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1 Généralités sur les tiques  

1.1 Taxonomie générale de tiques 

Les tiques appartiennent au règne animal. Elles disposent d’un exosquelette et des appendices 

articulées, permettant ainsi de les classer au sein de l’embranchement des arthropodes (Arthropoda). La 

présence de chélicères et l’absence d’antennes les classent dans le sous-embranchement Chelicerata. 

Les tiques appartiennent à la classe des Arachnida et à l’ordre Ixodida. Leur morphologie particulière 

les caractérise : corps aplati, 4 paires de pattes (excepté au stade larvaire où seulement 3 paires de pattes 

sont présentes) et des pièces buccales adaptées à leur régime alimentaire (repas sanguin) c’est-à-dire un 

rostre assimilable à un harpon. Trois familles monophylétiques se distinguent : Argasidae (tiques 

molles), Nuttalliellidae, Ixodidae (tiques dures) (figure 1) (Pérez-Eid 2007). Environ 900 espèces de 

tiques ont été décrites dans la littérature jusqu’à ce jour ; 186 appartiennent à la famille Argasidae, 692 

à la famille Ixodidae (Sonenshine and Roe 2014). Une seule espèce compose la famille des 

Nuttalliellidae, Nuttalliella namaqua (Mans et al. 2011).  

 

Figure 1: Classification systématique des tiques au sein des arthropodes d’après (Boulanger and McCoy 2015)  

La différenciation des espèces au sein des différentes familles se fait par observations des traits 

morphologiques qui sont propres aux tiques molles et aux tiques dures (figure 2). La morphologie des 

tiques Nuttalliella namaqua semble être à l’intermédiaire des tiques dures et des tiques molles (Mans et 

al. 2011). Chez les Ixodidae, les tiques dures présentent en leur surface un plaque dorsale chitinisée 

sclérifiée, appelée scutum. Leurs pièces buccales, portées par le capitulum, se situent en position apicale 

et sont visibles quel que soit le point de vue (face dorsale vs face ventrale). Les tiques appartenant à la 
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famille Argasidae, ou tiques molles, se distinguent des tiques dures par l’absence de scutum. À leur 

surface, une cuticule souple est présente. Le capitulum se situe en face ventrale, logé dans une cavité 

nommée camérostome (Sonenshine and Roe 2014).  

 

Figure 2: Différences principales entre les tiques molles et les tiques dures d’après (Pérez-Eid 2007) et adapté à 

partir de (Barker and Walker 2014) 

1.2 Anatomie générale des tiques 

1.2.1 Anatomie externe 

Le corps des tiques est divisé en deux parties : le capitulum (ou gnathosome) et l’idiosome 

(figure 3).  

 

Figure 3: Un corps divisé en 2 parties  
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1.2.1.1 Capitulum 

Comme évoqué précédemment, la position du capitulum diffère selon la famille. Il est constitué 

de deux palpes, des organes sensoriels nécessaires dans la détection d’hôtes et d’un rostre qui permet 

aux tiques de prendre un repas sanguin sur un hôte vertébré. Chez les tiques molles, les palpes sont 

extrêmement mobiles. Le rostre possède une paire de chélicères en position dorsale et un hypostome en 

position ventrale. Les chélicères permettent à la tique de couper la peau de l’hôte et l’hypostome à s’y 

ancrer (figure 4). Le capitulum est une partie clé pour l’identification du genre des tiques dures et est 

très utilisé en systématique (figure 5). De plus, en partie basale du capitulum chez la femelle des 

Ixodidae, des aires poreuses sont retrouvées et ont des fonctions physiologiques telle qu’une activité 

sécrétoire pendant la ponte des œufs (Pérez-Eid 2007).  

 

Figure 4: Capitulum des tiques appartenant à la famille Ixodidae d’après (S. Bonnet et al. 2015) 

 

Figure 5: Les différents types de capitulum retrouvés chez les tiques dures d’après (Pérez-Eid 2007) 
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1.2.1.2 Idiosome 

L’idiosome se compose de deux parties : le podosome en partie antérieure, et l’opisthosome en 

partie postérieure. Les paires de pattes et l’orifice génital se trouvent au niveau du podosome. Le nombre 

de paires de pattes varient selon le stade. Trois paires sont retrouvées chez les larves tandis que chez les 

nymphes et les adultes, elles sont au nombre de quatre. Chaque patte est composée de six segments et 

sont fixées au niveau du podosome par une coxa. A l’extrémité de leurs pattes, une paire de griffes ainsi 

qu’une pulville (ventouse) sont retrouvées et permettent à la tique de se fixer sur son hôte (S. Bonnet et 

al. 2015). Au niveau de la première paire de pattes se trouve l’organe de Haler qui présente de 

nombreuses fonctions sensorielles importantes pour la localisation des proies ou encore la 

reconnaissance de phéromones (Sonenshine and Roe 2014). L’opisthosome, quant à lui, présente de 

nombreuses striations, des pores, des organes sensoriels, l’orifice anal et des stigmates (orifices 

respiratoires) en position latéro-ventrale sous la quatrième paire de pattes (Sonenshine and Roe 2014). 

Ces dernières sont absentes chez les larves et la respiration se fait au travers de leur cuticule (figure 6) 

(S. Bonnet et al. 2015). 

Selon la famille, Ixodidae ou Argasidae, la nature du tégument qui recouvre l’idiosome diffère. 

Chez les tiques dures, il est facile de distinguer les mâles des femelles puisque la couverture de 

l’idiosome est différente. Le tégument est composé de cuticule chitinisée et/ou sclérifiée mais également 

de parties souples. Les mâles présentent sur la totalité de leur surface un tégument sclérifié, appelé aussi 

conscutum, tandis que chez les femelles, nymphes et larves, seule la partie antérieure en est recouverte. 

Il s’agit alors du scutum et la partie postérieure, plus souple et élastique, se nomme alloscutum. Chez 

les femelles tiques dures, cette élasticité n’est pas suffisante pendant leur gorgement. Pour pallier à cela 

et afin de pouvoir contenir la totalité du repas sanguin, de la cuticule est synthétisée tout au long du 

repas sanguin. En face ventrale, les coxae et les plaques sont des parties sclérifiées, utilisées en 

classification. Le tégument retrouvé chez les tiques molles est seulement chitinisé, rugueux et souple et 

peut présenter, selon le genre, des variations d’aspect (Pérez-Eid 2007).  
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Figure 6: Anatomie externe des tiques dures d’après (Pérez-Eid 2007)(S. Bonnet et al. 2015) 

1.2.2 Anatomie interne 

Peu de différences sont répertoriées en termes d’anatomie interne entre les tiques molles et les 

tiques dures (S. Bonnet et al. 2015). 

1.2.2.1 Système digestif 

Le régime alimentaire des tiques est constitué uniquement de sang pris sur un hôte vertébré, 

faisant d’elles des hématophages stricts. À l’exception de certaines tiques molles ou les mâles, toutes 

les stases de tiques prennent un repas sanguin (S. Bonnet et al. 2015). Le système digestif commence 

par un canal préoral situé dans le rostre et débouche sur le pharynx puis l’œsophage et se termine par 

l’intestin moyen (figure 7). Ce dernier organe est constitué de diverticules (ou cæcums) reliés à un 

estomac central, lui-même raccordé au sac rectal ou intestin postérieur. La tique présente un canal 

commun qui fonctionne en alternance pour l’excrétion de la salive et la prise du repas sanguin 

(Sonenshine and Roe 2014). L’appareil digestif est très développé, et plus particulièrement l’intestin 

moyen, et occupe quasiment la totalité du corps de la tique (cavité cœlomique). La digestion du sang se 

fait au niveau des cæcums ; l’hémoglobine et des protéines sont dégradées, les fragments cellulaires sont 

détruits et l’eau issue du sang est évacuée. Contrairement aux insectes, chez qui, la digestion se fait dans 

le lumen de l’intestin, les tiques sont des êtres hétérophages (Nuttall et al. 1994). La digestion se fait 

alors de manière intracellulaire dans les cellules épithéliales des diverticules de l’intestin moyen, 

expliquant ainsi la surface importante de cet organe. L’estomac central et l’intestin postérieur 

permettent, quant à eux, l’excrétion des déchets via l’anus. Chez la tique dure, l’évacuation de l’eau 

résultant de la digestion du sang se fait via les glandes salivaires tandis que chez les tiques molles, elle 

s’effectue via les glandes coxales qui débouchent sur les pores coxaux (S. Bonnet et al. 2015).   
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Figure 7: Représentation schématique d'un gorgement d'une femelle ixodidé en présence d'un mâle d’après (S. 

Bonnet et al. 2015) (Sonenshine and Roe 2014) 

La quantité de sang prise au cours d’un repas sanguin est difficilement mesurable en raison de 

l’eau évacuée simultanément. La vitesse d’absorption du sang diffère selon s’il s’agit d’une tique molle 

ou dure. Chez les tiques molles, la vitesse est la même tout le long du repas qui dure pendant plusieurs 

minutes voire quelques heures. Chez les tiques dures, le repas dure plusieurs jours. Lors du gorgement 

d’une femelle, deux phases d’absorption sont observées. La première, la phase lente, dure plusieurs jours 

et la tique grossit peu. Lors de la seconde, la phase rapide, la tique peut multiplier son poids par 200. 

Pour les larves et nymphes, la vitesse d’absorption reste constante (Sonenshine and Roe 2014). 

1.2.2.2 Appareil reproducteur 

À l’exception de quelques espèces de tiques, les tiques sont des animaux à reproduction sexuée 

obligatoire. Les figures 8A et 8B représentent l’appareil reproducteur des femelles et des mâles. Le 

système reproducteur du mâle est constitué d’une paire de testicules tubulaires reliée au canal déférent 

qui débouche sur le conduit éjaculatoire. Chez la femelle, l’appareil est composé d’un ovaire en forme 

de fer à cheval dont les extrémités sont prolongées par deux oviductes. Ces derniers rejoignent ensuite 

le vagin qui aboutit au pore génital situé en face ventrale (Sonenshine and Roe 2014).  
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Figure 8: Appareils reproducteurs des tiques dures femelles (A) et mâles (B), étapes majeures de l’oviposition 

(C) adapté à partir de (Sonenshine and Roe 2014) et photo d’une femelle Ixodes ricinus en train de pondre (photo 

personnelle) 

Selon l’espèce, l’accouplement s’effectue soit sur l’hôte pendant le repas sanguin de la femelle 

ou dans le milieu extérieur. Chez les tiques dures, l’accouplement débute par l’introduction du rostre du 

mâle dans le pore génital de la femelle pour y déposer un spermatophore. Les spermatozoïdes vont 

ensuite mûrir au travers des voies génitales de la femelle (S. Bonnet et al. 2015). Une fois le repas 

sanguin terminé, la femelle va ensuite pondre ses œufs dans l’environnement. La quantité d’œufs 

dépendra de l’espèce ainsi que de la quantité de sang absorbée. La ponte peut durer entre 5 et 20 jours 

(S. Bonnet et al. 2015). Au moment de l’émission des œufs, l’organe de Gené forme des « doigts » qui 

attrapent l’œuf situé au niveau du pore génital. Cet organe va également enrober chaque œuf d’une 

substance protectrice (figure 8C). Les œufs sont pondus en une masse unique (figure 8D) (Sonenshine 

and Roe 2014). 

1.2.2.3 Système nerveux 

Le système nerveux de la tique se compose d’une masse unique blanche située au niveau de la 

partie antérieure de l’idiosome en position péri-œsophagienne (figure 9) (Sonenshine and Roe 2014). 

Cette masse se nomme cérébroïde ou synganglion. À partir du synganglion, des nerfs périphériques sont 

déployés dans tout le corps de la tique. Il a été démontré que des neuropeptides sont synthétisés et 
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certains sont impliqués dans le contrôle de l’ensemble des fonctions vitales telles que l’innervation des 

glandes salivaires (Šimo et al. 2009) (Sonenshine and Roe 2014). 

 

Figure 9: Photographie du synganglion de la tique dure Rhipicephalus appendiculatus adaptée de (Šimo et al. 

2009) 

1.2.2.4 Système respiratoire 

Seuls les nymphes et les adultes présentent un appareil respiratoire. Il est composé d’un réseau 

trachéolaire très ramifié et formant des arborescences au contact des organes. Ce réseau s’ouvre à 

l’extérieur par les stigmates situés sous la quatrième paire de pattes, permettant ainsi les échanges gazeux 

avec l’environnement (figure 10). Chez les larves, la respiration se fait à travers leur cuticule (S. Bonnet 

et al. 2015).  

 

Figure 10: Appareil respiratoire, exemple de la tique dure, adapté à partir de (Sonenshine and Roe 2014) (Barker 

and Walker 2014) 

1.2.2.5 Système de circulation et d’excrétion 

 Le système circulatoire 

Les tiques possèdent un système circulatoire rudimentaire et lacunaire. La circulation de 

l’hémolymphe (liquide qui s’apparente au sang chez les vertébrés) se fait grâce à un vaisseau dorsal 

bombé en forme de cœur et entouré d’un sinus qui permet la propulsion de l’hémolymphe. La cavité 

interne où se trouvent les organes et l’hémolymphe se nomme l’hémocoele. Les hémocytes, ou cellules 
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du système immunitaire, et des peptides antimicrobiens circulent dans l’hémolymphe et constituent le 

principal mécanisme de défense immunitaire innée de la tique (S. Bonnet et al. 2015). 

 Les glandes salivaires et la salive 

Les glandes salivaires sont au nombre de deux et se situent dans les régions antéro-latérales. Elles 

sont constituées d’acini reliés entre eux par des canaux. Le tout forme une structure en grappe (figure 

11A). Au sein de ces acini, des granules de sécrétion sont retrouvés. Il existe quatre types d’acini 

différents (types I, II, III et IV), définis en fonction de la nature et composition (type de cellules) des 

granules de sécrétion et chacun a sa propre fonction (S. Bonnet et al. 2015)(figure 11B). Le type I est 

agranulaire et les 3 autres sont granulaires. Les acini de type IV sont seulement retrouvés chez les mâles 

et ont un rôle dans la lubrification et le transfert du spermatophore dans la femelle tique au cours de 

l’accouplement. La taille des glandes salivaires varie en fonction de l’état physiologique de la tique. Elle 

augmente notamment au cours d’un repas sanguin, jusqu’à 25 fois plus grande (Sonenshine and Roe 

2014). 

 

Figure 11: Localisation des glandes salivaires des tiques avec une structure en grappe (A) et composée de 

différents types d'acini (B) à partir de (Šimo et al. 2017) et (Z. Li 2018) 

Une des fonctions principales de ces glandes est la sécrétion de salive lors d’une prise de repas 

sur un hôte. La salive possède des propriétés anticoagulantes et vasodilatatrices favorisant la création 

d’un micro-hématome au niveau du site de la piqûre. Elle permet, comme chez d’autres arthropodes 

hématophages, de moduler la réaction immunologique de l’hôte en émettant diverses substances anti-

inflammatoires et immunosuppressives (Ribeiro 1987) via les acini de type II (Sonenshine and Roe 

2014). La salive est sécrétée via le canal salivaire puis dans le canal préoral. Les glandes salivaires sont 
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également impliquées dans la survie des tiques dans une atmosphère à faible degré d’hygrométrie en 

synthétisant des molécules hygroscopiques, via les acini de type I, permettant l’absorption de la vapeur 

d’eau contenue dans l’air. La fixation à l’hôte de manière très solide est permise par la sécrétion de 

cément au niveau des acini de types II et III. Chez les tiques dures, elles permettent également 

l’évacuation d’eau provenant du repas sanguin absorbé, jusqu’aux deux tiers de l’eau contenue dans le 

sang sont ainsi évacués. Ce processus se nomme transsudation postprandiale et est assuré par les acini 

de type III (Binnington and Kemp 1980) (Sonenshine and Roe 2014). Chez les tiques molles, 

l’évacuation de l’eau s’effectue via les glandes coxales lors du repas sanguin. Ces dernières sont reliées 

au milieu extérieur par les pores coxaux situé entre les coxae I et II (S. Bonnet et al. 2015). Enfin, la 

salive joue un rôle très important dans la transmission des agents pathogènes puisque, outre le moyen 

de transport de ces agents, elle contient des molécules qui vont modifier l’environnement au niveau du 

site de piqûre favorisant ainsi la transmission (Šimo et al. 2017).  

 Les tubes de Malpighi 

Les tubes de Malpighi ont une fonction excrétoire. Ils sont reliés au sac rectal et permettent la 

collecte des produits azotés circulant dans l’hémolymphe. Ces déchets sont ensuite transformés en 

cristaux de guanine et évacués par l’anus (S. Bonnet et al. 2015). 

1.3 La tique dure : exemples d’Ixodes ricinus et Ixodes persulcatus 

Au cours de cette thèse, deux tiques dures ont été étudiées : Ixodes ricinus et Ixodes persulcatus. 

 

Figure 12: Photographies des tiques adultes Ixodes ricinus (A)(Springer et al. 2021) et Ixodes persulcatus (B) 

(Zykov 2021) 
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1.3.1 Distribution géographique et environnement 

En Europe de l’ouest, la tique dure la plus répandue est Ixodes ricinus. Au fil des années, il est 

observé que les populations d’I. ricinus s’étendent de plus en plus vers le nord de l’Europe (ECDC 

2021b). I. persulcatus est retrouvée en Europe de l’est et en Asie. Les populations de ces deux espèces 

d’Ixodes peuvent co-habiter en Europe centrale/de l’est (ECDC 2021a) (figure 13). 

 

Figure 13: Répartition géographique des tiques Ixodes ricinus (ECDC 2021b) et Ixodes persulcatus (ECDC 

2021a) 

 Ixodes ricinus et Ixodes persulcatus sont sensibles à la dessiccation et évoluent donc dans un 

environnement humide avec une humidité relative supérieure à 80% et une température comprise entre 

5 et 25°C. Mais en fonction des sous-populations de ces espèces séparées géographiquement, les seuils 

de température d’activité peuvent changer. L’activité de ces tiques est influencée par des facteurs 

abiotiques tels que la température, l’humidité, l’ensoleillement ou encore la photopériode. Par 

conséquent, en hiver ces tiques sont très peu actives et peuvent être en diapause. Leur métabolisme est 

alors réduit au niveau minimal (Gilbert, Aungier, and Tomkins 2014). 

