084257 1.573055 0.3182095 0.9457149
RS/SS August 1.0134667 0.1991546 1343552 0.6394290 1.606300 0.0680725 0.9974485

RR/SS August 0.9600423 0.1886611 1343552 0.6057146 1.521643 -0.2075075 0.9765418

RS/RR September 1.1163803 0.1443721 1343552 0.8244822 1.511621 0.8513002 0.6710254
RS/SS September 1.3249534 0.1983671 1343552 0.9328482 1.881873 1.8794038 0.1446415

RR/SS September 1.1868298 0.1612877 1343552 0.8631056 1.631973 1.2604003 0.4177116

RS/RR  October  1.1857734 0.1369437 1343552 0.9045876 1.554364 1.4754254 0.3027624
RS/SS October ~ 1.3143111 0.2003824 1343552 0.9194199 1.878808 1.7926622 0.1720055

RR/SS  October  1.1083999 0.1697431 1343552 0.7741399 1.586987 0.6720373 0.7797651

L’analyse du niveau d’activité au sein d’un méme génotype (Tableau 3) montrait une variation
statistiquement significative du niveau (taux ou Rate Ratio : RR.) d’activité entre tous les mois a
I’exception des mois d’aolt et septembre chez tous les génotypes (RR_RRraoat-septembre = 1,07 [0,74 -
1,54], p = 0,97 ; RR.rsaoat_septembre = 1,01 [0,67 - 1,51], p = 0,99 ; RR.ssaout_septembre = 1,32 [0,81 -
2,15], p = 0,47); en plus des mois de juillet et octobre chez les hétérozygotes RS (RR.rsjuillet_octobre
=1,20[0,89 - 1,62], p = 0,37) et des mois d’aolt et octobre (RR.ssaoat_octobre = 0,65 [0,39 - 1,09], p

= 0,14) chez les homozygotes sensible SS.
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Tableau 3 : Comparaison des ratios d’activité journaliére entre les mois pour un méme génotype
en condition LD

Contrast Kdr ratio SE df lower.CL upper.CL t.ratio p.value
July / August RS 24036066 0.3504517 1343552 1.6526818  3.4957272 6.0147856  0.0000000
July / September RS 24234268 0.3170257 1343552 1.7317098 3.3914444  6.7665655  0.0000000
July / October RS 1.2047299 0.1391582 1343552 0.8953926  1.6209362  1.6124638 0.3714895

August / September RS 1.0082461 0.1588301 1343552 0.6726769 15112159  0.0521309 0.9999492
August / October RS 0.5012176  0.0727120 1343552 0.3452777 0.7275856 -4.7612288 0.0000114

September / October RS 0.4971184 0.0646259 1343552 0.3559717 0.6942312 -5.3763174  0.0000005

July / August RR 2.5727495 0.3733166 1343552 1.7721580 3.7350167  6.5123930  0.0000000
July / September RR 2.7431974 0.3123064 1343552 2.0475545 3.6751804  8.8638180  0.0000000
July / October RR 1.4484597 0.1673293 1343552 1.0765057 1.9489311  3.2071805 0.0073309

August / September RR 1.0662513  0.1540403 1343552 0.7356531 1.5454183  0.4440329 0.9707790
August / October RR 0.5630007 0.0820813 1343552 0.3871202 0.8187891 -3.9403550 0.0004722

September / October RR ~ 0.5280188  0.0605763 1343552  0.3932332 0.7090038 -5.5666181  0.0000002

July / August SS 2.7705043 0.5107728 1343552 1.7252987 4.4489073  5.5273599  0.0000002
July / September SS 3.6518800 0.5408440 1343552 2.4961963 5.3426198  8.7457169  0.0000000
July / October SS 1.8008348 0.2933417 1343552 1.1850387 2.7366245  3.6112889 0.0017327

August / September SS 1.3181283 0.2508409 1343552 0.8084179  2.1492130 1.4514530 0.4671752
August / October SS 0.6500025 0.1313177 1343552 0.3868218  1.0922427 -2.1322911 0.1428722

September / October ~ SS 0.4931254 0.0836271 1343552 0.3189684 0.7623722 -4.1689323  0.0001794

Données en DD

La Figure 3 montre I’activité locomotrice de vol spontané par minute des trois génotypes
d’Anopheles coluzzii en condition DD (obscurité constante) pendant toute la période
d’enregistrement. Les moustiques ont été entrainés en condition LD 12 : 12 dés le stade nymphal
puis placés a I’obscurité constante (DD) a partir de la période d’obscurité du dernier jour du cycle
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d’entrainement. L’activité des anophéles se poursuit en DD avec un pic en début de période active
qui peut parfois étre peu différencié du reste de I’activité. Cependant, on remarque un decalage
d’environ une heure par jour quant au début de I’activité par rapport aux femelles en LD.

Mean DD activity in the three genotypes of Anopheles coluzzii
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Figure 3: Courbes brutes de I’activité journaliére de vol spontané d’Anopheles coluzzii en régime
DD des génotypes RS (résistants hétérozygotes en rouge), RR (résistants homozygotes en vert) et
SS (sensibles homozygotes bleu) de juillet & octobre. Le graphique montre la moyenne minutaire
de I'activité journaliére. L’activité locomotrice est mesurée toutes les minutes en continue pendant
toute la période I’enregistrement et correspond au nombre de passage par minute. Le graphique
ne met en évidence aucune différence significative de I'activité locomotrice entre les différents
génotypes au cours des mois. Les espaces vides (interruptions de courbes) présents aux mois de
juillet (July) et d’octobre (October) représentent les périodes d’absence de données due a une
coupure d’électriciteé.
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L’analyse du niveau d’activité des trois génotypes a montré une différence significative entre
I’activité totale du génotype homozygote résistant RR et celle des deux autres génotypes (RS et
SS) seulement pour le mois de juillet (RR.yuilletrs-rr = 2.00 [1,12 - 3,57], p = 0.014 ; RR.jilletRr-sS =
0,43 10,22 - 0,85], p = 0,011 ; RR.yuiletrs-ss = 0,86 [0,43 - 0,88], p = 0,87) (Figure 4 ; Tableau 4).