1.3.2 Un cycle de vie à trois stades et trois hôtes 

Au sein de la famille Ixodidae, le genre Ixodes contient le plus grand nombre d’espèces de tiques 

vectrices d’agents pathogènes d’importance à la fois en médecines vétérinaire et humaine : telles que 

les tiques I. ricinus (Europe tempérée), I. persulcatus (Europe Centrale et de l’Est et Asie) (Jongejan 

and Uilenberg 2004). Ces tiques dures ont un cycle de vie à trois stases de développement : larve, 

nymphe et adulte, mesurant respectivement moins de 1 mm, 2 à 3 mm et 3 à 4 mm (figure 14) (S. Bonnet 

et al. 2015). Au stade adulte, un dimorphisme sexuel est observé entre le mâle et la femelle et cette 

dernière est sensiblement plus grande que le mâle. Le processus qui s’opère entre ces stases se nomme 

la mue. Dans la nature, le cycle de vie d’I. ricinus et I. persulcatus dure entre deux et trois ans (S. Bonnet 

et al. 2015). 
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Figure 14: Trois stases de développement pour les tiques dures 

 Le cycle biologique des tiques se divise en deux phases : une phase libre qui correspond au 

temps de mue, ponte, maturation et éclosion des œufs… et une phase parasitaire correspondant au repas 

sanguin pris sur des hôtes vertébrés. Les tiques I. ricinus et I. persulcatus sont des tiques exophiles 

(évoluent dans l’environnement extérieur pendant leurs phases libres). À l’inverse, certaines tiques sont 

endophiles et vivent donc à proximité de leurs hôtes dans des environnements abrités comme des nids 

ou terriers (Pérez-Eid 2007). 

Selon la famille et l’espèce de tiques, le nombre de phase parasitaire diffère et est compris entre 

un et trois pour les tiques dures (figure 14). Trois hôtes vertébrés sont nécessaires au cycle de 

développement d’I. ricinus et I. persulcatus (S. Bonnet et al. 2015). Pour trouver ses hôtes, la tique se 

positionne au-dessus du couvert végétal et tend sa première paire de pattes pour s’accrocher à un vertébré 

passant à proximité d’elle. Sur ces pattes, l’organe de Haller permet la détection d’hôtes. Ce mode de 

chasse est dit « à l’affût ». Cependant, ce mode représente un risque pour la tique qui est très sensible à 

la déshydratation. Pour pallier à cela, la tique alterne sa position entre le couvert végétal et le sol pour 

se réhydrater. Selon la stase de développement, des hôtes seront plus ou moins privilégiés. Les rongeurs 

sont les hôtes de prédilection au stade larvaire, et au fur et à mesure des stases suivantes, des hôtes de 

plus en plus grands seront favorisés. 
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Figure 15: Exemple des cycles de vie des tiques de la famille Ixodidae à un hôte (A), deux hôtes (B) et trois 

hôtes (C) à partir de (Sonenshine and Roe 2014) 

1.4 Risques sanitaires majeurs pour la santé humaine et animale  

1.4.1 Impacts directs sur la santé humaine et animale 

 Les tiques étant des ectoparasites hématophages, elles représentent un risque sanitaire 

notamment en santé animale. Elles sont notamment responsables de pertes économiques importantes et 

significatives dans les élevages. La piqûre de tique constitue une plaie au niveau de la peau et peut être 

comme une « porte ouverte » pour des agents pathogènes opportunistes, pouvant entraîner des infections 

et des abcès (Pérez-Eid 2007). Certaines espèces de tiques tropicales, comme Amblyomma, peuvent 

prélever jusqu’à 4 mL de sang. En cas de grande infestation chez un vertébré, un grand volume de sang 

est prélevé et une spoliation sanguine peut être entrainée. Elle se manifestera par un affaiblissement de 

l’animal et une anémie. En outre, la productivité de l’élevage en est fortement impactée (Jongejan and 

Uilenberg 2004). De plus, l’industrie du cuir est également une victime de cet arthropode car la plaie 

formée au niveau de la peau détériore celle-ci et entraine une diminution de la valeur de la peau 

(Jongejan and Uilenberg 2004). 

La salive de certaines tiques contient de toxines paralysantes et certaines régions sont plus 

touchées par ce problème comme la côte Est de l’Australie, l’Amérique du Nord et l’Afrique. Ces 
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toxines ont probablement une origine ovarienne et ont pour cible des récepteurs nerveux (Pérez-Eid 

2007). En santé animale, environ 60 espèces de tique ont été décrites comme étant responsables de 

paralysie et seulement quelques-unes en santé humaine. Si la tique est retirée rapidement, la paralysie 

sera alors réversible. Sinon, le patient mourra d’un arrêt respiratoire. Des allergies et des chocs 

anaphylactiques peuvent avoir pour origine la piqûre d’une tique (S. Bonnet, George, and Boulanger 

2015). Des piqures de tiques répétées peuvent induire chez l’humain une hypersensibilité à la viande 

rouge. Il s’agit du syndrome α-Gal où des glycoprotéines contenues dans la salive des tiques entrainent 

une augmentation d’IgE et jouent un rôle majeur dans le développement de l’allergie aux aliments et 

médicaments contenant de l’ α-Gal (Cabezas-Cruz et al. 2019).  

Enfin, la présence de ces arthropodes proches des troupeaux pousse notamment les éleveurs à 

utiliser des acaricides.  Mais ces derniers sont retrouvés sous forme de résidus au sein de la viande et du 

lait, réduisant ainsi leur qualité (Jongejan and Uilenberg 2004).  

1.4.2 Impacts indirects : un grand vecteur d’agents pathogènes 

En Europe, les tiques sont les premiers vecteurs d’agents pathogènes en santé animale et 

humaine et se classent au second rang à l’échelle mondiale, juste après le moustique. Environ 10% des 

tiques décrites sont impliquées dans l’épidémiologie des maladies vectorielles. Elles assurent une 

transmission active (mécanique et biologique) d’un agent pathogène d’un vertébré à un autre vertébré 

(Pérez-Eid 2007). Les tiques peuvent transmettre la plus grande variété d’agents infectieux (bactéries, 

parasites et virus) responsables de maladies chez l’Homme et l’animal telles que la borréliose de Lyme, 

les rickettsioses, les babésioses, les theilérioses ou encore l’encéphalite à tique (S. Bonnet, George, and 

Boulanger 2015). 

1.4.2.1 Capacité et compétence vectorielle 

Pour qu’une tique soit considérée comme vectrice d’un agent pathogène, elle doit être, pour 

cela, compétente pour le transmettre. La transmission repose donc sur la compétence vectorielle de la 

tique pour un agent pathogène donné. En effet, la tique doit être capable d’acquérir l’agent infectieux au 

cours d’un repas sanguin sur un hôte infecté. Il doit ensuite infecter les cellules du tractus digestif et 

disséminer au sein du vecteur, dans l’hémocoele, jusqu’à atteindre les glandes salivaires afin d’être 

transmis à un nouvel hôte lors d’un autre repas sanguin (figure 16) (Rodhain 1991). La compétence 

vectorielle reflète le niveau de compatibilité du complexe agent pathogène/arthropode. Elle est 

notamment définie par des facteurs intrinsèques tels que la génétique et la physico-chimie et est 

spécifique d’un système tique/agent infectieux (de la Fuente et al. 2017). La tique peut acquérir un agent 

pathogène via trois autres voies de transmission. La plus minoritaire est la voie sexuelle avec un mâle 

infecté et capable de transmettre l’agent à la femelle lors de l’accouplement. La plus majoritaire est la 
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transmission par « co-repas » (ou cofeeding). L’agent est transmis d’une tique infectée à une ou 

plusieurs tiques non infectées prenant leur repas sanguin à proximité de la première. Cette voie de 

contamination ne nécessite pas d’avoir un agent pathogène circulant dans un hôte vertébré. Enfin, la 

transmission verticale (ou transgénérationnelle) est également observée chez les tiques et a notamment 

été décrite pour plusieurs virus, bactéries et parasites. L’agent pathogène est donc transmis d’un parent 

à sa descendance (en totalité ou une partie) (Pérez-Eid 2007). La transmission de l’agent pathogène 

depuis la tique se fait dans la majorité des cas via la salive au cours d’un repas sanguin. Toutefois, il 

existe également une transmission non salivaire : transmission fécale (contamination du site de piqûre 

ou des pièces buccales par les déjections) (Pérez-Eid 2007).  

La période d’incubation extrinsèque (PEI) correspond au temps qui s’écoule entre l’acquisition 

d’un agent pathogène par un arthropode et la transmission lors d’un repas sanguin.  En raison de leur 

mode de vie particulier (un repas sanguin par stase de développement), un critère est nécessaire voire 

obligatoire/systématique pour qu’une tique soit vectrice : la transmission trans-stadiale. L’agent 

pathogène doit alors être maintenu au sein de la tique lors de la mue vers la stase suivante et donc 

survivre à l’histolyse et l’organogénèse qui s’opèrent (Pérez-Eid 2007). De ce fait, la PEI est plus longue 

chez la tique (quelques semaines à quelques mois) que celle observée par exemple chez le moustique 

pour le virus de la dengue (8 à 12 jours) (Tjaden et al. 2013). La PEI est également dépendante de 

facteurs abiotiques comme la température.  

La capacité vectorielle est l’aptitude de la tique à transmettre un agent pathogène. Elle inclut 

donc des facteurs biologiques comme la compétence vectorielle mais également des déterminants 

bioécologiques tels que l’abondance, la longévité ou encore les préférences trophiques (de la Fuente et 

al. 2017). De plus, la capacité vectorielle est soumise à des facteurs environnementaux tels que le climat 

et la localisation géographique. La distribution géographique et l’écologie des tiques peuvent être 

influencées par le réchauffement climatique (comme dit précédemment, I. ricinus s’étend de plus en 

plus vers le nord de l’Europe) mais également par les activités humaines telles que la déforestation, 

l’urbanisation et les échanges internationaux (Campbell-Lendrum et al. 2015). Tous ces paramètres sont 

alors à prendre en compte dans l’évaluation des risques d’émergences de maladies à tiques. 
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Figure 16: Mécanisme général de l'acquisition et transmission des agents pathogènes par la tique, adaptée à partir 

de (S. Bonnet et al. 2015) 

1.4.2.2 Exemple d’agents pathogènes transmis par la tique (bactéries, et 

parasites) 

Dans ce paragraphe, seuls quelques exemples de bactéries et parasites transmis par les tiques 

seront donnés. Les virus transmis par les tiques seront abordés plus en détails dans la sous partie suivante 

de ce manuscrit.  

 Transmission de bactéries 

Les principales bactéries vectorisées par les tiques appartiennent aux genres Borrelia, Rickettsia, 

Anaplasma et Ehrlichia. La borréliose de Lyme est la maladie la plus connue en santé humaine à 

l’échelle mondiale. Les tiques du genre Ixodes peuvent transmettre les agents bactériens appartenant au 

complexe Borrelia burgdorferi sensu lato. La maladie de Lyme est un syndrome inflammatoire multi-

systémique en réponse à la présence de B. burgdorferi s.l.. Trois étapes de la maladie sont observées : 

(i) la forme localisée précoce dans les 3 à 30 jours après la piqûre de tique, il s’agit de l’érythème migrant 

(inflammation cutanée ronde qui va s’étendre), (ii) la forme disséminée dans les 6 mois après la piqûre 

qui peut être caractérisée par des signes cliniques généraux (myalgie, fatigue, fièvre…) ou par d’autres 

signes cliniques (rhumatologiques, neurologiques, dermatologiques, etc.) et (iii) la forme disséminée 

tardive. Cette dernière forme se manifeste par des acrodermatites chroniques atrophiantes, atteintes 

neurologiques tardives, etc. (S. Moutailler et al. 2015). Les bactéries du genre Rickettsia sont classées 

dans deux groupes : typhus et fièvres pourprées (Spotted fever) et sont retrouvées partout dans le monde. 
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Enfin le genre Anaplasma regroupe des agents qui selon la région géographique n’ont pas le même 

impact. En effet, sur le continent américain, les Anaplasma sont fortement impliquées dans des cas 

humains d’anaplasmose, tandis qu’en Europe les animaux sont les plus affectés, comme les ruminants 

(S. Moutailler et al. 2015). L’anaplasmose granulocytaire à Anaplasma phagocytophilum est la plus 

importante en termes de santé publique humaine et vétérinaire dans les régions où sont retrouvées des 

tiques du genre Ixodes. Les symptômes chez l’Homme se manifestent au bout d’1 à 3 semaines après 

une piqûre de tique, par de la fièvre, un état de malaise ou d’un syndrome polyalgique avec des céphalées 

et myalgies. Des formes sévères ont été observées avec des atteintes multiviscérale. Chez les ruminants 

domestiques, comme les bovins, les signes cliniques sont une forte fièvre, une anorexie, un abattement, 

une démarche irrégulière. Des avortements ont également été observés chez des femelles gestantes (S. 

Moutailler et al. 2015). 

 Transmission de parasites 

Des parasites peuvent également être transmis par les tiques. Parmi les infections parasitaires, les 

piroplasmoses (babésiose et theilériose) touchent un grand nombre d’hôtes vertébrés. Les parasites 

responsables de ces pathologies sont multiples et appartiennent principalement à deux différents genres : 

Babesia et Theileria. Les piroplamoses sont très étudiées en raison du fort impact économique en santé 

vétérinaire. Les symptômes sont l’anorexie, l’apathie, la fièvre, l’ictère et l’anémie. En cas de babésiose, 

de l’hémoglobinurie est observée. Un gonflement des ganglions lymphatiques superficiels et un 

emphysème pulmonaire sont retrouvés en cas de theilériose. La mortalité liée à ces affections 

parasitaires dépend de l’espèce, de l’âge de l’animal mais également du moment de la prise en charge 

de la pathologie (date du diagnostic et mise en place du traitement adéquat) (S. Moutailler et al. 2015).  

Chez les bovins, B. bovis, B. bigemina et B. divergens sont les principales espèces responsables 

de babésioses. Chez les animaux de compagnie tels que le chien, six espèces sont incriminées (B. canis, 

B. rossi, B. vogeli, B. gibsoni, B. conradae et T. annae). T. equi et B. caballi sont responsables de 

piroplasmoses équines et font partie des maladies de la liste de l’OIE (Organisation mondiale de la santé 

animale) affectant les équidés. Tout déplacement d’équidé entre pays nécessite un dépistage par tests 

sérologiques et une quarantaine est mise en place pour les animaux séropositifs (OIE 2019a)(S. 

Moutailler et al. 2015). B. divergens transmis par I. ricinus en Europe et B. microti par I. scapularis aux 

Etats-Unis, sont reconnus depuis longtemps comme des agents zoonotiques de la piroplasmose (Perez 

de Leon et al. 2014) (S. Moutailler et al. 2015).  
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2 Les virus transmis par les tiques 

De nos jours, environ 170 virus transmis par les tiques ont été identifiés. Les tiques impliquées 

dans leur transmission appartiennent aux familles Argasidae (tiques molles) et Ixodidae (tiques dures) 

et aux genres Ornithodoros, Argas, Ixodes, Haemaphysalis, Hyalomma, Amblyomma, Dermacentor, 

Rhipicephalus et Boophilus.  Les virus transmis par les tiques sont des arbovirus (arthropod-borne virus) 

car ils sont transmis par un arthropode hématophage. Certaines espèces de tiques peuvent également 

transmettre plusieurs virus (Labuda and Nuttall 2004). Les virus transmis par les tiques sont moins 

étudiés, exceptés deux virus TBEV et CCHFV, par comparaison avec d’autres virus transmis par 

d’autres arthropodes. Pourtant au cours des dernières années, de nombreux virus ont émergé dans des 

nouvelles aires géographiques et d’autres ont été découverts. La figure 17 montre les principaux virus 

qui ont un impact en santé humaine à l’échelle mondiale (Mansfield et al. 2017)(CDC 2019)(Alzahrani 

et al. 2010). 

 

Figure 17: Cas d'épidémies liées aux virus transmis par les tiques dans le monde selon (Mansfield et al. 2017) 

(CDC 2019)(Alzahrani et al. 2010) 
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 Le virus de l’encéphalite à tique (TBEV) 

TBEV appartient au genre Flavivirus et est un virus zoonotique. Il est responsable de troubles 

neurologiques sévères chez l’Homme et les animaux en Europe et Asie. Il a été décrit pour la première 

fois en Autriche en 1931 et isolé en Russie en 1937 (Valarcher et al. 2015). Les particules virales sont 

de petite taille et ont à leur surface une enveloppe lipidique qui contient deux protéines de surface : la 

glycoprotéine E et la protéine membranaire M (figure 18A). Le génome fait environ 11kb et il est 

constitué d’un ARN simple brin de polarité positive qui code une polyprotéine qui sera par la suite 

modifiée par des protéases cellulaires et virales pour donner 10 protéines virales : C (capside), prM 

(précurseur M), E, NS1, NS2A, NS2B, NS3, NS4A, NS4B, NS5 (NS: protéine non-structurale) (figure 

18B) (Mandl 2005). Les souches de TBEV peuvent être classées dans 3 sous-types : Western European, 

Siberian et Far Eastern. Les virus Louping ill (LIV) et Langat (LGTV) sont deux espèces de flavivirus 

transmis par les tiques proches de TBEV (Mandl 2005). Les tiques vectrices appartiennent au genre 

Ixodes et les espèces impliquées sont I. ricinus et I. persulcatus. Le réservoir animal est constitué de 

rongeurs et plus particulièrement par des campagnols. Chaque année, environ 10 000 cas humains sont 

rapportés (Kaiser 2016). La particularité de TBEV est qu’il existe deux voies de contamination 

possibles : la piqûre de tique et la consommation de lait ou de fromage de mouton ou de chèvre non 

pasteurisés. En effet, les petits ruminants peuvent être infectés et sécréter du virus via le lait pendant la 

phase de virémie. L’encéphalite à tique est une pathologie qui se déroule en deux phases (biphasique) 

et commence en général par un état pseudo-grippal (fièvre, maux de tête, courbatures…). Ensuite, 20 à 

30% des patients vont entamer la seconde phase durant laquelle les symptômes plus sévères apparaissent 

sous formes de troubles neurologiques (méningo-encéphalite, poliomyélite ou polyradiculonévrite) 

(Mandl 2005). Enfin, chez 10 à 20% des patients, une forme chronique peut se mettre en place et se 

manifeste par des troubles neuropsychiatriques ou de lourdes séquelles nerveuses (Valarcher et al. 

2015). 
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Figure 18: Représentation schématique d'une particule virale d'un flavivirus (A) et de son génome (B) à partir de 

(ViralZone 2016) 

 La fièvre hémorragique de Crimée-Congo (CCHFV) 

CCHFV est un orthonairovirus et est responsable de fièvre hémorragique chez l’Homme en 

Afrique, Europe du sud et de l’est et Asie. Il a été décrit pour la première fois en Crimée en 1940 puis 

en 1960 en République Démocratique du Congo (Hawman and Feldmann 2018). Son génome est formé 

de trois segments d’ARN simple brin : small (S), medium (M) et large (L) selon leur taille (figure 19A). 

Chaque segment a un cadre de lecture unique. Les segments S, M et L codent, respectivement, la 

nucléocapside, le précurseur de la glycoprotéine membranaire et l’ARN polymérase ARN dépendante. 

Cinq protéines sont ensuite générées à partir du précurseur :  Mucin-like domain, GP38, Gn, Nsm and 

Gc (Figure 19B) (Xia et al. 2016). La transmission de CCHFV est assurée par les tiques appartenant au 

genre Hyalomma mais une autre voie de contamination est possible par contact avec du sang d’animaux 

infectés au cours d’un abattage (Hawman and Feldmann 2018). Les bovins, les chèvres, les moutons et 

les lièvres sont de potentiels réservoirs et peuvent donc servir d’hôtes amplificateurs. La maladie se 

déroule en deux temps. Après quelques jours d’incubation, les premiers symptômes se manifestent et 

sont non spécifiques : fièvre, myalgie, diarrhée, nausées et vomissement. La seconde période correspond 

ensuite à la phase hémorragique. Le taux de mortalité est d’environ 30% et 4 000 cas humains ont été 

déclarés dans le monde entre 2000 et 2013 (Shayan et al. 2015). 
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Figure 19: Représentation schématique d'une particule virale d'un orthonairovirus (A) et de son génome (B) à 

partir de (ViralZone 2010) 

 Autres virus transmis par les tiques 

L’émergence d’autres virus transmis par les tiques dans le monde durant les dernières décennies a 

été observée. Ces virus représentent un risque majeur important pour la santé publique. Parmi eux, 

beaucoup ont émergé en Amérique du Nord tels que les virus Powassan (POWV), Bourbon (BRBV), 

Heartland (HRTV) et Alkhurma (ALKV). Un autre virus est surveillé aux Etats-Unis : le virus de la 

fièvre à tique du Colorado (CTFV). 

POWV est un flavivirus et appartient au groupe de TBEV. Aujourd’hui, deux lignées génétiques 

sont reconnues : POWV (lignée 1) et le virus deer tick (lignée 2). Les tiques Ixodes scapularis et Ixodes 

cookie en sont les vectrices et les rongeurs le réservoir. POWV est responsable de troubles neurologiques 

chez l’Homme  (Hermance and Thangamani 2017). Le CDC (Centers of Disease Control) a rapporté 

environ 100 cas entre 2006 et 2016 et les cas ne cessent d’augmenter au cours de la dernière décennie. 

Cette augmentation est peut-être due à l’émergence des vecteurs (Krow-Lucal et al. 2018). 
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CTFV a été découvert en 1946 par Florio. Il s’agit de l’espèce type du genre Coltivirus. Il est 

transmis par les tiques des genres Dermacentor, Ixodes, Haemaphysalis et Otobius. Les hôtes réservoirs 

sont les rongeurs et cervidés. Les symptômes chez l’humain vont de la simple fièvre jusqu’à 

l’encéphalite et/ou la polyradiculonévrite. Le nombre de cas de CTFV a toutefois diminué au cours des 

20 dernières années (Houssam Attoui, Mohd Jaafar, De Micco, et al. 2005) (Marfin et al. 2010).   

BRBV est apparu en 2014 au Kansas à la suite du décès d’un patient présentant les symptômes 

suivants : nausée, fatigue, courbatures, leucopénie, lymphopénie, thrombocytopénie, … après avoir été 

piqué par plusieurs tiques (Savage et al. 2017). Il appartient au genre Thogotovirus et est probablement 

transmis par Amblyomma americanum (Savage et al. 2018). 

HRTV a été pour la première fois identifié en 2009 chez deux fermiers du Missouri. Il appartient 

au genre Phlebovirus et est génétiquement proche d’un autre phlébovirus qui a émergé en Asie, le virus 

de la fièvre sévère avec syndrome de thrombocytopénie (SFTSV). Les patients présentaient un tableau 

clinique similaire à celui de SFTSV : fièvre, fatigue, nausée, anorexie et thrombopénie. La tique 

Amblyomma americanum assure la transmission de HRTV (Brault et al. 2018). SFTSV est endémique 

en Chine et son taux de mortalité est proche de 50%. Il est responsable de fièvre hémorragique chez 

l’humain (Lei, Liu, and Yu 2015) et est transmis par la tique Haemaphysalis longicornis (Zhuang et al. 

2018). 

D’autres cas de fièvres hémorragiques ont été rapportés sur le continent asiatique, dans des régions 

de la Sibérie de l’ouest en Russie. Le virus incriminé est le virus de la fièvre hémorragique d’Omsk 

(OHFV), qui est un des trois flavivirus responsables de fièvre hémorragique. Les deux autres sont les 

virus de la maladie de la forêt de Kyasanur (KFDV) en Inde et Alkhurma (ALKV) en Arabie Saoudite. 

La transmission d’OHFV est assurée par les tiques : Dermacentor reticulatus, Dermacentor marginatus 

et Ixodes persulcatus. Le virus a également été isolé à partir de moustiques : Aedes excrucians, 

Mansonia richiardii et Aedes flavescens. Mais leur rôle dans la transmission d’OHFV est mineur 

comparé à celui des tiques. L’Homme peut également s’infecter au cours d’activité de chasse au rat 

musqué. Depuis 1946, environ 1064 cas ont été officiellement répertoriés (Růžek et al. 2010). L’AKLV 

représente un sérieux problème sanitaire en Arabie Saoudite. Les cas d’infection à AKLV rapportés sont 

liés à une exposition directe ou indirecte à des produits issus d’animaux infectés. L’implication des 

tiques Hyalomma spp. a été plusieurs fois suggérée. Entre 2012 et 2016, une cinquantaine de cas pour 

100 000 habitants a été rapportée chaque année. Au cours de la dernière épidémie, en 2016, 38 

d’infections ont été déclarés dont 24 concernaient des patients ayant un âge compris entre 15 et 45 ans 

(Tambo and El-Dessouky 2018).    
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Au cours des dernières années, un virus transmis par les tiques a vu son intérêt grandir à cause de 

son fort impact en santé vétérinaire : le virus de la peste porcine africaine (ASFV). C’est l’unique 

arbovirus animal possédant un génome à ADN (Asfivirus). Les tiques molles appartenant au genre 

Ornithodoros, et plus particulièrement Ornithodoros moubata, assurent sa transmission en Afrique. En 

Europe, il a été montré que la tique Ornithodoros erraticus pouvait s’infecter et maintenir le virus mais 

ne semble pas participer activement à sa circulation. La maladie est très contagieuse et l’infection peut 

également se faire par contact direct avec un animal infecté. ASFV a été pour la première fois décrit au 

Kenya dans les années 20 et a émergé au milieu du 20ème siècle en Europe. Des contrôles drastiques et 

des programmes d’éradication ont permis d’éradiquer le virus en Europe, sauf en Sardaigne. Cependant, 

en 2004, une nouvelle épidémie a été observée en Afrique et la maladie a de nouveau été retrouvée en 

2014 en Europe (Galindo and Alonso 2017). Plus récemment, en Europe, le virus a été retrouvé en 2018 

en Belgique. Les porc domestiques et les sangliers sont des hôtes très sensibles à la souche qui circulait 

(Cwynar, Stojkov, and Wlazlak 2019). La mortalité chez les porcs domestiques et sauvages atteint 

presque 100%. Les signes cliniques sont les suivants : fièvre, dépression, anorexie, avortement chez les 

femelles gestantes, … De ce fait, cette arbovirose occasionne des pertes économiques considérables 

dans la filière porcine (OIE 2018). 

En 2017, un nouveau virus transmis par les tiques a été découvert chez une patiente chinoise 

présentant un état fébrile. Il s’agit du virus Alongshan (ALSV) découvert dans la région du même nom. 

Il appartient au groupe Jingmen virus, un virus non-classifié désigné comme flavi-like virus. ALSV a 

été isolé à partir de tiques Ixodes persulcatus (Wang et al. 2019). De plus, en 2019 sur l’archipel de 

Kotka, au sud-est de la Finlande, de l’ARN de l’ALSV a été détecté chez des tiques Ixodes ricinus et le 

séquençage a démontré que la souche était proche de la souche isolée en Chine (Kuivanen et al. 2019).  

3 Généralités sur les arbovirus et leurs vecteurs 

3.1 Dix familles virales concernées par les arbovirus et plusieurs vecteurs 

arthropodes 

Les arbovirus, comme leur nom l’indique (arthropod-borne virus), sont des virus transmis par 

des arthropodes. Ils sont généralement maintenus dans un cycle qui alterne un vecteur arthropode 

hématophage et un hôte vertébré. Certains sont maintenus dans un cycle impliquant seulement des 

arthropodes ou d’autres sont également transmis aux plantes. Dix familles virales et quatorze genres 

viraux sont concernées par les arbovirus (tableau 1). Parmi les vecteurs arthropodes d’arbovirus 

animaux, il y a les moustiques (Aedes, Anopheles, Culex), les tiques, les phlébotomes et les moucherons 

piqueurs du genre Culicoides. Au moins 500 arbovirus ont été identifiés à ce jour. La moitié est transmise 

par des moustiques, le tiers par des tiques et le reste essentiellement par des phlébotomes et les 
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Culicoides (Karabatsos 1985). La préférence alimentaire des arthropodes va donc limiter et déterminer 

les hôtes vertébrés impliqués dans le cycle de réplication des arbovirus. Par exemple, certains arbovirus 

comme celui de la Dengue, vont avoir comme hôte vertébré majoritaire, l’Homme, à cause du cycle 

urbain de son vecteur anthropophile, Aedes aegypti (Nathanson and Moss 2013). Pour d’autres 

arbovirus, l’Homme est considéré comme hôte accidentel lorsque le vecteur hématophage prend son 

repas sanguin sur lui plutôt que sur les hôtes sur lesquels il se nourrit préférentiellement (Nathanson and 

Moss 2013). Il a été démontré que les arbovirus pouvaient établir une infection persistante au sein des 

arthropodes. Ces derniers peuvent alors être considérés comme des vecteurs viraux mais également 

comme des réservoirs (Weaver and Barrett 2004). Les arthropodes peuvent être porteurs de plusieurs 

virus, des cas de co-infections ayant déjà été rapportés chez les moustiques notamment (Caron et al. 

2012). De plus, le moucheron piqueur, Culicoides anophelis, a été découvert dans les années 1950 en 

Chine et en Inde. Ce moucheron piqueur se nourrit sur des moustiques des genres Aedes, Anopheles, 

Armigeres et Culex. La vaste gamme d'hôtes de ce moucheron en fait, par conséquent, un vecteur 

biologique idéal pour la propagation de virus parmi les différentes populations de moustiques (Houssam 

Attoui, Mohd Jaafar, et al. 2021). 

A l'exception de virus de la peste porcine africaine (ASFV), les arbovirus animaux sont des virus 

à ARN. Les virus à ARN ont un taux de mutations plus élevé que celui des virus à ADN en raison d’un 

manque de propriété de relecture de leur ARN polymérase ARN dépendante pendant la réplication 

(Drake 2006). D’autres événements peuvent participer à leur variabilité génétique comme des 

événements de recombinaisons, duplications de gènes, réassortiments de segments, etc. La population 

générée par la multiplication des virus dans une cellule est alors hétérogène mais ceux-ci sont proches 

génétiquement. Il s’agit de quasi-espèces virales qui ont une plasticité phénotypique importante et une 

grande capacité à s’adapter à de nouveaux hôtes et/ou environnements (Esteban Domingo and Perales 

2018). Cependant, ces virus sont soumis à des sélections compétitives et événements aléatoires. Les 

pressions naturelles sont les plus efficaces pour la sélection des différents variants, notamment pour 

l’élimination des mutations à large effet. Parmi elles, les goulots d’étranglement réduisent fortement la 

variabilité génétique, et par conséquent, la taille des populations générées (Manrubia et al. 2005). 

  



 

 

41 

 

Tableau 1: Familles et genres des arbovirus selon (ICTV 2020) 

Ordre Famille Genre Génome Espèce type Vecteurs pour ce genre 
Asfuvirales  Asfarviridae Asfivirus ADN db ASFV Tiques 

Articulavirales Orthomyxoviridae 
Thogotovirus  6 segments d’ARN sb  THOV Tiques 

Quaranjavirus 8 segments d’ARN sb  QRFV Tiques 

Bunyavirales 

Nairoviridae Orthonairovirus 

3 segments d’ARN sb 

CCHFV Tiques 

Peribunyaviridae Orthobunyavirus LACV Moustiques, Tiques 

Phenuiviridae Phlebovirus RVFV Moustiques, Tiques 

Mononegavirales 

Nyamiviridae Nyavirus 

ARN sb linéaire 

NYMV Tiques 

Rhabdoviridae 
Ledantevirus LDV Moustiques, Tiques, Puces 

Vesiculovirus VSV Phlébotomes 

Amarillovirales  Flaviviridae Flavivirus ARN sb linéaire WNV Moustiques, Tiques 

Reovirales  Reoviridae 

Orbivirus 10 segments d’ARN sb BTV 

Moustiques, Tiques, 

Moucherons piqueurs, 

phlébotomes 

Coltivirus 

12 segments d’ARN sb 

CTFV Tiques 

Seadornavirus BAV Moustiques 

Phytoreovirus* RDV Cicadelles 

Fijivirus* 
10 segments d’ARN sb 

FDV Delphacides 

Oryzavirus* RRSV Delphacides 

Martellivirales Togaviridae Alphavirus ARN sb linéaire EEEV Moustiques 

*: arbovirus de plantes, sb: simple brin; db: double brin ; ASFV : African swine fever virus ; THOV :Thogoto virus ; QRFV : 

Quaranfil virus ; CCHFV : fièvre hémorragique de Crimée Congo ; LACV : La Crosse virus ; RVFV : Rift Valley fever virus ; 

NYMV : Nyamanini nyavirus ; LDV : Le Dantec virus, VSV : vesicular stomatitis virus ; WNV : West Nile virus ; BTV : 

bluetongue virus ; CTFV : Colorado tick fever virus ; BAV : Banna virus ; RDV : rice dwarf virus ; FDV : Fiji disease virus ; 

RRSV : rice ragged stunt virus ; EEEV : Eastern equine encephalitis virus 

3.2 Risques pour la santé humaine et animale – émergence d’arbovirus 

Les arbovirus animaux peuvent être zoonotiques ou épizootiques. Ces virus sont importants en 

termes de santé humaine et animale puisqu’ils sont responsables d’épidémies dans certaines régions du 

monde. Ces épidémies ont également des impacts économiques conséquents. La répartition 

géographique des arbovirus est à mettre en relation avec celle de leurs vecteurs pour lesquels leur 

répartition géographique est bien définie. De plus, le changement climatique et les activités humaines 

(déforestation, urbanisation, échanges internationaux…) ont contribué à modifier l’écologie des 

vecteurs et ainsi à engendrer de nouvelles émergences virales (Durand et al. 2013)(Gould et al. 

2017)(Kamal et al. 2018). Au vu de l’intensification des échanges internationaux, le risque 

d’introduction de virus dans de nouvelles aires géographiques n’est pas négligeable notamment par le 

biais d’importation de vecteurs et/ou d’animaux infectés et amplificateurs (commerce légal ou illégal) 

(Durand et al. 2013). Par exemple, entre 2015-2016, une souche asiatique du virus Zika (ZIKV) a été 

introduite sur le continent américain à la suite d’un grand événement international (Coupe du Monde 

2014 au Brésil) (Weaver et al. 2016). La surveillance des arbovirus est un enjeu majeur pour la santé 

humaine, animale et économique. En raison de la modification de l’écologie des vecteurs et la grande 

capacité de ces virus à s’adapter à de nouveaux hôtes et/ou environnements, les outils de diagnostic sont 

de plus en plus innovants et performants pour la surveillance de ces virus dans le but d’avoir une 

meilleure prédiction/gestion des émergences et/ou ré-émergences virales (Migné et al. 2021). 
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3.2.1 La santé publique humaine et animale menacée 

Une infection à un arbovirus se manifeste par un tableau clinique polymorphe lié au tropisme 

de ces virus (vasculaire, hépatique, cérébrale, cellules souches hématopoïétiques, ...). Les symptômes 

d’une arbovirose sont variables, allant de la simple fièvre, fatigue jusqu’à des symptômes plus sévères 

tels que des atteintes neurologiques ou des fièvres hémorragiques pouvant entrainer la mort. Des 

arbovirus différents peuvent être à l’origine de tableaux cliniques identiques et inversement, un même 

virus peut provoquer plusieurs types de syndromes. Seul le diagnostic en laboratoire permet 

l’identification de l’agent viral par méthode directe ou indirecte (Migné et al. 2021). 

Les arbovirus sont principalement retrouvés en régions tropicales ou subtropicales. Cependant, 

depuis quelques années, des cas autochtones d’arboviroses en France métropolitaine (région tempérée) 

ont été décrits (Garcia et al. 2016). Il n’existe encore aucune thérapeutique spécifique pour les 

arboviroses, seuls des traitements symptomatiques et des soins de soutien sont mis en place. La 

prophylaxie repose sur la lutte contre les vecteurs et la vaccination : fièvre jaune (YFV), encéphalite à 

tiques (TBEV), encéphalite japonaise (JEV), fièvre du Nile occidental (WNV) (pour les chevaux). 

D'autres vaccins sont à l'étude mais non encore commercialisés (Garcia et al. 2016). 

Parmi les arboviroses touchant l’Homme certaines, malheureusement, se démarquent par leur 

taux de mortalité très important dans les zones où les virus et les vecteurs sont très présents. Par exemple, 

la dengue est l’arbovirose la plus importante à l’échelle mondiale. Chaque année, 390 millions de cas 

d’infections sont estimés et environ 100 millions de patients développent des symptômes et entre 20 et 

25 000 personnes en décèdent, y compris des enfants. Depuis les 20 dernières années, le nombre de cas 

suit une courbe exponentielle (Bhatt et al. 2013). D’autres arboviroses gagnent du terrain et s’étendent 

sur plusieurs continents. Par exemple, deux épidémies causées par deux virus transmis par des 

moustiques du genre Aedes, principalement par Ae. albopictus et secondairement Ae. aegypti, ont 

marqué le début du 21ème siècle : le virus Zika (ZIKV) en 2015-2016 sur le continent américain et le 

virus Chikungunya (CHIKV) en 2005-2007 dans l’océan Indien (île de la Réunion, Inde, Malaisie, Sri 

Lanka) (Weaver and Forrester 2015). Certaines arboviroses animales sont très graves et présentent des 

taux de mortalité et de morbidité très hauts. La fièvre catarrhale ovine (ou bluetongue BTV – « la 

maladie de la langue bleue ») en est un parfait exemple (Erasmus 1975).  

3.2.2 Des problèmes économiques engendrés 

Les arbovirus ont également un impact économique non négligeable notamment pour les 

élevages comme le BTV, transmis par les moucherons piqueurs du genre Culicoides, responsable de 

taux de morbidité et de mortalité élevés dans les élevages ovins. L’épizootie due à la souche BTV de 
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sérotype 8 (BTV-8) en Europe de 2006 à 2008 a eu un impact financier de l’ordre du milliard de dollars 

en France. En plus de l’impact direct de la maladie, les échanges commerciaux d’animaux et de produits 

animaux ont été bloqués (Rushton and Lyons 2015). 