Montly nocturnal activity rate ratio of Anopheles coluzii genotypes in DD
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Figure 4: Comparaison des moyennes d’activité journaliere de vol spontane en régime DD entre
des génotypes RS (résistants hétérozygotes en rouge), RR (résistants homozygotes en vert) et SS
(sensibles homozygotes bleu) de juillet a octobre. Le graphique montre une différence significative
de I’activité locomotrice entre le génotype homozygote résistant RR et les deux autres SS et RS
pour le mois de juillet (RR.JuilletRS-RR = 2.00 [1,12 - 3,57], p = 0.014 ; RR.JuilletRR-SS = 0,43
[0,22 - 0,85], p = 0,011 ; RR.JuilletRS-SS = 0,86 [0,43 - 0,88], p = 0,87).
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Tableau 4 : Comparaison des ratios d’activité journaliere par mois entre les génotypes RR, RS et

SS en condition DD

Contrast Month ratio SE df  lower.CL  upper.CL t.ratio p.value
RS/RR July 2.0027427 0.4945941 398146 1.1226828 3.5726730 2.8122862 0.0136368
RS/SS July 0.8621861 0.2516729 398146 0.4349986 1.7088902 -0.5079949 0.8674495
RR/SS July 0.4305027 0.1257594 398146 0.2170888 0.8537178 -2.8850989 0.0109207
RS/RR September 0.6852049 0.2003926 398146 0.3452564 1.3598755 -1.2926275 0.3993077
RS/SS  September 0.6770425 0.2078299 398146 0.3297368 1.3901588 -1.2705632 0.4118680
RR/SS September 0.9880876 0.2608788 398146 0.5321781 1.8345682 -0.0453895 0.9988648
RS/RR  October 0.9172301 0.1673027 398146 0.5981656 1.4064852 -0.4736675 0.8836996
RS/SS  October 0.9200529 0.3571509 398146 0.3704214 2.2852280 -0.2146505 0.9749199
RR/SS  October 1.0030775 0.3968944 398146 0.3968190 2.5355753 0.0077658 0.9999668

L’analyse du niveau d’activité au sein d’un méme génotype (Tableau 5) montrait une variation

statistiquement significative du niveau de I’activité entre tous les mois pour le génotype
hétérozygote RS (RR.rsjuillet_septembre = 3.97 [2,00 - 7,88], p < 0,0001 ; RR Rrsjuillet_octobre = 1,89 [1,16
- 3,10], p = 0,007 ; RR.Rrsseptembre_octobre = 0,48 [0,26 - 0,88], p = 0,01) contrairement au génotype

homozygote résistant RR chez qui aucune variation n’a été constatée entre les mois. Quant au

génotype homozygote sensible SS on notait seulement une variation signification du niveau de

I’activité entre les mois de juillet et septembre (RR.ssjuillet_septembre = 3,12 [1,52 - 6,39], p = 0,0007).
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Tableau 5 : Comparaison des ratios d’activité journaliére entre les mois pour un méme génotype

en condition DD

contrast KDR ratio SE df lower.CL  upper.CL t.ratio p.value
July / September RS 39698355 1.1604911 398146 2.0009001 7.876252  4.7163741 0.0000072
July / October RS  1.8949076 0.3980581 398146 1.1581631 3.100319  3.0426920 0.0066293
September / October RS~ 0.4773265 0.1251326 398146 0.2582149 0.882368 -2.8210786 0.0132797
July / September RR  1.3582128 0.3356298 398146 0.7611040 2.423771 1.2389949  0.4301348
July / October RR  0.8678430 0.1943073 398146 0.5135070 1.466682 -0.6330791 0.8018927
September / October RR ~ 0.6389596 0.1429847 398146 0.3781814 1.079560 -2.0016056 0.1117926
July / September SS  3.1173633 0.9556645 398146 1.5196780 6.394745  3.7088363 0.0006099
July / October SS  2.0220869 0.8854933 398146 0.7245523 5.643257 1.6079311 0.2422234
September / October  SS  0.6486529 0.2722739 398146 0.2425294 1.734844  -1.0312198 0.5571109

Effet de la mutation KDR sur Activité crépusculaire

L’analyse de I’activité crépusculaire ici a porté sur les comparaisons du début de I’activité

crépusculaire et du pic crépusculaire maximum.

Début de I’activité crépusculaire en LD

L’heure du debut de I’activité crépusculaire a été arbitrairement définie comme étant la premiére

minute d’activité du moustique suivie de deux minutes d’activité consécutive sans interruption

(avec au moins une activité de vol, c’est-a-dire une rupture du faisceau infrarouge par minute) entre
17:30:00 et 19:30:00 pour la condition LD et entre 16:30:00 et 18:30:00 pour la condition DD.
Cette heure du démarrage de I’activité de vol correspondait a la valeur des heures moyennes des

débuts d’activité de tous les jours d’d’enregistrement
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Lorsque nous avons comparé le début de I’activité crépusculaire entre les trois génotypes en
condition LD en fonction du mois, nous avons relevé une différence statistiquement significative
entre le début de I’activité crépusculaire du génotype SS et les deux autres pour les mois de
septembre et octobre (Figure 5). En effet, en septembre, I’activite des SS commencait en moyenne
2,80 min apres celle des RR qui commencgait a 18:04:50 (p = 0,03) et 2,91 min apres celle des RS
débutant & 18:04:43 (p = 0,03). En octobre, elle commengait respectivement 2,06 min (p = 0.03) et
2,35 min (p = 0.01) apres de celle des RR commencant & 18:03:36 et des RS débutant & 18:03:19.

Début de I’activité crépusculaire en DD

Contrairement a la condition LD, aucune différence statistiquement significative n’a été observée

entre les débuts de I’activité crépusculaire des trois génotypes en condition DD (Figure 6).

Effet de la mutation KDR sur Heure du pic d’activité crépusculaire en régime
LD et DD

Nous avons cherché ici a déterminer s’il y avait des différences spéecifiques aux génotypes et selon
le mois dans le moment de I’apparition du pic maximum de I’activité de vol crépusculaire. L’heure
précise du pic maximum d’activité de vol de chaque moustique selon le génotype a été déterminée

par la valeur moyenne des heures du pic maximum de tous les jours d’enregistrement.

Nos tests statistiques n’ont révélé aucune différence dans I’heure d’apparition du pic d’activité

selon les génotypes aussi bien en condition LD (Figure 7) qu’en condition DD (Figure 8).
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Figure 5: Heures du démarrage de I’activite de vol crépusculaire en régime LD 12 : 12 des trois
génotypes. Le graphique montre les heures du démarrage de I’activité crépusculaire au cours des
mois. Le graphique montre une différence significative entre les heures du démarrage de I’activité
crépusculaire entre le génotype homozygote sensible SS et les deux autres génotypes RR et RS pour
les mois de septembre (activité des SS commencant 2,80 min apres celle des RR qui commencait a
18:04:50, p =0.03 et 2,91 min apres celle des RS débutant & 18:04:43, p = 0.03) et octobre (activité
des SS commencant 2,06 min (p = 0.03) et 2,35 min (p = 0.01) respectivement apres de celle des
RR commencgant & 18:03:36 et des RS débutant & 18:03:19).
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Figure 6: Heures du démarrage de I’activité de vol crépusculaire en régime DD des trois
génotypes. Le graphique montre les heures du démarrage de I’activité crépusculaire au cours des
mois. Aucune différence significative des heures du démarrage de I’activité crépusculaire au cours
des mois. Aucune différence significative des heures du démarrage de I’activité crépusculaire n’a
été mise en évidence entre les trois génotypes.

125



July

Genotype

RR-

September

Genotype
n
w

RR=

17.36:00

18:00:00

:30.00

Hour

18:24.00

Hour

19:00:00

18.:48.00

19:12:00

19:30:00

Genotype

Genotype

2
&

August

RR-

P
w

October

18:00:00

18:24:00 18:48:00 o
Hour
4
|
e
|
18:24:00 18:48:00 19:12:00
Hour

Figure 7: Heure du pic de I’activité de vol crépusculaire en régime LD 12 : 12 des trois génotypes
selon le mois. Le graphique montre les heures du pic I’activité crépusculaire au cours des mois.
Aucune différence significative de I’heure du pic de I’activité crépusculaire n’a été mise en
évidence entre les trois génotypes.
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Figure 8: Heure du pic de I’activité de vol crépusculaire en régime DD des trois génotypes selon
le mois. Le graphique montre les heures du pic I’activité crépusculaire au cours des mois. Aucune
différence significative de I’heure du pic de I’activité crépusculaire n’a été mise en évidence entre
les trois génotypes.
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Discussion

Pour étudier I’effet de I’alléle de résistance aux insecticides L1014F du gene VGSC (kdr) sur le
rythme d’activité d’An. coluzzii, nous avons mesuré I’activité de vol spontané de trois génotypes
du géne de résistance kdr (RR, RS et SS) aussi bien en condition de régime LD qu’en régime
d’obscurité constante. Nous avons recherché des différences temporelles potentielles au niveau de
I’activité journaliére totale, du début et du moment du pic de I’activité crépusculaire.

L’analyse de I’activité de vol spontané des trois génotypes en condition LD et DD a montré que
les moustiques présentent des rythmes nocturnes quotidiens d’activité locomotrice, avec un pic
d’activité intervenant en tout début de la scotophase comme cela a été décrit chez les membres du
complexe An. gambiae (Jones et al. 1972 ; Jones et al. 1974 ; Rowland 1989 ; Rund et al. 2012 ;
Sheppard et al. 2017) ainsi que chez d’autres espéces d’anopheles (Rowland 1989 ; Duffield et al.
2019). La persistance du profil d’activité de vol rythmique en condition de régime d’obscurité
constante confirme que cette activité est sous le contr6le d’une horloge endogene circadienne
(Jones et al. 1966).