En santé animale, les maladies vectorielles peuvent faire l’objet d’une réglementation spécifique 

quand elles constituent des risques sanitaires majeurs et/ou des obstacles aux échanges internationaux 

d’animaux. La fièvre West Nile (WNV) ou l’encéphalite japonaise (JEV) font partie en France des 

maladies inscrites sur la liste des dangers sanitaires de catégorie 1 qui sont mentionnés dans l’article 

L.201-1 du code rural et de la pêche maritime (Ordonnance n°2011-862 du 22 juillet 2011). De plus, au 

niveau international, WNV et JEV sont inscrits dans le code sanitaire pour les animaux terrestres de 

l’OIE et les foyers doivent obligatoirement être notifiés à cet organisme (OIE 2019b). 

3.3 Variabilité génétique des virus transmis par les insectes  

Les arbovirus constituent des risques majeurs pour la santé humaine et animale. Au cours des 

dernières décennies, plusieurs émergences d’arbovirus ont été constatées. Ces émergences ont 

notamment été permises grâce à des mutations retrouvées dans les génomes viraux. Par exemple, la 

mutation A226V dans la séquence de la glycoprotéine E1 de CHIKV lui a permis d’être vectorisé par 

une autre espèce de moustique et ainsi émergé sur le pourtour de l’océan Indien entre 2005 et 2007. Les 

arbovirus transmis par les insectes tels que les moustiques, les phlébotomes ou les moucherons de genre 

Culicoïdes, ont beaucoup été étudiés notamment au niveau de leur génétique. Les arbovirus animaux 

sont pour la plupart des virus à ARN sauf le virus de la peste porcine africaine (virus à ADN). Les virus 

à ARN présentent des taux de mutation très élevés par rapport aux virus à ADN, ils sont de l’ordre de 

300 fois plus élevés, en raison d’un manque de propriété de relecture de leur polymérase au moment de 

la réplication virale. Cependant, il a été mis en évidence une relative stabilité génétique au sein de leur 

génome qui pourrait résulter de l’alternance d’hôtes. En effet, les arbovirus doivent être capables de se 

répliquer au sein d’un vecteur arthropode et d’un hôte vertébré. Connaitre la génétique de ces arbovirus 

est un bon moyen pour mieux comprendre et anticiper ces phénomènes d’émergence virale. 

Malheureusement, les virus transmis par les tiques ont moins été étudiés à ce niveau-là. Au cours de la 

dernière décennie, des virus connus ont émergé sur de nouveaux territoires comme les virus de 

l’encéphalite à tiques (TBEV), Louping ill (LIV), Powassan (POWV) et la fièvre hémorragique de 

Crimée-Congo (CCHFV). Des nouveaux virus, certains mortels, ont été découverts comme les virus 

Bourbon (2014) et Heartland (2015) aux Etats-Unis, le virus du syndrome de fièvre sévère avec 

thrombocytopénie (SFTSV) en Chine en 2011 et le virus Alkhurma (ALKV) en Arabie Saoudite depuis 

2012. 
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La revue, qui suit, fait l’état de l’art des études menées sur la variabilité génétique des virus 

transmis par les insectes dans le but d’identifier au mieux les paramètres à prendre en compte lors de 

l’étude des virus transmis par les tiques. Pour se faire, des passages de virus en série dans des cellules 

correspondant aux hôtes vertébrés ou vecteurs arthropodes et en alternant les deux types de cellules 

(arthropodes et vertébrés) ont été réalisés dans le but d’évaluer l’impact de l’alternance sur la génétique 

et la fitness du virus. Des caractéristiques et des aspects moléculaires des arbovirus, transmis par les 

insectes, ont été identifiés au cours de multiples études visant à étudier leur variabilité génétique. Les 

virus se spécialisent dans l'hôte en série ou sont capables d'infecter deux hôtes ou types de cellules 

distincts lors de passages alternés. La perte ou le gain de fitness peuvent être évalués en étudiant 

différentes caractéristiques in vitro et in vivo : (i) la cinétique de croissance (étude temporelle des titres 

de virus) ; (ii) capacité à infecter des types cellulaires distincts ; (iii) induction de la virémie chez des 

souris infectées expérimentalement (en fonction de la souche : pic de virémie plus ou moins précoce, 

plus ou moins élevé par rapport à la souche parentale) ; (iv) taux d'infection des arthropodes ; et (v) 

dissémination du virus dans les arthropodes. Les analyses de séquences, issues d’un séquençage profond, 

ont permis de relier les changements de virulence ou de fitness à des gènes viraux spécifiques. Les gènes 

et les protéines codées, responsables des interactions entre les virus et les cellules, comme les protéines 

de l'enveloppe ou de la capside externe, accumulent des mutations qui permettent au virus d'infecter 

efficacement un type de cellule ou des espèces vectrices distinctes. 

REVUE: Migné, Camille Victoire, Sara Moutailler, and Houssam Attoui. 2020. “Strategies for 

Assessing Arbovirus Genetic Variability in Vectors and/or Mammals.” Pathogens 9 (11): 1–

18. https://doi.org/10.3390/pathogens9110915. 
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4 Le virus Kemerovo 

Le virus Kemerovo (KEMV) est un virus transmis par les tiques. Il appartient au genre Orbivirus 

au sein de la sous-famille Sedoreovirinae et de la famille Reoviridae. Il a été découvert en 1962 dans la 

région Kemerovo en Russie au cours d’une expédition menée par l’académicien Mikhail Petrovich 

Chumakov et réunissant 86 scientifiques soviets et 6 tchécoslovaques. Cette expédition avait pour but 

de collecter des tiques Ixodes persulcatus et du sang de personnes ayant été piqués par des tiques en vue 

d’un dépistage virologique de masse dans la Sibérie de l’ouest (Chumakov 1963).  Les premières 

souches de KEMV ont été isolées par Libikova et al. à partir de broyats de femelles I. persulcatus 

collectées dans les villages de Romanovka et Kuchum, dans la région Kemerovo (Libikova, Tesarova, 

and Rajcani 1970). KEMV a également été isolé à partir de patients présentant chacun une encéphalite 

(Shapoval et al. 1964). Plus tard, plus de 20 souches ont ensuite été isolées à partir de tiques I. 

persulcatus, de patients avec une encéphalite ou de personnes asymptomatiques ayant été piquées par 

des tiques (Semashko 1971).  

4.1 La famille Reoviridae et les genres associés 

4.1.1 La famille Reoviridae 

Les virus appartenant à la famille des Reoviridae sont des virus non enveloppés. La particule 

virale est composée d'un core entouré d'une capside externe. Les particules virales mesurent entre 65 et 

80 nm de diamètre et présentent une symétrie icosaédrique. Leurs génomes comportent entre 9 et 12 

segments d’ARN double brin (ARNdb). Le génome est contenu dans le core, qui empêche tout contact 

entre l'ARNdb et le cytosol. Au sein du core, un complexe réplicatif est composé d'enzymes qui assurent 

la transcription des ARN, le coiffage des ARN ou encore la réplication de l'ARNdb. Les ARN transcrits 

sont exportés dans le cytoplasme. Les ARN messagers générés sont coiffés et non polyadénylés. Le 

cycle de réplication virale s’effectue dans le cytoplasme des cellules infectées (Dermody, Parker, and 

Sherry 2013).  

Neuf familles virales contiennent des virus à ARNdb, la famille des Reoviridae en est la plus 

grande et la plus diverse. En effet, quinze genres viraux y sont décrits et répartis, selon leur morphologie, 

dans deux sous-familles : Sedoreovirinae et Spinareovirinae. Les particules virales sont icosaédriques. 

La sous-famille des Sedoreovirinae regroupe les virus dont la surface du core est décrite comme « lisse 

ou smooth » et sont de forme plutôt sphérique (Cardoreovirus, Mimoreovirus, Orbivirus, Phytoreovirus, 

Rotavirus, Seadornavirus) (figure 20A). Les virus présentant à leur surface des tourelles (ou turrets) 

localisées au niveau des 12 sommets de l'icosaèdre sont classés dans la sous-famille des Spinareovirinae 

(Aquareovirus, Coltivirus, Cypovirus, Dinovernavirus, Fijivirus, Idnoreovirus, Mycoreovirus, 
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Orthoreovirus, Oryza) (figure 20B) (H. Attoui et al. 2012) (Dermody, Parker, and Sherry 2013). Le core 

des virus lisses est constitué de deux couches protéiques. La plus en interne présente une symétrie dite 

T2 tandis que la seconde, plus en externe, a une symétrie en T13. Lors de l'internalisation, la capside 

externe est clivée par des enzymes protéolytiques au sein de l'endosome, libérant ainsi un core 

transcriptionnellement actif. Au sein du core des Sedoreovirinae, le complexe de réplication se situe au 

niveau de la surface interne et est composé de l’ARN polymérase ARN dépendante (RdRp), NTPase et 

guanylytransférase. Le core est recouvert par une autre couche constituée de 2-3 autres protéines, qui 

forment la capside externe (H. Attoui et al. 2012)(Dermody, Parker, and Sherry 2013).  

 

Figure 20: Comparaison morphologique des cores viraux au sein de la famille des Reoviridae, sous-famille des 

Sedoreovirinae (A) et sous-famille des Spinareovirinae (B), à partir de (H. Attoui et al. 2012) 

La famille des Reoviridae est l’une des familles virales qui abrite le plus d’arbovirus avec des 

vecteurs très variés et ayant un impact en santé humaine, animale mais également végétale. Sur les 15 

genres viraux, six genres contiennent des arbovirus.  Parmi ces genres les fijivirus, les oryzavirus et les 

phytoreovirus alternent leurs cycles entre les insectes et les plantes tandis que d’autres alternent entre 

des hôtes vertébrés et arthropodes (les orbivirus, les seadornavirus et les coltivirus). Trois genres au sein 

de la famille Reoviridae regroupent des virus qui ont pour seuls hôtes des insectes, c’est le cas pour les 

cypovirus, dinovernavirus et les idnoreovirus qui se transmettent verticalement (H. Attoui et al. 2012) 

(Dermody, Parker, and Sherry 2013).  
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4.1.2 La sous-famille Sedoreovirinae 

 Le genre Seadornavirus 

Les virus appartenant au genre Seadornavirus ont un génome composé de 12 segments d’ARNdb et 

sont vectorisés par les moustiques des genres Culex, Anopheles et Aedes. L’espèce type de ce genre est 

le virus Banna (BAV). Deux autres virus y sont classés : Kadipiro (KDV) et Liao ning (LNV). 

L’électrophérotype sur gel d’agarose à 1% de ces 3 virus est différent. Les segments d’ARNdb de BAV, 

KDV et LNV migrent, respectivement, en groupe de 6-6, 6-5-1 et 6-2-3-1 (figure 21). Ces profils sont 

caractéristiques de chaque espèce virale (H. Attoui et al. 2012). BAV a été isolé pour la première fois 

en Chine en 1987 à partir de sérum et de liquide cérébrospinal de patients présentant des troubles 

neurologiques (Xu et al. 1990)(Chen and Tao 1996).   

 

Figure 21: Electrophérotypes sur gel d'agarose à 1% de BAV, KVD et LNV (H. Attoui et al. 2012)  

 Le genre Orbivirus 

Le genre Orbivirus regroupe des virus transmis essentiellement par des vecteurs arthropodes 

(moustiques, tiques, phlébotomes et moucherons de genre Culicoides). Le genre regroupe 22 espèces 

virales (nommées aussi sérogroupes). Au sein des espèces, des sérotypes se distinguent par 

séroneutralisation. La notion de sérotype repose sur la protéine de la capside externe qui interagit avec 

les récepteurs cellulaires et représente aussi la cible des anticorps neutralisants. La séquence de cette 

protéine varie entre isolats d'un même sérotype (32% pour le BTV par exemple) et entre sérotypes (28.5-

59.5% pour le BTV) (N. S. Maan et al. 2012). 
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Les orbivirus peuvent infecter un large panel d’hôtes vertébrés tels que les ruminants domestiques 

et sauvages, les équidés, les rongeurs, les chauves-souris, les marsupiaux, les oiseaux, les paresseux, les 

primates, les humains (Roy 2013b) et les reptiles (Tomazatos et al. 2020). Le virus de la fièvre catarrhale 

ovine (FCO ou BTV – bluetongue virus) est l’espèce type de ce genre. Il est transmis par les Culicoides, 

des petits diptères piqueurs de la famille des Ceratopogonidae. Les arboviroses dues à des orbivirus ont 

principalement des impacts conséquents en santé animale. Le BTV occasionne des taux de mortalité et 

de morbidité très élevés dans les élevages ovins. Les formes cliniques du BTV sont variables, elles se 

déclinent de la forme asymptomatique à la forme suraigüe (Erasmus 1975). Chez les ovins, le premier 

signe clinique visible est une hyperthermie. Ensuite, les muqueuses buccales, gingivales et nasales 

apparaissent hyperhémiées et congestionnées. Une conjonctivite, des larmoiements, mais aussi un 

œdème de la face et des lèvres peut apparaître à ce stade. La maladie peut évoluer et présenter des 

symptômes plus sévères, tel que l’apparition de jetage nasal d’abord séreux puis muco-purulent, parfois 

hémorragique. Des œdèmes peuvent également apparaître au niveau des lèvres et de la partie inférieure 

de la mâchoire. Dans certains cas, la langue est très gonflée et cyanosée d’où le nom « bluetongue » ou 

« maladie de la langue bleue » (Erasmus 1975)(A. J. Wilson and Mellor 2009). Des ruminants sauvages 

sont également touchés par des infections aux orbivirus tels que le virus de la maladie hémorragique des 

cervidés (ou EHDV : Epizootic haemorragic disease virus). La santé des équidés est également impactée 

par le virus de l’encéphalose équine (EEV : equine encephalosis virus) et le virus de la peste équine 

(AHSV : African Horse sickness virus)(MacLachlan and Guthrie 2010). Le BTV et l’AHSV constituent 

des arboviroses majeures du genre Orbivirus et sont inscrites sur la listes des maladies à déclaration 

obligatoire (OIE 2019b). 

Les orbivirus ont également le plus large panel de vecteurs possibles au sein d’un même genre. En 

effet, les vecteurs concernés sont les moucherons piqueurs du genre Culicoides, les tiques molles et 

dures, les phlébotomes et les moustiques des genres Culex, Aedes et Anopheles. Les études 

phylogénétiques des orbivirus montrent que les virus forment des clusters regroupant des virus transmis 

par un même groupe de vecteur (figure 22A). Le G+C% des génomes des orbivirus varie entre 35 et 

58%. Le G+C% d'un groupe d'orbivirus est très proche de celui du vecteur arthropode. Le G+C% des 

orbivirus transmis par les moustiques est compris entre 35 et 41% et celui de ceux transmis par les 

Culocoides est entre 40 et 45%. Il est situé entre 52 et 58% pour les virus à tiques. Par similarité, les 

G+C% des moustiques, des Culicoides et des tiques sont, respectivement, d’environ 35-38%, 39-42% 

et 56% (Mohd Jaafar, Belhouchet, Belaganahalli, et al. 2014)(Belaganahalli et al. 2015). Des études 

suggèrent une coévolution des orbivirus avec leurs vecteurs et une adaptation aux hôtes vertébrés (figure 

22B).  Depuis 2008, plusieurs sérotypes de BTV qui ne se répliquent plus dans le vecteur arthropode 

ont été isolés. Ces virus sont transmis par contact direct entre animaux. L'utilisation de la génétique 

inverse a permis d'identifier des gènes viraux impliqués dans le blocage de la réplication chez le vecteur 
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et d'autres gènes viraux favorisant la transmission horizontale (Pullinger et al. 2016)(Houssam Attoui, 

Monsion, et al. 2021)(S. Maan et al. 2011). 

 

Figure 22: Répartition phylogénétique des orbivirus au sein du genre (arbre phylogénétique construit à partir des 

séquences en acides aminés de la VP1 (polymérase) (A) et Comparaison des topologies de l'arbre VP1 des 

orbivirus à celui des vecteurs construit à partir de leur protéine COXI (B), à partir de (Mohd Jaafar, Belhouchet, 

Belaganahalli, et al. 2014) 

4.1.3 La sous-famille Spinareovirinae 

 Le genre Coltivirus 

Le génome des coltivirus se compose de 12 segments d’ARNdb. L’espèce type de ce genre est 

Colorado tick fever (CTFV). La seconde espèce associée à ce genre est Eyach (EYAV). Les coltivirus 

ont été isolés chez plusieurs hôtes mammifères, y compris l’homme, ainsi que chez les tiques et 

moustiques. Plusieurs espèces de tiques sont impliquées : Dermacentor andersoni, D. occidentales, D. 

albipictus, D. parumapertus, Haemaphysalis leporispalustris, Otobius lagophilus, Ixodes sculptus, I. 

spinipalpis, I. ricinus et I. ventalloi (H. Attoui et al. 2012).  

CTFV a été découvert en 1946 par Florio et al. à partir du sérum d’un patient (CTFV-Fi) (Florio, 

Stewart, and Mugrage 1946). Le virus est présent dans la région Rocky Mountain aux États-Unis et au 

Canada. Sa distribution est étroitement liée avec celle de son vecteur tique D. andersoni. L’infection à 

CTFV se traduit par des symptômes allant d’une fièvre simple ou diphasique jusqu’à l’encéphalite et/ou 

la polyradiculonévrite. Au sein de l’espèce CTFV, un second sérotype (CTFV-Ca) a été isolé en 

Californie à partir du sang de lièvre (Lepus californicus). Les profils électrophorétiques de CTFV-Fi et 

CTFV-Ca sont similaires (figure 23) (Houssam Attoui, Mohd Jaafar, De Micco, et al. 2005). La seconde 

espèce EYAV a, quant à elle, été isolée en Allemagne en 1976 et en France en 1981 à partir de tiques I. 

ricinus. Des analyses de séquences ont montré que EYAV et CTFV sont très proches et cela a été 

confirmé lors d’observations antigéniques (Houssam Attoui, Mohd Jaafar, De Micco, et al. 2005).    
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Figure 23: Electrophérotypes sur gel d'agarose de CTFV (Houssam Attoui, Mohd Jaafar, De Micco, et al. 2005) 

4.2 Great Island virus et le sérogroupe Kemerovo 

Selon l’ICTV (International Committee on Taxonomy of Viruses), quatre espèces d’orbivirus 

transmis par les tiques sont reconnus : virus Chenuda (CNUV), virus Chobar Gorge (CGV), virus Wad 

Medani (WMV) et virus Great Island (GIV). KEMV est un sous-groupe du GIV au sein duquel 36 

sérotypes/souches d’orbivirus transmis par les tiques (Agars, Ornithodoros et Ixodes) dont le virus GIV 

sont répertoriés (Mertens et al. 2005). Il a été suggéré que KEMV pouvait être considéré comme une 

espèce (Belhouchet et al. 2010). Les virus Tribeč (TRBV) et Lipovnik (LIPV) sont deux sérotypes 

génétiquement très proches de KEMV (Belhouchet et al. 2010). Ces trois virus forment le sérogroupe 

Kemerovo. TRBV et LIPV sont retrouvés en République Tchèque et Slovaquie et transmis par I. ricinus 

et I. persulcatus (Hubálek and Rudolf 2012). TRBV a été isolé à partir d’I. ricinus dans trois régions de 

Slovaquie en 1961 et 1963 (Libikova, Rehacek, and Somogyiavo 1965). 
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Figure 24: Comparaison phylogénétique des protéines T2 (couche interne du core) de GIV, KEMV, TRBV, 

LIPV et d’autres espèces d’orbivirus (Belhouchet et al. 2010) 

4.3 Structure virale et cycle de réplication 

Les orbivirus sont des virus non enveloppés avec un génome constitué de dix segments 

d’ARNdb codant au total 11 protéines : sept protéines structurales (VP1 à VP7) et quatre non-

structurales (NS1 à NS4) (Belhouchet et al. 2011). Les protéines VP4 et VP5 forment la capside externe 

de KEMV et VP7 et VP2 quant à elles, constituent le core. Les protéines VP1, VP3 et VP6 forment le 

complexe de transcription à l’intérieur du core (Belaganahalli et al. 2015)(Roy 2013a). La structure du 

virus broadhaven (BRDV) a été déterminée par Cryo-microscopie électronique (CryoEM). 