Il est connu que le portage des alleles de résistance conférant la résistance aux insecticides (RDL,
Ace 1R, KDR) a un codt adaptatif sur les traits de vie des adultes dans la nature, méme en I’absence
d’insecticide (Rowland 1991 ; Kliot & Ghanim 2012 ; Diop et al. 2015). Aucune différence entre
les activités journaliéres totales n’a été trouvée entre les trois génotypes tout au long des mois. Par
conséquent, chez An. coluzzii, en absence d’insecticide, la mutation kdr n’a pas été associée a un
changement significatif d’activité nocturne comme décrit par Rowland (1991) avec les anopheles
résistants a la dieldrine ou par Porciani et al. (2017) dans des tests comportementaux chez les
moustiques hétérozygotes pour la résistance kdr. Cependant, la présentation d’une activité totale
significativement plus faible du génotype homozygote résistant (RR) par rapport aux deux autres
génotypes (RS et SS) au mois de juillet en condition DD, c’est-a-dire en dehors de tout stimulus

extérieur, suggere un codt d’adaptation en début de saison pluvieuse (mois juillet).

Nous n’avons pas trouvé de différence du niveau de I’activité totale en free-running (condition
d’obscurité constante DD) entre les mois chez les homozygotes résistants RR, contrairement aux
deux autres génotypes (RS et SS). Cependant, en condition LD, il y avait une différence dans

I’activité totale entre tous les mois chez les resistants RR, a I’exception d’aolt et septembre qui
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présentaient les plus faibles niveaux d’activite totale. Cette différence d’activité totale en condition
LD suggére une influence plus marquée des facteurs extérieurs sur le rythme journalier des
homozygotes résistants par rapport aux RS et SS. Il est connu que les insectes sont capables
d’adapter leurs rythmes biologiques a leur environnement en synchronisant leurs horloges
circadiennes avec les variations « nuit-jour » quotidiennes et la température (Pittendrigh & Minis
1964 ; Saunders et al. 1994 ; Hardin 2011 ; Edgar et al. 2012).

L’activité crépusculaire englobe un grand nombre de comportements connus chez les anophéles
comme la migration, I’essaimage, la ponte et alimentation en sucre (Haddow & Ssenkubuge 1962
; Clements 1963 ; Jones & Gubbins 1977, 1978 ; Charlwood & Jones 1979 ; Gary & Foster 2006).
Chez les femelles ténérales, cette activité crépusculaire est généralement impliquée dans la
recherche d’un essaim pour I’accouplement et aussi pour alimentation en sucre (Haddow &
Ssenkubuge 1962 ; Jones & Gubbins 1978 ; Gary & Foster 2006). La preuve de la différence du
timing de I’accouplement a été démontrée par Sawadogo et al. (2013a) et Rund et al. (2012) comme
pouvant confirmer I’implication de I’isolement reproductif suspectée comme une des barrieres
précopulatoires conduisant a la spéciation entre les membres du complexe An. gambiae (Tripet et
al. 2005 ; Diabaté et al. 2007 ; Manoukis et al. 2009). Nos résultats ont montré que I’activité
crépusculaire des génotypes RR et RS débutait plus de 2 min avant celle du génotype SS pendant
les mois de septembre et d’octobre en régime LD alors qu’aucune différence n’a été observée entre
les debuts de I’activité crépusculaire durant tous les mois en free-running. Ce résultat laisse penser
que les génotypes SS seraient plus plastiques quant au début de I’activité crépusculaire donc moins
sensibles aux facteurs exogenes et environnementaux mensuels. Cette faible sensibilité pourrait

ainsi étre due aux effets maternels hérités de parents plus robustes.

Cette différence de timing du début de I’activité crépusculaire mérite d’étre veérifié en condition
naturelle pour voir si elle est retrouvée d’une part et d’autre part si elle est importante entre terme
de durée. Si elle se confirme, elle pourrait &tre impliquée dans un processus pouvant conduire a un
isolement reproductif entre le génotype sensible SS et les résistants (RR et RS). Cet isolement
reproductif pourrait ainsi étre compté parmi les mécanismes de freinage ou d’expansion de la
résistance au sein d’une espece et dans un endroit donné comme cela se voit un peu partout en
Afrique avec des populations exclusivement résistantes ou sensibles selon les zones, malgré

I’utilisation des insecticides en santé publique ou en agriculture (Moiroux et al. 2012).
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Pris ensemble, les résultats de cette étude soutiennent I’idée que le géne kdr a lui seul n’a pas d’effet
sur le rythme d’activité journaliére chez Anopheles coluzzii en absence d’insecticide. Toutefois, en
combinant I’effet du KDR aux stimuli environnementaux, des différences pourraient subsister
entres les moustiques présentant des alléles différents au fil du temps. Les caractéristiques
comportementales des moustiques portant des alléles de résistance (RR et RS) laissent supposer
que le seuil de réponse de ces génotypes a divers stimuli environnementaux et internes a été
diminué et transmis aux progénitures (effets maternels) contrairement aux moustiques portant
I’alléle sensible SS. Les mutations de résistance ont pu rendre les canaux de sodium voltage-
dépendant plus perméables aux ions sodium en augmentant ainsi les potentiels de repos du systéme
nerveux, au point qu’un stimulus de plus petite intensité suffit & provoquer une réponse
comportementale du fait du colt du portage de la mutation, a la différence des moustiques sensibles

qui, exemptes du co(t de la mutation, pourraient montrer une plasticité phenotypique.