L'organisation structurale est similaire à celle du BTV avec la différence de la protéine de capside 

externe qui est la VP2 pour le BTV et VP4 pour BRDV. BRDV appartient à la même espèce que KEMV 

(Schoehn et al. 1997). Chez les orbivirus, les virus d'une même espèce ont des organisations structurales 

très similaires, voire identiques (figure 25). 
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Figure 25: Sections coniques de la reconstruction BRDV centrées sur un axe de type 5 (A-F) et un axe type 3 (G-

L) (Schoehn et al. 1997) 

 

4.3.1 Le génome viral 

Comme dit précédemment, le génome des orbivirus est composé de 10 segments d’ARNdb. 

Selon l’orbivirus, la taille des segments diffère (Tableau 2). Chaque segment code une protéine, à 

l’exception du segment 9 qui possède deux cardes de lecture (ORF : open reading frame). Le profil 

électrophorétique de chaque virus à ARNdb est propre à l’espèce (figure 26)(S. Maan et al. 2011). 
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Tableau 2: Correspondance entre les segments et les protéines codées chez différents orbivirus  (Mertens, Attoui, 

and Bamford 2009) (Belaganahalli et al. 2015)(Houssam Attoui, Mohd Jaafar, Belhouchet, et al. 2005) 

Transmis par : Culicoides Tiques Moustiques 

Ex. d’orbivirus BTV-10 KEMV YUOV (Yunnan orbivirus) 

Segment 
Taille 

(pb) 
Protéine 

Taille 

(pb) 
Protéine 

Taille 

(pb) 
Protéine 

1 3 944 VP1(Pol) 3 896 VP1(Pol) 3 993 VP1(Pol) 

2 2 929 VP2(OC1) 2 792 VP2(T2) 2 900 VP2(T2) 

3 2 773 VP3(T2) 1 934 VP3(CaP) 2 688 VP3(OC1) 

4 1 982 VP4(CaP) 1 730 VP4(OC1) 1 993 VP4(CaP) 

5 1 758 NS1(TuP) 1 719 NS1(TuP) 1 957 NS1(TuP) 

6 1 629 VP5(OC2) 1 668 VP5(OC2) 1 683 VP5(OC2) 

7 1 157 VP7(T13) 1 197 NS2(TuP) 1 504 NS2(ViP) 

8 1 121 NS2(ViP) 1 183 VP7(T13) 1 191 VP7(T13) 

9 1 070 VP6(Hel)/NS4 1 049 VP6(Hel)/NS4 1 082 VP6(Hel)/NS4 

10 822 NS3(VRP)/NS3a 707 NS3(VRP)/NS3a 825 NS3(VRP)/NS3a 

Taille totale 

(pb) 
19 185 - 17 875 - 19 816 - 

Pol : Polymérase ; OC1 (outer capsid) : protéine majeure de la capside externe ; OC2 : protéine mineure de la 

capside externe ; T2 : protéine majeure de la capside interne, symétrie T2 ; T13 : protéine majeure de la capside 

interne, symétrie T13 ; Hel ; hélicase ; ViP : protéine du corps d’inclusion viral ; VRP : protéine de libération du 

virus ; TuP : protéine tubulaire ; CaP : enzyme de coiffage 

 

Figure 26 : Electrophérotypes de différents virus à ARNdb (S. Maan et al. 2011) (EEV : equine encephalosis 

virus, AHSV : African horse sickness virus, PALV : Palyam virus, EHDV : epizootic hemorrhagic disease virus, 

BTV : bluetongue virus, TILV : Tilligerry virus, CGV : Chobar Gorge virus) 
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Au sein du core, chacun des 10 segments d'ARNdb est associé avec un complexe réplicatif au 

niveau des axes de type 5 (sommets de l'icosaèdre). Des séquences terminales sont conservées et 

présentes à chaque extrémité 5’ et 3’ de chaque segment (tableau 3). La séquence terminale 5’ de chaque 

brin codant est coiffé et méthylé (ARN messager - ARNm). Le premier codon d’initiation AUG 

(méthionine) de l’ARNm initie l’ORF de chaque segment. Le segment 10 code deux protéines proches 

(NS3 et NS3a). Le codon de l'initiation de la traduction de la NS3a se trouve en aval par rapport à celui 

de la NS3, par conséquent la NS3a est plus courte que la NS3 de quelques acides aminés (Roy 2013a). 

Le segment 9 présente 2 ORF permettant la synthèse d’une protéine de structure VP6 et d’une protéine 

non-structurale NS4 (Belhouchet et al. 2011).  

Tableau 3: Caractéristiques des segments génomiques de YUOV (Houssam Attoui, Mohd Jaafar, Belhouchet, et 

al. 2005) 

Segments 
Longueur 

(bp) 

Protéines 5′ NCR 3′ NCR 

Longueur 
Masse 

(Da) 

Longueur 

(bp) 

Séquences 

terminales  
Longueur (bp) 

Séquences 

terminales  

1 3993 1315 150 971 13 5′-GUUAAAU--- ---AAGUAC-3′ 32 

2 2900 940 107 049 11 5′-GUUAAAA--- ---CGAUAC-3′ 66 

3 2688 873 100 164 18 5′-GUUAAAA--- ---AGAUAC-3′ 48 

4 1993 645 74 180 7 5′-GUUAAAA--- ---AAGUAC-3′ 48 

5 1957 574 66 820 30 5′-GUUAAAA--- ---UGAUAC-3′ 202 

6 1683 535 58 950 41 5′-GUUAAAA--- ---AGAUAC-3′ 34 

7 1504 435 48 143 29 5′-GUUAAAA--- ---AGAUAC-3′ 167 

8 1191 355 39 159 19 5′-GUUAAAA--- ---GCAUAC-3′ 104 

9 1082 338 37 193 17 5′-GUUAAAA--- ---CGGUAC-3′ 48 

10 825 253 28 438 15 5′-GUUAAAA--- ---CGGUAC-3′ 48 
    Consensus 5′-GUUAAAw--- ---nvrUAC-3′  

Il a été découvert très tôt que le génome des orbivirus présentait une diversité génétique très large. 

Pour exemple, au sein du génome du BTV, l’espèce type du genre, et plus particulièrement dans les 

segments 2 et 5 qui codent les protéines de la capside externe, une forte diversité est clairement présente 

et est liée au sérotype du BTV. De même, des réassortiments de segments entre différents sérotypes du 

BTV ou encore au sein d’un sérogroupe (espèce) d’orbivirus ont été observés. Des études 

phylogénétiques faites à partir de plus 300 isolats de BTV ont montré que la séquence nucléotidique du 

segment 2 du BTV variait entre 29% et 59% entre les différents sérotypes du BTV. Aujourd’hui, 35 

sérotypes du BTV ont été identifiés (Roy 2013a) (Ries et al. 2021). 

4.3.2 Les protéines structurales 

Les protéines structurales sont au nombre de 7 : VP1, VP2, VP3, VP4, VP5, VP6 et VP7 et ont 

chacune un rôle précis. Les protéines externes de la capside, VP4 et VP5 pour KEMV, permettent 

l’attachement cellulaire et l’internalisation du virus au sein des cellules. La capside externe présente 

deux structures différentes. En effet, la VP4 est en forme de triskèle, s’associe en homotrimères et 

dépasse de la surface de la particule virale. Dans le cas du BTV, le trimère de VP2 (l'homologue de le 

VP4 du KEMV), présente une grande affinité pour les glycoprotéines. Par exemple, la VP2 du BTV va 
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interagir avec la glycophorine A, retrouvée en très grande nombre dans les cellules de mammifères 

sensibles au BTV (Noad and Roy 2009). La VP2 permet l’attachement de la particule virale à la cellule 

via un récepteur glycoprotéique et par la suite son internalisation dans des vésicules recouvertes de 

clathrine par endocytose médiée par les récepteurs (Noad and Roy 2009). La VP5, quant à elle, présente 

une structure globulaire, équivalente à celle retrouvée dans les protéines de fusion des virus enveloppés 

et s’associe également en trimères (figure 27). Elle possède une région hydrophobe en N-terminale qui 

permet son insertion dans les membranes, suivie d’une longue région comportant une spirale hélicoïdale 

(région Heptad) et des hélices amphipatiques. Le domaine globulaire se trouve en C-terminale, séparé 

par une charnière flexible du reste de la protéine. La VP5 permet la sortie du core de l’endosome dans 

le cytoplasme de la cellule grâce à une activité de perméabilisation des membranes. Cette activité est 

dépendante d’un pH bas. Un pH acide au sein de l’endosome induit un réarrangement protéique et un 

changement de conformation de la VP5 qui n’interagit plus avec la VP7 du core. Les hélices 

amphipatiques sont ainsi libres et vont pouvoir perméabiliser la membrane de l’endosome (Noad and 

Roy 2009).  

 

Figure 27 : Représentation schématique de l’arrangement des protéines de la capside externe, VP2 et VP5, et de 

la protéine de la couche externe du core, VP7, de BTV (Noad and Roy 2009) 

Le core du KEMV est composée des protéines VP7 et VP2, des homologues de la VP7 et VP3 

des orbivirus transmis par les insectes. La VP7 des orbivirus transmis par les insectes est considérée 

comme la protéine qui interagit avec les membranes cellulaires dans les cellules d’arthropode en 
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l’absence des protéines de capside externe. La VP7 s’associe en homotrimères et la surface du core 

présente une symétrie T13. Les monomères de VP7 ont deux domaines : le domaine supérieur et le 

domaine inférieur. Lors de la trimérisation, les monomères sont arrangés de telle sorte que le domaine 

supérieur d'un monomère repose sur le domaine inférieur d'un autre (figure 28). La VP3 du BTV est 

associée en homodimères avec une symétrie en T2. Au sein des dimères de VP3, et bien que les deux 

copies soient identiques, elles adoptent deux formes (dites A et B) qui se distinguent légèrement d'un 

point de vue structural. Ces dimères s'associent en décamères et 12 décamères forment ainsi la couche 

interne du core (Figure 29) (couche T2) (Roy 2013a). 

 

Figure 28: Représentation de la surface des structures tridimensionnelles (3D) du core du BTV-10 obtenue par 

Cryo microscopie électronique (A), image du trimère de VP7 (B) et mécanisme d’assemblage des trimères de 

VP7 (Noad and Roy 2009) 
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Figure 29: Représentation schématique de la formation de dimères et décamères de VP3 du BTV (Noad and Roy 

2009) 

 Le complexe réplicatif d'un orbivirus transmis par les insectes est composé de la VP1, VP4 et 

VP6. Elles permettent la décondensation de l’ARN, la synthèse de l’ARN simple brin de polarité 

positive (ARNm) et de modifier (coiffer) les extrémités 5’ des molécules d’ARN néosynthétisées. VP1 

et VP4 sont des protéines enzymatiques situées juste en dessous de la couche VP3 (figure 30) au niveau 

de l'axe de type 5. La VP1 est une ARN polymérase ARN dépendante mais ne permet pas le coiffage 

des ARNm en 5’. La VP4 est l’enzyme qui catalyse les réactions de coiffage de l’ARNm. La VP6 est 

une ATPase et une hélicase ARN dépendante. La transcription des ARNdb nécessite l’implication d’une 

activité hélicase pour soit décondenser l’ARNdb avant la transcription ou soit séparer le brin parental 

du brin nouvellement synthétisé après la transcription. La VP6 est riche en acides aminés basiques 

(arginine et leucine) augmentant ainsi son affinité pour les ARNsb (Roy 2013a). 

 

Figure 30: Structure de complexe réplicatif de BTV déterminée par cryo-EM (Roy 2016) 
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4.3.3 Les protéines non-structurales 

Les protéines non-structurales sont : NS1, NS2, NS3/NS3a et NS4. La protéine NS1 est l’une des 

protéines les plus abondantes. Elle joue un rôle dans la morphogenèse du virus et agit comme régulateur 

positif de la traduction des ARN viraux en remplaçant la poly-A binding protein (PABA) dans le 

complexe de traduction protéique. Des études ont montré qu’en supprimant la NS1 par génétique 

inverse, la réplication virale ne pouvait se faire (Roy 2013a). Une étude récente a permis la détermination 

de la structure atomique de la NS1 du BTV. La structure atomique confirme une forme 

homopolymérique en tubules (figure 31). Les résultats de ces travaux suggèrent que la délétion de la 

partie C-terminale de la NS1 empêche la formation des tubules mais n'influence pas la réplication virale 

(Kerviel et al. 2019). 

 

Figure 31: Représentation schématique de tubule de NS1 (Kerviel et al. 2019) 

La NS2 joue un rôle important dans l’assemblage des particules virales en formant les corps 

d’inclusion viraux dans la cellule. NS2 est phosphorylée à 2 positions sur des résidus de sérine. En 

l’absence de cette double phosphorylation, la formation des corps d’inclusion ne peut se faire et 

l’assemblage des particules virales se voit restreint (Roy 2013a). Les protéines NS3/NS3a sont des 

glycoprotéines et ont une partie N-terminale très longue, deux domaines transmembranaires suivi d’une 

courte région C-terminale cytoplasmique. Leur fonction est assimilable à celle d’une viroporine et 

permettent aux particules virales nouvellement formées de s’engager dans leur sortie au travers de la 

membrane qui aurait été perméabilisée. NS3 interagit avec les protéines calpactines situées sur les 

membranes des cellules hôtes et participe au transport et au relargage des particules virales après 

réplication. NS3a joue un rôle dans la maturation des virus dans les cellules du vecteur arthropode. La 

NS3 contribue à contrecarrer la réponse innée dans les cellules de mammifères. La NS4 forme des 

agrégats dans le cytoplasme où elle interagit aussi avec les gouttelettes de lipides. Dans le noyau, la NS4 

interagit avec les nucléoles (Belhouchet et al. 2011). Elle est prédite de former de structure en « coiled-

coiles » retrouvées également dans les protéines capables d'interagir avec les acides nucléiques ou 

associées aux membranes. De plus des similarités avec des protéines nucléaires ont été identifiées 
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(Belhouchet et al. 2011). La NS4 peut aussi contrecarrer la réponse de l'interféron de type I (Ratinier et 

al. 2011). 

4.3.4 Cycle de réplication 

La figure 32 représente de manière schématique le cycle de réplication du KEMV (par analogie 

au BTV) au sein d’une cellule mammifère. Les études menées avec le BTV suggèrent que l’entrée de 

KEMV dans la cellule se ferait grâce à l’attachement de la VP4 (analogue de VP2 de BTV) à son 

récepteur glycoprotéique présent à la surface de la cellule. Une endocytose du virus médiée par des 

clathrines est ainsi déclenchée et le virus se retrouverait dans un endosome. Au sein de ce compartiment, 

une acidification est observée et permet un changement de conformation de VP4 et VP5 et la particule 

perd la capside externe. Les hélices amphipatiques de la VP5 peuvent agir librement et perméabilise la 

membrane de l’endosome et ainsi la libération du core dans le cytoplasme est possible. Le core va avoir 

une double fonction de protection des ARNdb contre les mécanismes antiviraux cellulaires et de 

compartiment de transcription de l'ARN messager à partir du brin négatif de l'ARNdb. La synthèse des 

nouveaux brins d’ARNm est alors activée grâce au complexe de transcription VP1/VP3/VP6 

(VP1/VP4/VP6 chez le BTV). Les ARNdb sont alors décondensés par la VP6, simultanément la VP1 

transcrit le nouveau brin d’ARN positif à partir du brin négatif. La VP3 ajoute ensuite la coiffe à l’ARNm 

qui servira à la synthèse de protéine à l’extérieur du core (figure 31). Un changement conformationnel 

de la couche VP2/VP7 permet aux ARNm de sortir via des pores au niveau de la couche VP2 et des 

anneaux pentamériques de la couche VP7. La synthèse protéique a lieu dans le cytoplasme et 

l’assemblage des particules peut ainsi débuter dans le corps d’inclusion viral formé par la NS2. Les 

premières protéines à s’assembler sont la VP2 en décamères et celles du complexe de transcription. 

Ensuite, les ARN de polarité négative sont synthétisés et les VP7 s’assemblent autour de la couche VP2 

pour ainsi former un core viral. L’assemblage de la couche externe de la capside (VP4 et VP5) s’effectue 

dans le cytoplasme. La sortie des particules virales peut se faire de deux façons : soit par lyse cellulaire 

médiée par NS1 soit par exocytose médiée par la NS3 (Noad and Roy 2009)(Roy 2017)(ICTV 2020) 

(figure 32).  
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Figure 32: Cycle de réplication de KEMV fait à partir de (H. Attoui et al. 2012) 

 

 

Figure 33: Synthèse des ARNm du BTV (Roy 2013a) 
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4.4 Epidémiologie et Vecteurs de KEMV 

KEMV a été impliqué dans des cas humains d’encéphalites en Russie notamment dans la région 

Kemerovo (Libikova et al. 1964). LIPV et TRBV sont responsables d’encéphalites et de maladies 

chroniques neurologiques telles que la polyradiculonévrite en Europe centrale. Le taux de 

séroconversion à KEMV dans la région Kemerovo dans la population est de l’ordre de 2,8% (Libikova, 

Tesarova, and Rajcani 1970). Pour les deux sérotypes, dans leur région respective, les montagnes Tribeč 

et le village Lipovnik, les taux de séroconversion dans les populations sont, respectivement pour TRBV 

et LIPV, 3% et 18% (Gresíková, Rajcáni, and Hrúzik 1966). KEMV a également été retrouvé en Egypte 

en 1971 chez un oiseau migrateur Phoenicurus phoenicurus, ce qui pourrait laisser suggérer une plus 

large distribution de KEMV (Schmidt and Shope 1971). Cependant, KEMV a fortement été diagnostiqué 

dans les années 1960-70 par séroneutralisation (test de diagnostic de référence) mais a été négligé au 

cours des 40 dernières années au profit d'un diagnostic TBEV. De ce fait, KEMV appartient à la classe 

des « virus oubliés ». La figure 34 représente la distribution géographique de KEMV et de ses deux 

sérotypes TRBV et LIPV. 