Toutefois, ces résultats ont été obtenus dans les conditions de laboratoire avec une population
venant du terrain. Il serait intéressant de les reprendre avec des individus venant juste d’émerger
en conditions naturelles ou semi naturelles, mais aussi d’étendre ces expériences aux deux vecteurs
du complexe An. gambiae que sont An. gambiae et An. arabiensis afin de voir si nos tendances se

confirment.
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DISCUSSION GENERALE

Les populations de principaux vecteurs du Plasmodium responsable du paludisme humain en
Afrique sont connues pour leur adaptation continue a de nouvelles niches écologiques créées par
I’action humaine avec pour conséquence dramatique I’émergence et la réémergence d’une
transmission durable du paludisme dans des espaces et des temps nouveaux (Coluzzi et al. 1979 ;
Costantini et al. 2009 ; Simard et al. 2009). Ainsi, des processus d’adaptation sont en cours face a
I’utilisation généralisée d’insecticides, conduisant a I’apparition de nouveaux comportements de
pigdres chez les anophéles (Reddy et al. 2011 ; Russell et al. 2011 ; Moiroux et al. 2012 ; Thomsen
et al. 2017 ; Sherrard-Smith et al. 2019). Si de nombreux travaux ont porté sur I’effet des outils de
lutte antivectorielle a base d’insecticide dans la réduction de la densité des anopheles vecteurs et la
susceptibilité de ces derniers aux insecticides utilisés en santé publique, moins d’attention
cependant a été accordée aux modifications comportementales déclenchées par la pression
d’insecticide, ou en réponse a une telle pression. En particulier, de quelle maniere cette pression
influe-t-elle sur le comportement périodique de recherche d’héte des moustiques et sur les bases
sous-jacentes de ces changements comportementaux ? Il est connu que I’adaptation et le succes des
insectes dans la colonisation des environnements les plus divers sont associés a I’organisation
temporelle de leur vie. Ainsi, une sélection de ces nouveaux comportements de pigdre des
anopheles afin d’avoir acces a leur héte pourrait limiter I’efficacité des outils de lutte antivectorielle
actuels. Notre travail s’est donc focalisé sur la détermination des bases génétiques, physiologiques
et environnementales des rythmes journaliers d’activité des anopheles vecteurs des parasites du

paludisme.

Par une approche expérimentale, nous avons étudié le rythme de I’activité journaliére d’Anopheles
coluzzii afin de déceler des différences temporelles pouvant nous éclairer sur les bases sous-
jacentes de ces changements de comportement de pigdres des anophéles observés en Afrique apres
le déploiement des MILD (Charlwood & Graves 1987 ; Mbogo et al. 1996 ; Reddy et al. 2011 ;
Russell et al. 2011 ; Corbel et al. 2012 ; Moiroux et al. 2012 ; Thomsen et al. 2017 ; Sherrard-Smith
et al. 2019). Ainsi, nous avons cherché a évaluer d’une part, les effets de I’insémination et de

I’alimentation (chapitre 3) et de d’autre part, les effets de la mutation kdr (chapitre 4), sur le rythme
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d’activité locomotrice d’Anopheles coluzzii. Nous avons discuté dans chacun de ces chapitres les

résultats expérimentaux obtenus.

Dans cette discussion générale, les effets de ces déterminants sur les rythmes d’activité locomotrice
seront discutés dans le cadre général des changements du comportement de piqlre des anophéles a

travers la compréhension des déterminants qui peuvent étre impliques.

Changement de comportement en relation avec les insecticides

Les auteurs ont démontré a travers I’évaluation des MILD que les changements de comportement
des anopheles avaient un lien avec les insecticides (Charlwood & Graves 1987b ; Pates and Curtis
2005 ; Corbel et al. 2012). En effet, si les mécanismes de résistance physiologique comme la
modification de la cible de I’insecticide (Ranson et al. 2000, 2000 ; Djogbénou et al. 2010), la
résistance métabolique (Vulule et al. 1999 ; Wond;ji et al. 2012) et la résistance cuticulaire (Wood
etal. 2010 ; Yahouédo et al. 2017) sont utilisés par les moustiques dits « résistants » pour continuer
d’avoir acces a leur hote (Hemingway 2000), les moustiques femelles « sensibles » utilisent
généralement la résistance comportementale (Fornadel et al. 2010 ; Moiroux et al. 2012) afin
d’éviter le contact avec les insecticides. Cette résistance comportementale se traduit généralement
par un changement d’héte de piqdre (zoophagie) ou des piqures vers I’extérieur (exophagie)
beaucoup plus marquées ou encore par un décalage des heures de piqlre coincidant avec les
périodes ou les populations ne sont pas protégées par les outils de lutte antivectorielle (Moiroux et
al. 2012). L’originalité de nos travaux sur I’effet de la mutation kdr chez les femelles, repose dans

le fait de mieux comprendre les rythmes journaliers d’activite chez les populations sauvages.

Les études précédemment publiées avaient montré que la mutation kdr semblait modifier
particulierement certaines activités comportementales des moustiques en I’absence des insecticides
comme une activité spontanée plus importante des hétérozygotes par rapport aux homozygotes
sensibles et résistants (Porciani et al. 2017) ou une activité locomotrice journaliere moins
importante du génotype résistant par rapport aux génotypes RS et SS (Rowland 1991). Cependant,
mes travaux ont permis de mettre en évidence que la mutation kdr, prise seule, n’a pas d’effet sur
le rythme d’activité journaliere chez Anopheles coluzzii. Les différences entre nos résultats et ses
études précédentes seraient dues au fait que nous avons utilisé des populations de test plus proches
des populations naturelles a la différence de Porciani et al. (2017) chez qui de multiples
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introgressions ont été utilisees ou de Rowland (1991) qui travaillait sur un complexe d’espéces
qu’était An. gambiae s.l. La mutation kdr peut donc étre écartée comme une des composantes
physiologiques pouvant induire I’apparition de nouvelles plages horaires de pigdre observées apres
la distribution massive de MILD chez An. coluzzii (Reddy et al. 2011 ; Russell et al. 2011 ; Corbel
et al. 2012 ; Moiroux et al. 2012 ; Thomsen et al. 2017). Cela sous-entend que les recherches
doivent s’orienter vers des moustiques ne portant pas cette mutation kdr L1014F et ou vers d’autres
mécanismes de résistance comme les mutations qui sont présents dans de nombreux pays africains
(Djogbénou et al. 2008, 2010) a cause de I’utilisation des carbamates dans la lutte contre les
insectes ou méme la mutation kdr L1014S (kdr “est”) qui est de plus en plus présente en Afrique
de I’ouest (Badolo et al. 2012 ; Mouhamadou et al. 2019).

Par ailleurs, nous avons montré a travers nos travaux des différences significatives dans le debut
de I’activité entre le génotype sensible et les deux autres génotypes portant un allele de résistance
(RR et RS). Le fait que les génotypes sensibles commengaient leur activité tardivement par rapport
aux deux autres, peut aussi les amener a terminer leur activité beaucoup plus tard. Un début de
réponse peut étre apporté a cette hypothése par la détermination du statut des résistances des
population anopheéles collectées sur le terrain a ces heures décalées dans les zones ou la présence
de la mutation kdr L1014F a été rapportée ou non, mais aussi en déterminant s’il existe des
différences entre les heures de fin de I’activité nocturne chez les anopheles vecteurs. Ce résultat
nous permet aussi de faire I’hypothese selon laquelle le freinage ou I’expansion de la résistance au
sein d’une espece et dans un endroit donné comme cela s’observe un peu partout en Afrique avec
des populations exclusivement résistantes ou sensibles selon les zones, malgré I’utilisation des
insecticides en santé publique ou en agriculture serait di a un mécanisme d’isolement reproductif
découlant lui-méme d’une différence significative dans le début de I’activité entre le génotypes

sensibles et résistants.

A I’instar des différences observées dans le début de I’activité uniquement en condition LD et non
en condition de « libre cours », des différences du niveau de I’activité journaliére pour le mois de
juillet entre le génotype résistant RR et les deux autres génotypes (RS et SS) uniquement en régime
LD montrent que ces différences d’activité ne sont pas contrélées par I’horloge circadienne mais
plutdt par les facteurs environnementaux. Cependant, la possibilité du contrdle par I’horloge

circadienne des rythmes non-circadiens a été avancée par Bur et al. (2009).
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Changement de comportement en relation avec I’état physiologique des

moustiques

La lumiere et la température sont les Zeitgebers les plus forts, mais la disponibilité de la nourriture
est également capable de synchroniser les rythmes circadiens, dans la mesure ou ces cycles sont
répétitifs et ont une valeur adaptative pour un individu, une population ou une espéce (Aschoff
1989, Dunlap et Loros 2004).

Les changements de comportement de pigdre peuvent aussi étre indépendant de tout support
génétique en étant uniquement lié & une combinaison entre la barriere physique que constitue les
MILD et le statut physiologique ou nutritionnel des femelles. Ainsi Charlwood & Graves (1987)
ont suggéreé que le changement de piglre marqué vers des heures précoces chez An. farauti en
Papouasie-Nouvelle-Guinée avec I’introduction des MILD, serait uniqguement dd a I’incapacité des
femelles ayant pondu pendant la nuit & obtenir un repas sanguin avant I’aube. De ce fait, ces

femelles restées affamées, tenteraient de trouver un repas des le crépuscule.

L’impact de la prise du premier repas de sang sur le développement complet des ovaires
(modification de la physiologie permettant la fécondité) ou dans I’accumulation davantage de
réserves chez An. gambiae s.| a été démontré par Briegel (1990). Mes résultats ont montré que la
prise du repas de sang modifiait le profile et I’intensité de I’activité locomotrice des anophéles.
Presque faible jusqu’a 48h apres la prise de repas de sang, I’activité regagnait en intensité. La baisse
de I’activité apres la prise de repas de sang peut étre expliquer par des travaux antérieurs qui
montraient qu’au cours du repas de sang, les femelles peuvent prendre un volume en sang
correspondant a leur poids (Carnevale et al. 2009). Ainsi la distension abdominale due a
I'alimentation sanguine ou au développement des ovaires inhibe I'activité de recherche d'hote (Gary
& Foster 2006). L’inactivité des femelles gorgées peut aussi s’expliquer par la dynamique de la

digestion de la ressource. Le glucose serait plus facile a métaboliser que le sang.

Les etudes précedemment publiées (Jones and Gubbins 1977, 1978 ; Rowland 1989), ainsi que nos
propres résultats montrent que I’insémination et la prise de repas sanguin entrainaient une baisse
de I’activité locomotrice des anophéles femelles. 1l serait donc intéressant dans les études de terrain
sur les cycles d’agressivité des anophéles, de déterminer les statuts d’insémination des d’anopheles
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piquant a des heures précoces ou tardive afin de valider I’insémination comme une composante des

déterminants impliqués dans les changements de comportement de piqdre.

Nos travaux ont montré une différence entre les périodes circadiennes (tau) de femelles vierges
ayant pris le sang et les deux autres de femelles (vierges nourries au glucose et inséminées nourries
au sang) en condition DD. Cependant, cette différence était absente en condition LD. On sait depuis
longtemps que les rythmes de vol des moustiques sont contrélés par I’horloge circadienne (Jones
& Gubbins 1978) du fait de leur persistance et de leur auto-maintenance en absence de Zeitgeber
(condition d’obscurité constante) avec une période spontanée proche, mais différente de 24h. Il
clairement apparait donc que ces différences de périodes entre ces groupes de femelles est due a
une réponse différentielle aux conditions de I’environnent (lumiére-obscurité, température, etc.),
et non a une différence dans I’horloge circadienne. Cette étude est la premiere a démontrer que
I’insémination et le repas de sang affectait I’horloge circadienne chez anophéles. Ces résultats

montrent I’adaptation ou la sensibilité des anopheéles au facteurs environnementaux.