LIPV et TRBV sont co-pathogènes avec TBEV en Europe Centrale. Plus de 50% des patients 

infectés avec TBEV présentent des anticorps dirigés contre LIPV en République Tchèque. En 

République Tchèque et Slovaquie, la prévalence de TRBV dans les tiques I. ricinus est 5 fois plus 

importante que TBEV, ce qui suggère que TRBV pourrait être à l’origine d’encéphalite dont l’étiologie 

n’a pas été identifiée (Dilcher et al. 2012).  

 

Figure 34: Distribution géographique de KEMV, TRBV et LIPV 
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KEMV a été, pour la toute première fois, isolé à partir de tiques adultes I. persulcatus. Il a 

ensuite été détecté chez d’autres espèces en Russie : I. ricinus, I. pavlovsky, Dermacentor reticulatus 

(Dedkov et al. 2014)(S. Tkachev et al. 2014). Sa prévalence en Russie au sein des tiques Ixodes varie 

entre 0,2 et 10,1% selon la région et 0 à 4,9% chez Dermacentor reticulatus (Dedkov et al. 2014). Les 

sérotypes TRBV et LIPV sont, quant à eux, retrouvés chez les tiques I. ricinus et I.persulcatus (Dilcher 

et al. 2012) (Hubálek and Rudolf 2012). 
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5 Objectifs de la thèse 

Au cours de cette thèse, nous nous sommes intéressés à l'étude des interactions du virus 

Kemerovo avec ses vecteurs invertébrés et hôtes vertébrés. Même si KEMV est considéré comme un 

« virus oublié », il est toutefois impliqué dans des cas humains d’encéphalites et est connu pour être 

associé aux deux espèces de tique les plus présentes en Europe, I. ricinus et I. persulcatus. L’étudier 

apportera des informations précieuses sur les interactions des orbivirus transmis par les tiques et leurs 

tiques vectrices. Ces études permettraient des comparaisons directes entre ce qui est connu pour les 

orbivirus transmis par les insectes et ceux transmis par les tiques. Il est notable que le genre Orbivirus 

contient des virus pathogènes principalement en santé publique animale, mais aussi humaine. D’après 

l’état de l’art des études sur la variabilité génomique des arbovirus, il semblerait que le génome des 

arbovirus soit stable en raison d’une alternance d’hôte (vecteur arthropodes et hôtes mammifères). 

Cependant, la majorité de ces études a été menée sur des arbovirus transmis par des insectes et 

l’hypothèse du « trade-off » (l’alternance d’hôte contraint l’évolution des arbovirus) a été élargie à tous 

les arbovirus, incluant les virus transmis par les tiques. Mais, les insectes comme les moustiques ou les 

phlébotomes n’ont pas le même mode de vie que les tiques et par conséquent les virus qui y sont hébergés 

ne subissent pas les mêmes pressions. Pour ces travaux de thèse, des études in vivo et in vitro ont été 

menées afin de mieux comprendre ces interactions qui se déroulent à plusieurs niveaux entre le virus et 

la tique. 

Le but de la première partie de la thèse, in vivo, a été de mettre au point des modèles d’infection 

de tique et souris avec le KEMV, pour étudier, par la suite, ses interactions avec son vecteur arthropode 

et l’effet de l’alternance d’hôtes. La première étape de cette partie a été l’étude de la compétence 

vectorielle des tiques, Ixodes ricinus et Ixodes persulcatus, pour KEMV. Ces deux espèces ont été 

décrites comme étant ses vecteurs mais leur aptitude à le transmettre n’a jamais été étudiée jusqu’à ce 

jour. Plusieurs aspects ont été abordés pour l’étude de la compétence vectorielle des tiques I. ricinus et 

I. persulcatus pour KEMV. Dans un premier temps, la mise en place de la méthode d’infection des 

tiques a été réalisée en comparant deux techniques d’infection : un système de gorgement artificiel sur 

peau de gerbille versus une technique d’immersion. Les différents critères qui définissent la compétence 

vectorielle d’une tique pour un agent pathogène (acquisition du virus, transmission trans-stadiale et 

transmission à un hôte vertébré au cours d’un repas sanguin) ont été évalués. Enfin, nous nous sommes 

intéressés à l’impact de l’espèce de tique et de son origine géographique sur son aptitude à transmettre 

KEMV puisque nous avons travaillé avec des I. ricinus de Slovaquie et de France ainsi que des I. 

persulcatus de Russie. 

La seconde partie était l’étude, dans des conditions in vitro, des interactions plus fines de KEMV 

avec son vecteur arthropode et l’influence de l’alternance d’hôte sur sa fitness. Pour cela, le KEMV a 
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été adapté en réalisant 3 scenarii de cultures cellulaires. Le virus a subi i) 30 passages en série dans des 

cellules de mammifère, ii) 30 passages en série dans des cellules de tique et iii) 30 passages en alternance 

dans ces deux types de cellules. Au cours de ces travaux, plusieurs aspects ont été explorés comme le 

recueil d’informations sur la biologie de KEMV, car peu sont disponibles, dans le but d’optimiser la 

purification du virus issu de cellules de tique ou de mammifère. La génération de différents passages en 

série ou alternance, et l’évaluation de la fitness des souches adaptées dans des souris IFNAR-/- 

représentent une part conséquente de cette partie d’étude. Par définition la fitness correspond à l’étude 

de la capacité réplicative d'un agent pathogène au sein d'un hôte ou dans une culture cellulaire (Wargo 

and Kurath 2012). À cela pourrait s'associer des aspects de virulence et de tropisme. Enfin, la finalité de 

ce projet est l’étude des quasi-espèces générées pendant les 30 passages. Un séquençage NGS, en 

utilisant la technologie Illumina, est envisagé pour certains passages d’intérêt. Pour cela, la mise au 

point de la purification des ARNdb (ARN génomique) a été nécessaire.  
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Chapitre 1  
 Compe tence vectorielle 
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Introduction du Chapitre 1 

La tique représente un risque majeur pour la santé humaine et animale par sa capacité à transmettre 

la plus grande variété d’agents pathogènes (bactéries, parasites et virus). Chaque année, de nombreux 

cas de maladies à tiques sont rapportés dans le monde. Les maladies à tiques font partie des infections 

actuellement considérées comme émergentes. Beaucoup de ces agents pathogènes sont étudiés en 

laboratoire, particulièrement les bactéries et les parasites (S. Bonnet et al. 2015). Seuls quelques virus 

le sont. Pourtant au cours des deux dernières décennies, de nombreuses épidémies impliquant des virus 

transmis par les tiques ont été rapportés. Certains virus étaient déjà connus et d’autres ont été découverts. 

Certains virus n’affectent que les animaux et d’autres sont zoonotiques avec des symptômes variables 

chez l’Homme allant de la simple fièvre jusqu’à des symptômes plus sévères tels que des atteintes 

neurologiques ou fièvres hémorragiques, pouvant entrainer la mort (Labuda and Nuttall 2004).  

L’étude de la compétence vectorielle d’une espèce de tique pour un virus donné en laboratoire 

implique la validation de 3 critères : l’acquisition du virus par la tique au cours d’un repas sanguin sur 

un hôte vertébré infecté, la transmission trans-stadiale du virus d’un stade de tique à un autre et enfin la 

transmission du virus par la tique infectée au cours d’un nouveau repas sanguin sur un hôte vertébré 

sain. Savoir si une tique est compétente ou non pour un virus donne des informations valables quant à 

la prédiction d’éventuelles épidémies par exemple. Le premier critère nécessite la mise en place de 

modèle de laboratoire pour reproduire l’infection de la tique. Il existe différentes techniques pour 

infecter ces arthropodes : inoculation intrathoracique, micro-injection via le pore anal ou encore le 

gorgement sur animaux virémiques (Belova et al. 2017)(Slovák et al. 2014)(Hurlbut and Thomas 

1960)(Talactac et al. 2018). Ces techniques ont leurs avantages et inconvénients. Les méthodes 

artificielles sont plus ou moins éloignées de ce qui est fait dans la nature.    

Au sein de l’UMR BIPAR, un système artificiel pour le gorgement et l’infection des tiques a été 

mis au point par Sarah Bonnet et a notamment été validé avec plusieurs agents pathogènes tels que 

Babesia divergens (S Bonnet et al. 2007), Babesia venatorum (Sarah Bonnet et al. 2009), Bartonella 

henselae (Cotté et al. 2008)(Wechtaisong et al. 2020)(Liu et al. 2014) et Bartonella birtlesii (Reis et al. 

2011). Les tiques se nourrissent alors sur du sang infecté ou non au travers d’une peau de gerbille ou 

lapin maintenue par un système en verre, pour contenir le sang et les tiques, lui-même relié à une 

circulation d’eau chauffée à 37°C pour mimer un hôte vertébré. 

Pour étudier les interactions entre KEMV et son vecteur arthropode et notamment l’effet de 

l’alternance d’hôtes, la mise en place de modèles in vivo est nécessaire. Cette nécessité implique alors 

d’avoir les tiques compétentes pour transmettre KEMV mais également des méthodes d’infection des 
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tiques. La compétence vectorielle des tiques du genre Ixodes pour ce virus n’a jamais était étudier 

jusqu’à ce jour.  

Les objectifs du chapitre 1 sont 1/ de mettre au point des modèles d’infection de tique et souris 

avec le KEMV, pour ensuite 2/ tester la compétence vectorielle des tiques du genre Ixodes pour KEMV. 

Dans un premier temps, nous avons comparé deux méthodes d’infection des tiques (technique 

d’immersion et gorgement artificiel sur peau de gerbille). Les différents critères qui définissent la 

compétence vectorielle d’une tique pour un agent pathogène (acquisition du virus, transmission trans-

stadiale et transmission à un hôte vertébré au cours d’un repas sanguin) ont été évalués. Une fois la 

validation de la méthode faite, la compétence vectorielle des tiques I. ricinus de Slovaquie pour KEMV 

a été testée. Ces travaux font l’objet d’un article qui a été accepté pour publication dans la revue 

« Scientific Report ». Dans le but à la fois de mettre en place le modèle in vivo mais également de tester 

la compétence vectorielle pour KEMV des tiques I. ricinus de France et d’I. persulcatus de Russie. Des 

infections artificielles ont été réaliser pour mettre en évidence les premières interactions observables 

entre un virus et son vecteur arthropode. Les résultats de ces travaux ont abouti à un second article 

scientifique qui est soumis dans la revue « Viruses ». 
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Chapitre 1a 

Validation d’une technique d’infection des tiques et compétence 
vectorielle des tiques Ixodes ricinus de Slovaquie pour KEMV 

 

Introduction du chapitre 1a 

 L’étude de la compétence vectorielle des tiques Ixodes ricinus de Slovaquie pour KEMV a tout 

d’abord débuté par la validation de la technique d’infection des tiques avec KEMV. En effet, deux 

techniques d’infection ont été testées pour ces travaux : le gorgement artificiel sur peau de gerbille (S 

Bonnet et al. 2007) et une technique d’immersion (Mitlzel et al. 2007). Après validation de la technique, 

la compétence vectorielle a ensuite été étudiée. L’ensemble de ces travaux est présenté dans ce manuscrit 

sous forme d’article. Cet article a été accepté dans la revue « Scientific Reports ». Ces travaux ont fait 

l’objet d’une collaboration internationale avec l’équipe de Daniel Růžek, de l’institut de Parasitologie 

de České Budějovice en République Tchèque. 

 En préambule de cet article, voici une vision globale de la construction de cette étude. La 

première étape a été de tester et de valider les deux techniques d’infection des tiques. Au cours de cette 

étude, deux virus ont été utilisés : KEMV et TBEV. TBEV a servi de contrôle positif pour évaluer 

l’efficacité des deux méthodes avec I. ricinus. L’infection des tiques par le biais du gorgeur artificiel 

avait déjà été réalisée et validée au laboratoire par Sara Moutailler et son équipe. De plus, nos 

collaborateurs tchèques maîtrisent, quant à eux, l’infection des tiques I. ricinus avec TBEV par la 

technique de l’immersion qui consiste à immerger les tiques dans la suspension virale pendant 45 min à 

37°C et de réaliser, après plusieurs lavages des tiques, un gorgement sur souris. Ces deux techniques ont 

alors été testées avec KEMV et des larves I. ricinus de Slovaquie. L’efficacité d’infection a été évaluée 

par la mesure des taux d’infection des larves gorgées et la transmission trans-stadiale, c’est-à-dire le 

taux d’infection des nymphes après la mue des larves. Une portion de larves gorgées et de nymphes 

(après la mue) a été testé individuellement par RT-PCR temps réel. 

ARTICLE: C. V. Migné et al., “Evaluation of two artificial infection methods of live ticks as tools for 

studying interactions between tick-borne viruses and their tick vectors,” Scientific Report, 2021. 
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Chapitre 1b 

Compétence vectorielle des tiques du genre Ixodes pour KEMV 
 

Introduction du chapitre 1b 

Il a été démontré que la compétence vectorielle d’un vecteur arthropode pour un arbovirus donné 

dépendait de plusieurs facteurs biologiques tels que la souche virale et l’espèce de l’arthropode. En effet 

des études menées avec des virus transmis par les moustiques (virus de la fièvre de la vallée du Rift 

(RVFV) et virus chikungunya (CHIK)) (Sara Moutailler et al. 2008) (Vega-Rua et al. 2014) et d’autres 

avec le virus de la peste porcine africaine (ASFV) (Pereira de Oliveira et al. 2019) (Pereira De Oliveira 

et al. 2020) ont montré l’importance de la souche virale utilisée ainsi que l’origine des arthropodes lors 

d’essais d’infection et de compétence vectorielle. Le virus Kemerovo a été isolé en 1962 à partir de 

femelles I. persulcatus et plus tard détecté chez I. ricinus en Russie. Dans cette étude, la compétence 

vectorielle des tiques I. ricinus collectées en France et I. persulcatus de Russie a été testée pour KEMV. 

De plus, pour compléter l’étude précédente, la compétence vectorielle des tiques I. ricinus de Slovaquie 

a de nouveau été éprouvée avec une infection effectuée au stade nymphal pour mettre en évidence un 

potentiel « effet stade d’infection ». L’ensemble de ces travaux est présenté dans ce manuscrit sous 

forme d’article.      

ARTICLE: C.V. Migné et al., “Evaluation of vector competence of Ixodes ticks for Kemerovo virus”, 

submitted Viruses, 2021.  
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Discussion et perspectives du chapitre 1 

Le premier objectif de ce chapitre a été de déterminer la meilleure méthode pour infecter les 

tiques avec le virus Kemerovo au laboratoire en comparant deux techniques : le système de gorgement 

artificiel (S Bonnet et al. 2007) et une technique d’immersion (Mitlzel et al. 2007). La compétence 

vectorielle des tiques Ixodes pour KEMV a ensuite été testée en utilisant deux populations 

géographiquement distinctes d’I. ricinus (France et Slovaquie) et des tiques I. persulcatus de Russie.  

La technique du gorgement artificiel a montré une plus grande efficacité en termes d’infection 

en comparaison avec celle de l’immersion. Environ 80% des larves gorgées qui se sont nourries sur du 

sang infecté avec KEMV, ont été trouvées positives pour le virus, tandis que les tiques immergées ont 

présenté un taux d’infection d’environ 48%. Selon la technique, le taux d’infection des nymphes 

(transmission trans-stadiale) est différent puisqu’après gorgement artificiel, les nymphes sont à 40% 

positives pour KEMV alors que les nymphes testées issues de l’immersion ont toutes été trouvées 

négatives. Les deux techniques présentées dans cette étude ont leurs avantages et leurs limites. La 

technique d'immersion est facile et peu coûteuse à mettre en place mais elle est aussi plus éloignée du 

mode d'infection naturel des tiques. Son efficacité d’infection peut dépendre du genre voire de la famille 

virale testée. En effet, dans cette étude un flavivirus et un orbivirus ont été utilisés et les mécanismes 

d’entrée dans les cellules ne sont pas les mêmes. Il est également difficile de savoir si l’infection au 

cours de l’immersion se fait via les pièces buccales ou par les divers orifices qu’il y a à la surface des 

tiques. Au vu des résultats obtenus et des remarques précédentes, le système de gorgement artificiel est 

la meilleure technique pour reproduire au plus près la réalité des infections de tiques et a donc été utilisée 

pour toute l’étude de la compétence vectorielle des tiques Ixodes pour KEMV. Chaque critère de la 

compétence vectorielle a été testé : acquisition de virus des larves ou nymphes gorgées, transmission 

trans-stadiale (taux d’infection au stade suivant : nymphes ou adultes) et la transmission à un hôte 

vertébré. 

Le modèle vertébré utilisé ici est la souris IFNAR-/- pour laquelle la dose minimale infectieuse 

de KEMV a été déterminée en réalisant des injections par voie sous-cutanée de différentes doses (en 

PFU) de virus. Le suivi s’est fait par observations des symptômes et du développement d’une virémie 

par RT-PCR en temps réel. Les symptômes sont la prostration, larmoiement, dos vouté, poils hérissés 

et des signes hémorragiques au niveau des doigts, des orteils, du nez et de la bouche. La virémie est 

apparue deux jours post-inoculation. Le foie et la rate de ces souris avait une taille plus grande qu’en 

temps normal. Le foie est décoloré et la rate très foncée. Cette dose a été estimée à 103 PFU.  

La compétence vectorielle des tiques I. ricinus et I. persulcatus pour KEMV a donc été testée. 