Cette étude est également la premiére la premiere a mettre en évidence que I’insémination induit
un retard du démarrage de I’activité crépusculaire chez les moustiques a travers une différence
statistiquement significative observée entre les femelles vierges et les femelles inséminées, toutes
deux nourries par une solution glucosee. Cette observation a été confirmée par I’absence de
différence entre les débuts de I’activité crépusculaire chez les femelles vierges nourries ou au
glucose. Ce résultat montre une structuration de I’espace temporelle en fonction du statut de
I’insémination. On peut alors émettre I’hypothese que si les femelles vierges utilisent cette période
pour I’essaimage, les femelles inséminées pourraient par contre I’utiliser pour une recherche

précoce d’hote.

Nous avons au cours de nos travaux observé une grande sensibilité des rythmes d’activité ou des
périodes d’An. coluzzii en LD aux conditions de I’environnement en fonction du statut
d’insémination. Cette sensibilité des rythmes activité mérite d’étre explorée davantage car les
réponses rythmiques directes a des stimuli environnementaux peuvent avoir une valeur adaptative
importante. Par exemple, les punaises Triatominae ont un rythme circadien de réponse aux signaux
émis par I’héte qui fait qu’ils vont a son contact uniquement en début de nuit lorsqu’il est au repos,
méme si I’hote et le CO2 sont présents tout le temps. Cependant, ces triatomes présente également

un rythme exogéne (gouverné par les conditions de lumiére) de réponse a leur phéromone
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d’agrégation qui les conduit aux abris. Le fait que ce deuxiéme rythme soit exogéne est pertinent
car ces insectes vivent a I’intérieur de la maison. Si une lumiére s’allume au milieu de la nuit, leur
sensibilité a la phéromone induisant un comportement de refuge va les conduire a se cacher (Bodin
et al. 2008). En outre, chez ces mémes insectes, la sensibilité des yeux composés est aussi contrélée
par un rythme circadien qui les permet d’anticiper la diminution de la luminosité a la différence
des ocelles dont la sensibilité a la lumiere est totalement dépendante des conditions d’éclairage
engendrant un rythme qui suit I’environnement. Ainsi, si une lumiére s’allume a un moment
inattendu, les ocelles vont permettre a I’insecte de trouver un endroit sombre pour se cacher
(Lazzari et al. 2011)

Nous avons travaillé durant toutes nos expériences de mesures du rythme d’activité dans des
conditions environnementales (température, humidité et luminosité) constantes. Cependant, nous
avons utilisé une intensité lumineuse (530 lumens) beaucoup plus élevée que ce qui est rapporté
dans la plupart des études similaires sur les anopheles, méme si nos tubes étaient revétus de ruban
adhesif filtrant grandement la luminosité pouvait étre avancé comme une situation atténuante.
Malgré cette différence, nos profiles ainsi que les niveaux d’activités étaient trés proches de ceux
retrouvé dans la littérature. Le fait d’obtenir des résultats similaires avec des luminosités tres
différentes suscite de nombreuses interrogations quant au dosage des intensités lumineuses lors des
études de laboratoire. Les intensités lumineuses a I’ombre, dans les conditions naturelles semblent
beaucoup plus élevées que celle utilisés dans les experimentations de laboratoires. De plus Jones
et al. (1972a) n’avaient relevé aucune différence significative dans le démarrage de I’activité en
testant deux régimes (50 lux et 200 lux) et chez les males et les femelles d’An. gambiae s.1.
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CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES

Conclusion

De nombreux pathogénes de maladies virales ou parasitaires comme le paludisme sont transmis
par les insectes hématophages. Cette transmission étant étroitement liée au comportement de piqdre
des insectes vecteurs, une meilleure compréhension de I’activité locomotrice journaliere et de sa
modulation par les stimuli exogenes (I’alimentation, cycle LD, environnement) ou endogénes
(génétiques, physiologiques) peut apporter des éléments importants a I’étude de la dynamique de
la pigre voire plus loin de la transmission de ces agents pathogenes. Chez les anophéles, ces
informations sur le comportement peuvent aider a comprendre ou expliquer le mécanisme des
changements dans le comportement de piqdre et contribuer au développement de nouveaux outils
ou de nouvelles stratégies pour une lutte plus efficace contre les vecteurs de Plasmodiums humains
surtout dans les régions ou des changements de comportement en matiére de piqlre ont été
rapportés apres la mise en place de la distribution massive de moustiquaires imprégnées. Nos
résultats ont permis de montrer qu’en absence de moustiquaire imprégne, le portage de la mutation
kdr L1014F n’avait pas d’effet sur le rythme journalier d’activité d’An. coluzzii a la différence de
I’état nutritionnel (repas de sang versus repas de sucre) et du statut d’insémination. Le régime
alimentaire a base de sang modifiait le rythme journalier d’activité avec une diminution du niveau
de I’activité totale journaliére jusqu’a trois jours aprés la prise de repas de sang. De plus, les
femelles inseminées présentaient un niveau d’activité plus faible que celui des femelles vierges et
un retard dans le début de I’activité crépusculaire. Enfin, aucune différence n’a été trouvée entre
les pics d’activité maximale aussi bien avec la mutation kdr qu’avec les statuts physiologiques des
anopheles. Ainsi, la question des déterminants génétiques, physiologiques et environnementaux
impliqueés dans la I’apparition de nouvelles plages de piqlre demeure plus que d’actualité malgré
nos résultats réduisant la liste des déterminants comme la mutation kdr L1014F, I’insémination et
I’alimentation. De nouvelles recherches employant d’autres déterminants ayant été reconnus
comme pouvant impacter les traits de vie des anopheles vecteurs aussi bien en conditions controlées

que naturelles sont indispensables.
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Perspectives

A la lumiére de nos travaux et de la discussion de nos résultats, un certain nombre de questions
reste en suspens. Ces questions, méritent d’étre approfondies en poursuivant les études sur les
rythmes d’activité des anopheéles vecteurs dans différentes axes pouvant enrichir les connaissances
dans la chronobiologie des insectes hématophages vecteurs de pathogenes, de méme que dans leur

bioécologie afin d’améliorer ou de développer de nouveaux outils de lutte antivectorielle.

Notre approche expérimentale sur des effets des déterminants génétiques et physiologiques sur les
rythmes journaliers d’activité locomotrice d’An. coluzzii, fournit des résultats préliminaires qui
doivent non seulement étre vérifiés chez d’autres anophéles vecteurs de Plasmodium humains mais

aussi dans les conditions naturelles.

Cette approche doit étre étendue a d’autres types de mutations telle que la mutation présente dans
les zones d’endémie palustre et reconnue comme conférant une résistance aux insecticides ; de
méme qu’aux autres mécanismes de résistance physiologique comme les résistances metaboliques
et cuticulaires qui sont tous gouverner par des géenes. En effet, chez les insectes, I’épaississement
continu de la cuticule au cours de leur vie est un processus régulé par des genes. Il a été démontré
que la cuticule se dépose selon un schéma circadien montrant un dimorphisme journalier avec des
anneaux de croissance de structure lamellaire nocturne et non lamellaire diurne (Neville 1965 ;
Tyndale-Biscoe 1984). Les effets de la rigidité de la cuticule sur le rythme journalier d’activité

peuvent étre intéressant a étudier chez les anopheles.

Les auteurs restent divisés sur la question de la modification du comportement de piqlre des
anopheéles par la manipulation du Plasmodium (Koella et al. 1998, 2002 ; Cator et al. 2013 ;
Vantaux et al. 2015 ; Nguyen et al. 2017). Une étude sur la modification des rythmes journaliers
d’activité locomotrice des anopheles par des Plasmodium humains pourrait éclairer sur la

manipulation parasitaire.

Les odeurs corporelles humaines jouent un réle important dans le comportement de recherche des
hotes par les anopheles anthropophiles (Takken and Knols 1999). L’effet d’odeur de I’héte sur le
rythme journalier des anopheles femelles affamées serait intéressant a évaluer afin de mieux

comprendre le comportement de recherche d’hote des anophéles affamés.
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RESUMES

Title: Study of the genetic, physiological and environmental determinant of daily flight activity
in Malaria vectors

Keywords: Anopheles, Rhythm of activity, Kdr, Behavior, Physiology

Abstract:
The appearance of new patterns in Anopheles biting behavior following the universal coverage of

LLINSs is worrying for malaria control. Indeed, the meticulous selection of vector populations that
are able to escape the physical-chemical barrier of LLINs and bite when people are not protected
is still ongoing. It is known that many Anopheles life rhythms are governed by an endogenous
clock known as circadian which allows their temporal organization. In addition, several biotic
(physiological resistance, nutritional status, parasitism, competition) or abiotic (light-dark cycle,
temperature) environmental stimuli can modulate the insects’ behavioral rhythms. As part of a
better understanding of the shifted aggressive behavior observed in the field among malaria vector,
and the determinants that may be involved, we have undertaken experimental studies on the daily
rhythm flight activity of population of vectors that are involved in the transmission of malaria in
Burkina Faso.
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Titre : Etude des déterminants génétiques, physiologiques et environnementaux de rythmes
journaliers d’activité chez les anophéles vecteurs du Plasmodium

Mots clés : Anophéles, Rythme d’activité, Kdr, Comportement, Physiologie

Résumé : L’apparition de nouveaux rythmes de comportement de pigQre des anophéles suite a la
pression des insecticides utilises aussi bien en santé humaine qu’en agriculture est inquiétante pour
la lutte contre le paludisme. En effet, la menace de la sélection de populations de vecteurs capables
de se soustraire de la barriere physico-chimique des MILD et piquant lorsque les personnes ne sont
pas protégées demeure. Il est connu que bon nombre de rythmes de vie des anophéles sont
gouvernes par une horloge endogéne dite circadienne qui permet leur organisation temporelle. En
outre, plusieurs stimuli environnementaux biotiques (résistance physiologique, état nutritionnel,
parasitisme, compétition) ou abiotiques (le cycle lumiére-obscurité, la température, humidité)
peuvent moduler les rythmes de comportement des insectes. Dans le cadre d’une meilleure
compréhension du comportement agressif décalé des anophéles vecteurs observé sur le terrain et
des déterminants qui peuvent y étre impliqués, nous avons entrepris des études expérimentales sur
le rythme journalier d’activité locomotrice des populations d’anopheéles vecteurs de Plasmodium

et impliquée dans la transmission du paludisme au Burkina Faso.
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