Deux populations d’I. ricinus ont été utilisées, l’une provient de France et la seconde de Slovaquie. Les 
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taux d’infection des larves gorgées pour ces deux populations sont similaires (respectivement 88% et 

83%). La transmission trans-stadiale est, quant à elle, plus basse chez les tiques françaises (10%) par 

rapport à celle retrouvée chez les tiques slovaques (40%). Cependant, quatre et cinq mois post mue pour, 

respectivement les tiques slovaques et françaises, le virus n’était plus détectable au sein des arthropodes 

et a vraisemblablement était éliminé par ces dernières. Le dernier critère de la compétence vectorielle a 

été éprouvé par gorgement sur souris de ces nymphes. Aucune transmission du virus aux souris via les 

tiques n’a été observée. Les souris n’ont pas développé de symptômes ou de virémie et les organes à la 

fin de l’expérience ont été retrouvés négatifs pour KEMV par RT-PCR en temps réel. Seuls les deux 

premiers critères de la compétence vectorielle, incluant l’acquisition du virus et la transmission trans-

stadiale, ont pu être montrés. Afin de compléter l’étude de la compétence vectorielle des tiques I. ricinus 

pour KEMV, un essai a été réalisé en infectant cette fois-ci des nymphes pour mettre en évidence ou 

non un potentiel « effet stade d’infection ». Les taux d’infection en nymphes gorgées et en adultes après 

la mue, ont été estimés à 100%. Le virus était encore détectable au sein de ces adultes quatre mois post-

mue mais la transmission aux souris n’a pu être montrée, les tiques gorgées obtenues à l’issue de cette 

expérimentation sont ressorties négatives. L’effet stade d’infection n’a pu être complètement montré, 

les tiques semblent être toutefois plus longtemps infectées mais cela n’a pas l’air d’être valable pour 

toutes les tiques d’une même colonie. Pour les tiques I. persulcatus, 100% des larves gorgées et nymphes 

testées ont été trouvées positives pour KEMV. Le virus a également été maintenu pendant les quatre 

mois après la mue et au sein des tiques utilisées pour le gorgement, le virus était toujours présent mais 

la transmission aux souris n’a pu être observée.  Les souris n’ont pas développé de symptômes ou de 

virémie. 

Suite à ces travaux, nous avons ainsi pu émettre plusieurs hypothèses pour expliquer les résultats 

obtenus. Des tiques I. ricinus slovaques et françaises ont été utilisées avec une souche virale russe isolée 

à partir du cerveau d’un patient décédé d’une encéphalite. Or en République Tchèque et Slovaquie, c’est 

principalement deux autres sérotypes de KEMV qui sont retrouvés : Lipovnik (LIPV) et Tribeč (TRBV) 

et qui ont été isolés à partir de tiques I. ricinus (Libikova, Rehacek, and Somogyiavo 1965). Au vu des 

résultats obtenus, une légère différence en termes d’efficacité d’infection est suggérée en comparant les 

taux d’infection en nymphes après la mue entre les tiques françaises et slovaques (taux de transmission 

trans-stadiale). La transmission trans-stadiale chez les tiques françaises est plus faible, ce qui pourrait 

expliquer l’absence du virus Kemerovo en France. Il serait intéressant de faire des essais avec des tiques 

collectées en Russie ou également de tester la compétence vectorielle des tiques slovaques pour TRBV 

et LIPV afin de confirmer ou non l’hypothèse que la compétence vectorielle est dépendante des 

souches/populations de tiques Ixodes et de KEMV. Cela a été démontré pour les tiques Ornothodoros 

et le virus de la peste porcine africaine (PPA) ou Borrelia turicata ou encore entre les moustiques Aedes 

et CHIKV. Par exemple, les tiques Ornithodoros turicata du Texas ou de Floride transmettent Borrelia 

turicata aux souris avec des efficacités variables. La population de tiques de Floride transmet de manière 
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significativement plus efficace la bactérie (Krishnavajhala, Armstrong, and Lopez 2018). Les 

populations africaines de tiques O. erraticus et O. verrucosus sont des vecteurs reconnus des souches 

africaines de la PPA. Des études menées avec la souche de PPA circulant en Europe et Asie suggèrent 

que O. erraticus et O. verrucosus sont des vecteurs peu probables des souches qui circulent actuellement 

en Eurasie (Pereira de Oliveira et al. 2019). En plus de l'influence de la diversité génétique des vecteurs, 

la variabilité génétique des arbovirus joue un rôle important dans le déterminisme de la compétence 

vectorielle (Migné, Moutailler, and Attoui 2020), affectant ainsi les niveaux d'infection chez l'arthropode 

vecteur. Par exemple, la compétence vectorielle d'Ae. albopictus et d'Ae. aegypti a été évaluée pour trois 

souches de CHIKV : la souche East-Central-South African (ECSA) CHIKV_0621, ECSA CHIKV_115 

et la souche asiatique CHIKV. Il a été démontré que Ae. albopictus transmettait ECSA CHIKV_0621 

avec une plus grande efficacité, tandis que l'efficacité de transmission de ECSA CHIKV_115 et de la 

souche asiatique CHIKV est plus élevée avec Ae. aegypti (Vega-Rua et al. 2014). Une étude comparative 

de la compétence vectorielle de différentes espèces d'Ornithodoros (O. moubata, O. erraticus et O. 

verrucosus) utilisant plusieurs souches de PPA a montré des taux d'infection variables selon les paires 

de virus de tiques évaluées (Pereira De Oliveira et al. 2020). 

Concernant les résultats obtenus pour les tiques I. persulcatus, les résultats laissent à suggérer 

que les souris IFNAR-/-
 ne seraient pas un modèle vertébré adapté pour montrer la transmission via les 

tiques du virus Kemerovo. Il serait alors intéressant de faire de nouveaux essais avec un autre modèle 

vertébré tels que les ruminants pour lesquels des séroconversions à KEMV ont déjà été observées 

(Karabatsos 1985)(H. Attoui and Mohd Jaafar 2015).   
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Chapitre 2 :  
É tudes in vitro 

La biologie de KÉMV et 
fitness/se quençage 
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1 Introduction 

Les virus transmis par les tiques sont des arbovirus (virus transmis par des arthropodes) et au 

moins 500 arbovirus ont été identifiés. La moitié est transmise par les moustiques, un tiers par les tiques 

et le reste par les phlébotomes et les moucherons piqueurs (Labuda and Nuttall 2004). Les arbovirus ont 

un cycle de vie à deux hôtes : ils se répliquent dans un vecteur invertébré et un hôte vertébré. Les vecteurs 

et les hôtes vertébrés peuvent jouer un rôle d'amplificateur et/ou de réservoir (Kuno et al. 2017). Ces 

virus ont des impacts importants sur la santé humaine et animale. Ils sont soit épizootiques, soit 

zoonotiques. L'émergence et/ou la réémergence des arbovirus est un défi auquel l'humanité est 

confrontée au cours de ce siècle. Les incursions dans de nouvelles régions géographiques sont de plus 

en plus fréquentes (Gould et al. 2017). 

1.1 Les arbovirus, une grande flexibilité génétique et une plasticité 

phénotypique 

Les arbovirus animaux sont des virus à ARN, à l'exception du virus de la peste porcine africaine 

(virus à ADN). Ils utilisent plusieurs stratégies pour assurer leur réplication et leur transmission. Les 

taux de mutations chez les arbovirus à ARN sont 300 fois plus élevés que chez les virus à ADN. Au 

cours de la réplication, les substitutions nucléiques ont été estimées dans un intervalle de 10-3 et 10-5 

substitution par nucléotide par cycle de réplication (Drake 2006).  La variabilité génétique des arbovirus 

à ARN doit être considérée selon trois niveaux : unité réplicative unique (événements précoces où des 

mutants sont générés), rassemblement de plusieurs unités (recombinaison, duplication de gènes, 

réassortiment de segments de génome, transferts de gènes, etc) et l’infection de l’hôte sensible (Esteban 

Domingo and Perales 2018). Les temps de génération des arbovirus à ARN sont courts et la taille des 

populations générées (quasi-espèces) est importante (Esteban Domingo and Perales 2018). Dans une 

quasi-espèce, la descendance virale d'une seule cellule est hétérogène et non identique, mais elle possède 

des génomes étroitement liés (E. Domingo, Sheldon, and Perales 2012). Les mutants peuvent être 

compartimentés dans différents organes d'un même organisme. Il existe deux modèles mathématiques 

qui sont pertinents pour étudier et interpréter le comportement des quasi-espèces de virus : le calcul de 

la concentration de copies sans changement et donc de mutants et les formulations du seuil d'erreur pour 

le maintien de l'information génétique (Esteban Domingo and Perales 2018). 

Les virus sont soumis à des sélections compétitives et des événements aléatoires. Certaines 

mutations délétères conduisent à l'extinction de certains variants lorsque leur fitness ou aptitude à 

infecter diminue. La sélection naturelle est bien plus efficace pour éliminer les mutations ayant un 

impact plus important que celles ayant un impact plus faible. De plus, les virus sont confrontés à des 

goulots d'étranglement. Les goulots d'étranglement génétiques sont les événements pouvant provoquer 
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une réduction importante de la taille d'une population et réduire ainsi la diversité génétique. Par exemple, 

les génomes de basse fréquence sont éliminés lorsqu'ils sont soumis à un goulot d'étranglement 

(Manrubia et al. 2005) (Esteban Domingo and Perales 2018). Les goulots d'étranglement répétés 

entraînent des changements dans les génomes des virus à ARN, certaines mutations sont alors fixées et 

permettent l'émergence de nouveaux variants (H. Li and Roossinck 2004). Si un seul variant d'une quasi-

espèce virale peut générer une nouvelle population virale, ce mutant présente alors une mutation 

avantageuse. Cette mutation sera maintenue et transmise à la génération suivante. Par conséquent, les 

goulots d'étranglement sont responsables de l'accumulation de mutations dans la séquence consensus 

d'une quasi-espèce (Manrubia et al. 2005). Les virus à ARN peuvent provoquer des infections aiguës 

et/ou chroniques. Les quasi-espèces virales jouent un rôle dans l'échappement à la réponse immunitaire 

de l'hôte, aux traitements thérapeutiques et aux vaccins. Par conséquent, elles jouent un rôle dans la 

progression de la pathogenèse et de la maladie comme cela a été démontré pour certains virus comme 

le virus de la Dengue (DENV) (Kurosu 2011). 

1.2 Le rôle du vecteur arthropode et de l’hôte dans la « flexibilité » des 

arbovirus 

Les arbovirus et leurs vecteurs doivent être considérés comme des systèmes complexes où 

plusieurs paramètres affectent leur dynamique. La variabilité génétique des arbovirus influence 

fortement ce système. Certaines mutations ont permis à certains arbovirus de changer de vecteurs. Par 

exemple, le vecteur principal du CHIKV est Aedes aegypti. Au cours de l’épidémie dans l'océan Indien 

en 2004, une substitution d'acide aminé en position 226 (A226V) dans la glycoprotéine d'enveloppe E1 

a permis au virus de changer de vecteur et ainsi être transmis par Aedes albopictus. Cette mutation a 

diminué le titre viral nécessaire pour infecter Ae. albopictus à partir d’un hôte vertébré infecté. Or le 

moustique Ae. albopictus a une plus grande distribution géographique qu'Ae. aegypti, qui est presque 

absent des îles de l'océan Indien (Tsetsarkin et al. 2007)(Tsetsarkin and Weaver 2011), ce qui a favorisé 

la propagation du virus et induit une épidémie de grande ampleur. 

Il a été plusieurs fois démontré pour plusieurs virus transmis par des insectes que ces derniers 

étaient sources de variabilité génétique au sein des arbovirus. En conditions in vitro, dans des cellules 

d’arthropodes telles que les cellules de Culicoides sonorensis pour différents sérotypes du BTV ou 

encore dans des cellules de moustique pour WNV, CHIKV, la diversité génétique de ces virus est accrue 

lors d’un ou plusieurs passages en série dans ces cellules (Lean et al. 2019)(Kopanke et al. 2020)(Ciota, 

Ngo, et al. 2007)(Coffey and Vignuzzi 2011). À l’inverse, un à plusieurs passages dans des cellules de 

mammifère réduit drastiquement la diversité génétique de ces arbovirus (Migné, Moutailler, and Attoui 

2020). Lors de passages en série in vitro, il a été mis en évidence une spécialisation du virus à l'hôte. La 

cinétique de croissance virale est plus rapide dans le type cellulaire dans lequel les passages en série ont 
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été faits. La production virale est plus efficace par rapport à la souche initiale. Pour certains, la virulence 

est diminuée et atténuée (Franchi et al. 2008). Par exemple, pour le virus de la fièvre de la vallée du Rift 

(RVFV), le gène codant la phosphoprotéine responsable de la virulence, est délété. Lors de son étude en 

modèle in vivo, cette souche n’était plus responsable de mortalité en souris contrairement à la souche 

d’origine et aux souches adaptées aux cellules d’arthropode et issues des passages en alternance  (Sara 

Moutailler et al. 2011). Lors de passages en alternance en modèles in vitro ou in vivo, la souche adaptée 

présente un comportement similaire à celui de la souche parentale. La virulence et la production virale 

sont quasiment les mêmes pour le CHIKV par exemple (Arias-Goeta et al. 2014). Contrairement aux 

souches adaptées en passages en série, la souche alternée garde sa capacité à infecter les deux types 

cellulaires et/ou hôtes et vecteurs (Migné, Moutailler, and Attoui 2020). 

Pour certains virus transmis par les tiques, il a été montré également que la tique pouvait être 

une source de diversité. Par exemple, leurs cellules intestinales sont des sites de réassortiments de 

segments génomiques pour le virus Thogoto (famille Orthomyxoviridae, genre Thogotovirus) (Davies 

et al. 1987).  De plus, une étude sur la variabilité génétique de CCFHV a montré que seul le virus isolé 

à partir de tiques présentait des mutations (Xia et al. 2016). 

1.3 Objectifs de chapitre 2 

Plusieurs études ont été menées avec des virus transmis par des insectes appartenant à différents 

genres viraux tels que Flavivirus, Alphavirus, Phlebovirus, Orbivirus et Rhabdovirus. Le schéma de ces 

études était très similaire et avait pour but d’étudier la variabilité génétique et/ou la fitness de ces virus 

après plusieurs passages en série et/ou en alternance dans des cellules d’arthropodes ou de mammifère. 

Une hypothèse a pu être dégagée à partir de ces études : « l’alternance d’hôtes des arbovirus pourrait 

restreindre l’évolution de ces virus ». Cependant, cette hypothèse a été générée à partir d’études réalisées 

sur les virus transmis par les insectes et a été élargie à tous les arbovirus, incluant ainsi les virus transmis 

par les tiques. Peu d’études ont été réalisées sur ces derniers, ne permettant pas de valider ou de réfuter 

cette hypothèse pour ces virus, car les insectes et les tiques présentent de grandes différences 

phénotypiques et génétiques. La variabilité génétique des arbovirus transmis par les insectes a été 

évaluée pour une série de virus. Il en convient de mettre davantage l'accent sur les virus transmis par les 

tiques afin de faire progresser ces études et de mieux comprendre et anticiper l’émergence et/ou ré-

émergence de ces virus.   

L’objectif de ce chapitre est d’étudier l’effet de l’alternance d’hôte sur la variabilité génétique 

et la fitness du virus Kemerovo après 30 passages en série et/ou en alternance dans des cellules de 

mammifère ou cellules de tique. Au cours de ce chapitre, nous avons, dans un premier temps, obtenu 

des informations sur la biologie du KEMV car peu sont disponibles actuellement. Dans la littérature, 
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pour certains arbovirus comme le BTV, un seul passage en cellules d’arthropode suffit à augmenter la 

diversité génétique au sein des virus générés. Afin de voir si cela est également le cas avec KEMV, dans 

un deuxième temps, la génétique du KEMV a été étudiée par séquençage Sanger après un passage en 

cellules de tique. Enfin, au vu des informations biologiques et physico-chimiques sur KEMV, des mises 

au point de méthodes ont été nécessaires pour réaliser les 30 passages en série et en alternance dans les 

deux types cellulaires. Puis la fitness des souches adaptées en culture cellulaire a été étudiée en 

conditions in vitro mais également en in vivo. Dans ces travaux de thèse, l’étude de la fitness comprend 

l’étude de la capacité réplicative dans les différents types cellulaires (cinétique de réplication en cellules 

de mammifère et de tiques), de la virulence (pourcentage de survie cellulaire en conditions in vitro et 

suivi de mortalité en souris), du potentiel tropisme dans un modèle animal 

(compartimentalisation/tropisme des populations virales dans des organes). Enfin, en vue d’un 

séquençage NGS de passages d’intérêt de ces souches adaptées en culture cellulaire, la purification des 

ARNdb a été mise au point.   

2 Matériels et méthodes 

2.1 Etude in vitro du virus Kemerovo 

2.1.1 Le virus Kemerovo 

La souche de KEMV utilisée pour cette thèse a été isolée en 1962 à partir du cerveau d’un patient 

décédé à la suite d’une encéphalite aigüe en Russie (Chumakov 1963). Le virus a ensuite été une 

première fois amplifié en cerveau de souriceau puis passé deux fois dans des cellules Vero (cellules de 

rein de singe vert). Un stock conséquent de virus a été préparé pour ces travaux, une faible quantité de 

virus était disponible, c’est pourquoi le virus a été passé 3 fois dans des cellules BSR. Tout au long de 

ce manuscrit, la souche utilisée se nomme KEMV P3. 

2.1.2 Les lignées cellulaires utilisées 

2.1.2.1 Les cellules de mammifère : BSR 

Le clone BSR est dérivé de la lignée BHK-21 (baby hamster kidney) et a été cloné dans de l'agar 

mou lors d'une étude visant à identifier un clone cellulaire présentant un haute susceptibilité/sensibilité 

au virus de la rubéole (Sato et al. 1977), (BSR : BHK Sensitive to Rubella). Les cellules BSR sont 

cultivées au laboratoire à 37°C avec 5% de CO2 dans du milieu DMEM (Dulbecco's Modified Eagle 

Medium) complété avec 10% de sérum de veau fœtal (SVF) et des antibiotiques tels que de la pénicilline 

(100 IU, concentration finale) et de la streptomycine (100 µg, concentration finale) 
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2.1.2.2 Trois lignées de cellules de tique Ixodes ricinus : IRE11, 

IRE/CTVM19 et IRE/CTVM20 

Trois lignées cellulaires de tique Ixodes ricinus étaient disponibles pour ces travaux et ont été 

obtenues de la "Tick cell biobank" dirigée par Lesley Bell-Sakyi (Université de Liverpool, UK) sous un 

"Material Transfer Agreement". Il s'agit des lignées IRE11 (Ixodes ricinus Embryo 11), IRE/CTVM19 

et IRE/CTVM20 (Ixodes ricinus Embryo/Centre for Tropical Veterinary Medecine 19 et 20). Ces trois 

lignées ont été produites à partir d’embryons d’Ixodes ricinus (Bell-Sakyi et al. 2007). 

Les cellules IRE/CTVM19 sont maintenues dans du milieu L-15 (Leibovitz, Gibco) supplémenté 

avec 20% de SVF, 10% d’une solution de tryptose phosphate (TPB, Gibco), 2 mM de L-glutamine 

(Gibco), de la pénicilline (100 IU, concentration finale, Gibco) et de la streptomycine (100 µg, 

concentration finale, Gibco). Pour cultiver les cellules IRE/CTVM20, un mélange volume à volume de 

L-15 et L-15B est nécessaire. Le L-15B est préparé selon les recommandations décrites dans (Munderloh 

et al. 1994). Les cellules IRE/CTVM20 sont ainsi maintenues dans du L15/L15-B contentant 12.5% de 

SVF, 10% TPB (Gibco), 0.05% lipoprotéine bovine (MP Biomedicals), 2 mM de L-glutamine (Gibco), 

de la pénicilline (100 IU, concentration finale) et de la streptomycine (100 µg, concentration finale). 

Enfin, les cellules IRE11 sont cultivées dans du L-15B300 (Bell-Sakyi et al. 2007), c’est-à-dire du L-

15B dilué au ¾ (Munderloh et al. 1994). 

2.2 Infections in vitro 

Comme décrit dans notre  revue (Strategies for Assessing Arbovirus Genetic Variability in 

Vectors and/or Mammals) (Migné, Moutailler, and Attoui 2020), l’étude de la variabilité génétique et 

de la fitness des arbovirus se fait au cours de plusieurs passages en série dans les cellules correspondant 

aux hôtes vertébrés ou vecteurs arthropodes et en alternant les deux types de cellules (arthropodes et 

vertébrés) pour évaluer l'effet de cette alternance. Au cours de cette thèse, 30 passages en série et en 

alternance ont été réalisés en suivant le schéma expérimental décrit dans la figure 35. Pour se faire, des 

mises au point ont d’abord été faites pour la réalisation de ces passages telles que le choix de la lignée 

cellulaire de tique, la purification du virus à partir des cultures de cellules de mammifère et d’arthropode 

et donc la mise au point des passages puisque peu d’informations sont disponibles sur la biologie de 

KEMV et de sa culture en laboratoire. Les passages en série dans les cellules de tique seront nommés : 

Ps.IRE 1 à 30. Ps.BSR 1 à 30 correspondent aux passages en série dans les cellules de mammifère et 

P.alt 1 à 30 aux passages en alternance dans les cellules de tique et cellules de mammifère. Le P.alt 1 a 

été fait dans les cellules de tique. 
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Figure 35: Schéma expérimental de la partie in vitro 

2.2.1 Titrage du virus par la technique de plages de lyse  

Le titre de KEMV a été déterminé par la technique de plages de lyse comme décrit dans (Mohd 

Jaafar, Belhouchet, Vitour, et al. 2014) (Buckley et al. 2003), en plaque 24 puits. La veille du titrage, 

1x105 cellules BSR sont ensemencées par puits et incubées à 37°C, 5% CO2 et avec du DMEM avec 

10% SVF, de la pénicilline et streptomycine (à, respectivement, 100 IU et 100 µg en concentrations 

finales) et de la ciprofloxacine (1 µg/mL, concentration finale). Lorsque les cellules ont atteint 80% de 

confluence, ces dernières sont rincées avec du DMEM sans sérum. Le virus est dilué en cascade, de 10 

en 10, jusqu’à atteindre la dilution 10-7. Le DMEM sans sérum est retiré des cellules et 250 µL de chaque 

dilution sont ajoutés (trois puits/dilution et trois puits contrôle sans virus). Le virus et les cellules sont 

incubés pendant 2h à 37°C avec 5% CO2. Le virus est ensuite retiré et les cellules sont recouvertes avec 

1 mL de milieu semi-solide (DMEM contenant 1% de SVF et de l’agarose à 0,8% en concentration 

finale). L’agarose est préalablement préparée à une concentration de 4% (SeaplaqueTM agarose, Lonza). 

Après 5 jours d’incubation à 37°C et 5% CO2, 1 mL de formaldéhyde à 10% est ajouté dans chaque 

puits et laissé incuber pendant 3h afin d'inactiver le virus et de fixer les cellules. Le formaldéhyde est 

ensuite aspiré et la gélose est enlevée à l’aide d’une spatule, sans toucher au tapis cellulaire. Les plages 

de lyse sont révélées par coloration des cellules non infectées avec du naphtol blue-black pendant 30 

min. Les cellules sont ensuite rincées deux fois avec de l’eau distillée et laissées sécher à l’air libre. 

Enfin, les plages de lyse sont comptées pour déterminer le titre viral en PFU/mL.  
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2.2.2 Infections des différentes lignées cellulaires 

2.2.2.1 Choix de la lignée cellulaire de tique Ixodes ricinus 

Deux flasques de 12,5cm2 de chaque lignée (IRE11, IRE/CTVM19 et IRE/CTVM20) ont été 

infectées avec KEMV. La procédure suivie est décrite dans la figure 36. Au total, 6 flasques ont été 

utilisées. Le volume de virus mis était de 500µL par flasque. Pour chaque lignée, un échantillonnage au 

temps T0 a été réalisé en récupérant les cellules infectées. Les autres flasques ont été mises à incuber 

pendant 6 jours à 30°C sans CO2. À la fin de l’expérience, les cellules des diverses flasques ont été 

grattées et centrifugées à 2000 g pendant 5 min pour culotter les cellules. L’ARN des cellules et du 

surnageant de chaque flasque a été extrait comme indiqué dans le paragraphe 2.4.1.1. Les ARN ont 

ensuite été analysés par électrophorèse sur gel d’agarose 1% à 110V pendant 30 min. 

 

Figure 36: Procédure suivie pour le choix de la lignée cellulaire de tique Ixodes ricinus pour les infections à 

KEMV 

2.2.2.2 Biologie de KEMV dans les cellules de tique Ixodes ricinus  

La lignée sélectionnée de cellules de tique (IRE/CTVM20) a été utilisée pour déterminer le temps 

optimal d’infection. Pour se faire, 5 flasques de 12,5cm2 de IRE/CTVM20 ont été infectées de la même 

manière que précédemment avec KEMV et laissées incuber jusqu’à 10 jours post-infection à 30°C. Les 

infections ont été arrêtées à différents temps post-infection : J0, J3, J6, J8 et J10. Les ARN ont été 

extraits à partir des cellules et du surnageant comme décrit dans le paragraphe précédent et analysés par 

électrophorèse en gel d’agarose à 1% pendant 30 min à 110V. La flasque J8 a été utilisée pour faire 

également un premier passage en série en cellules de tique. Pour cela, avant l’extraction de l’ARN, ¼ 

de cette flasque a servi à infecter une nouvelle flasque 12,5 cm2 de cellules IRE/CTVM20. Cette dernière 

a incubé 6 jours à 30°C avant l’extraction d’ARN. 
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 Les orbivirus transmis par les Culicoides infectent de manière persistante une lignée derivée de 

Culicoides sonorensis (la lignée KC, qui jusqu'à recemment était la seule lignée utilisée pour étudier les 

orbivirus Culicoides-borne). Le suivi sur une période de 6-9 mois de cellules KC infectées par le BTV 

indique que l'infection peut persister jusqu'à la fin de la période de suivi. Néanmoins certaines cultures 

se négativent au bout de 9 mois suggérant un shut-off du virus (Fu 1995). Afin de comprendre si le 

KEMV peut infecter de manière persistante les cellules IRE/CTVM20, une flasque de 12,5cm2 de 

cellules a été infectée et maintenue à 30°C, sans CO2 pendant 16 semaines. Le milieu a été renouvelé 

toutes les semaines avec du milieu frais et 1x106 cellules ont été prélévées 1, 2, 3 et 16 semaines post-

infection afin d'extraire l'ARN et de l'analyser par éléctrophorèse sur gel d’agarose à 1%. 

2.2.3 Mise au point des passages en série et en alternance 

Au cours des passages en série, la MOI (multiplicity of infection – Multiplicité d’infection) a été 

de 0,05. Le choix d’une MOI basse a été fait à partir de la littérature. De manière générale, pour éviter 

la formation de particules ayant des segments défectifs interférants au cours d’infections virales 

cellulaires, les MOI choisie sont très faibles (K. A. S. Thompson and Yin 2010). Les infections 

cellulaires avec des orbivirus se font à des MOI comprises entre 0,1 et 0,01 (Belhouchet et al. 2011) 

(Shaw et al. 2013).  

  Des mises au point ont été nécessaires pour purifier le virus entre chaque passage, afin de 

s’assurer de la récolte de virus produit lors de chaque infection, et non de virus résiduel des infections 

précédentes. Les infections dans les cellules BSR ou IRE/CTVM20 ont duré 6 jours à, respectivement, 

37°C et 30°C. Pour chaque passage, deux flasques de 75cm2 de BSR et deux flasques de 12,5cm2 de 

IRE/CTVM ont été infectées. Pour les passages 10, 20 et 30, le nombre de flasques a été multiplié par 

2. La procédure d'infection varie selon le type cellulaire. Les IRE/CTVM20 n’étant pas des cellules 

adhérentes, il n’est pas possible de rincer l’inoculum. De ce fait, lors de l’infection, le virus est ajouté 

dans du milieu frais et la flasque est directement placée à l’incubateur à 30°C sans CO2. Pour les BSR, 

cellules adhérentes, l’inoculation des flasques 75cm2 se fait dans 3 mL de DMEM supplémenté avec les 

antibiotiques, la ciprofloxacine et 1% de SVF pendant 2h à 37°C, 5% CO2. L’inoculum est ensuite retiré, 

et les cellules sont recouvertes avec 20 mL de DMEM contenant 1% de SVF. 

2.2.3.1  Purification du virus avec un solvant organique 

Les études réalisées en culture cellulaire indiquent que les virus de la famille des Reoviridae en 

général (Orthoreovirus, Rotavirus, Seadornavirus, Coltivirus et Orbivirus) restent associées à 95-99% 

aux débris cellulaires, une fois que la lyse des cellules de mammifères a eu lieu. Dans les cellules 

d'arthropodes, les seadornavirus, coltivirus ou orbivirus bourgeonnent, acquérant ainsi une enveloppe 

temporaire (qui se perd rapidement). Entre 40-50% des particules virales restent associées à ces cellules. 
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Il est donc difficile de préparer un inoculum dilué et homogène à partir d'un lysat de cellules de 

mammifères. Les travaux des virologues pionniers sur la famille des Reoviridae ont abouti à la 

conclusion que l'utilisation de solvants organiques inertes comme le Freon 113 permet de libérer les 

particules virales de leurs interactions avec les débris cellulaires (Joklik 1983). Ce solvant a permis de 

développer des protocoles de purification pour des virus comme les orthoreovirus et les rotavirus. 

Depuis quelques années, l'utilisation du Freon 113 a été interdite pour des raisons en lien avec 

l'environnement. Un autre Freon, le Vertel XF a été utilisé en remplacement dans la purification de virus 

tel que les seadornavirus et les rotavirus (Mendez et al. 2000). Pour le KEMV, et afin  d'obtenir des 

inocula de particules virales homogènes, les lysats des cellules BSR infectées ou les cellules 

IRE/CTVM20 intactes ont subi un traitement avec du Vertrel XF (Sigma-Aldrich) comme décrit dans 

(Mohd Jaafar et al. 2005). Pour cela, la suspension virale est mélangée volume à volume avec du Vertrel 

XF et est secouée énergiquement à la main pendant 5 minutes. Le mélange est ensuite centrifugé pendant 

5 min à 2000g. La phase aqueuse est ensuite récupérée et est directement utilisée pour les infections. 

2.2.3.2 Infection des cellules avec le KEMV issu de cellules de tique 

2.2.3.2.1 Premier passage en alternance de KEMV à partir de cellules de 

tique 

Les premiers essais de passage en alternance avec du KEMV issu de cellules de tique ont consisté 

à infecter une flasque 12,5cm2 de IRE/CTVM20 et à laisser incuber 10 jours à 30°C. Une flasque de 

25cm2 contenant des BSR à 90% confluentes a été infectée et incubée à 37°C. Pour cela, les cellules 

IRE/CTVM20 infectées ont été suspendues et ¼ de la suspension (environ 5 millions de cellules) a servi 

à infecter les BSR maintenues dans du DMEM avec 1% de SVF. Les BSR ont ensuite incubé pendant 6 

jours jusqu’à lyse totale des cellules. Une extraction d’ARN à partir des cellules et du surnageant a été 

réalisée comme décrit dans le paragraphe 2.4.1.1. Les extraits ont été analysés par électrophorèse sur 

gel d’agarose à 1% afin d'évaluer les quantités d'ARNdb. 

2.2.3.2.2  Purification de KEMV produit à partir de cellules de tique 

D'après les études menées au cours de cette thèse, les particules de KEMV restent associées au 

cellules IRE/CTVM20. Ces dernières demeurent intactes. Afin de libérer les particules virales issues de 

ces cellules, une procédure a été suivi tout au long des passages en série dans les IRE/CTVM20 et en 

alternance IRE/CTVM20 – BSR. Six jours post-infection des cellules de tique avec KEMV, les cellules 

sont grattées pour être re-suspendues dans le milieu. Ces dernières sont ensuite centrifugées pendant 5 

min à 200 g. Le surnageant est éliminé et les cellules sont remises en suspension dans 2 mL de milieu 

propre dans le but de les laver et re-centrifugées à 200 g pendant 5 min. Cette étape de lavage de cellules 

est réalisée au total trois fois. Les cellules sont ensuite re-suspendues dans 1 mL d’une solution 
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hypotonique (10mM HEPES, 1,5mM MgCl2 et 10 mM KCl) et centrifugées à nouveau à 200 g pendant 

5 min. Le surnageant est ensuite retiré, 1,5 mL de cette solution hypotonique est ajouté et laissé incuber 

pendant 10 min à température ambiante. L'aspect des cellules est observé au microscope. Une fois les 

cellules turgescentes, la suspension est transférée dans un homogénéiseur de Dounce. Dix allers-retours 

sont effectués afin de lyser les cellules complètement. Un mL de Vertrel XF est ensuite ajouté à la 

suspension et dix nouveaux allers-retours sont de nouveau effectués. Le mélange est ensuite transféré 

dans un tube pour être centrifugées à 2000 g pendant 5 min. La phase aqueuse est récupérée et un volume 

équivalent de L15/L15B est ajouté pour tamponner la solution. Cette suspension virale est ensuite 

utilisée pour infecter les cellules BSR ou IRE/CTVM20 selon s’il s’agit d’un passage en alternance ou 

en série dans les IRE/CTVM20. 

2.2.4 Cinétiques dans les cellules de tique et mammifère après 30 passages 

Pour des raisons de contraintes de temps et de disponibilité de virus, les cinétiques dans les 

cellules BSR et IRE/CTVM20 sont des études préliminaires qui nécessiteront à être reproduites. Les 

résultats qui en découlent sont présentés en annexe. 

 Afin d’évaluer la fitness et la capacité de réplication de chaque passage 30 des trois séries (Ps.IRE 

30, Ps.BSR 30 et P.alt 30) et de les comparer à la souche virale initiale (KEMV P3), des cinétiques de 

réplication ont été réalisées dans les deux types cellulaires (IRE/CTVM20 et BSR). Pour cela, les 

cellules IRE/CTVM20 (en flasques 12,5 cm2) et BSR (en flasques 25 cm2), ont été infectées avec une 

MOI, très faible, de 10-5. Les cinétiques ont été conduites sur 4 et 6 jours et une flasque de chaque série 

a été arrêtée pour ensuite extraire l’ARN à partir de la totalité des cellules et de 200 µL de surnageant. 

Des RT-PCR en temps réel ont ensuite été effectuées (cf. paragraphe 2.4.3). 

2.3 Infections in vivo 

Toutes les expérimentations animales faites au cours de cette thèse ont été validées par le 

ministère de la recherche française après approbation par le comité d’éthique pour l’expérimentation 

animale ANSES-ENVA-UPEC (Autorisation n°13-021, 19-004, 19-005 et 19-028).   

2.3.1 Les souris 

 Les souris IFNAR-/- 

Les souris IFNAR-/- utilisées au cours de cette thèse avaient des âges (moins d’1 an ou supérieur 

à 1 an) et des sexes différents (mâle ou femelle) selon l’expérimentation. Ces souris ont été utilisées 

pour la partie « Compétence vectorielle » (cf. Chapitre 1) et pour l’étude de KEMV. La susceptibilité 
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des souris IFNAR-/- pour les infections avec des orbivirus est connue et documentée (Mohd Jaafar, 

Belhouchet, Vitour, et al. 2014)(Calvo-Pinilla et al. 2009)(Calvo-Pinilla et al. 2014). 

Deux types d’injection de virus ont été testées : injection intrapéritonéale (IP) et injection sous-

cutanée (SC). L’IP est le mode d’injection le plus pratiqué en infectiologie. L’injection SC a été testée 

dans le but de simuler la route naturelle d'entrée du virus via une piqûre de tique.   

2.3.2 Détermination de la dose minimale infectieuse en fonction de la voie d’injection 

Dans le but de déterminer la dose minimale infectieuse de KEMV en souris IFNAR-/- , différentes 

doses en PFU de KEMV P3 ont été injectées en IP ou en SC. Avant d’être injecté, le virus a été purifié 

comme indiqué au paragraphe 2.2.3.1. et dilué en cascade de 10 en 10 dans du DMEM sans SVF.  

Pour les injections en IP, sur la base de ce qui est décrit pour d'autres orbivirus, seules les doses 

102 et 103 PFU ont été injectées. Deux souris par dose ont été utilisées. L’âge des souris était inférieur à 

1 an et de sexes différents. Les symptômes ont été recueillis et à la fin de l’expérience, lorsqu’il était 

possible les organes : rate, foie, reins, poumons, cœur et cerveau ; ont été collectés pour une extraction 

d’ARN et une RT-PCR en temps réel. La dissection n’était pas possible quand la mort de la souris 

survenait pendant la nuit et les organes n’étaient donc plus exploitables (dégradation de l’ARN, 

cannibalisme). 

Pour les injections en SC, les doses injectées étaient 104, 103, 102, 10, 1 et 0,1 PFU. Deux souris 

par dose ont été utilisées et l’âge des souris était inférieur à 1 an. La constitution des groupes est décrite 

dans le tableau 4. Un suivi de la virémie a été effectué à J0, J2, J3, et J5 par RT-PCR en temps réel. 

Aucune dissection d’organes n’a été faite pour cette expérimentation. 

Tableau 4: Constitution des groupes de souris IFNAR-/- en fonction du sexe des souris et des doses KEMV en 

PFU injectées en IC pour déterminer la dose minimale infectieuse 

Doses 

(PFU) 

Nombre de 

souris par dose 
Femelle Mâle 

104 

2 

2 0 

103 1 1 

102 1 1 

10 1 1 

1 0 2 

0,1 0 2 

2.3.3 Evaluation du phénotype des passages 30 en souris IFNAR-/- 

Afin d’évaluer le phénotype, en souris IFNAR -/-, de chaque passage 30 des trois séries (Ps.IRE 

30, Ps.BSR 30 et P.alt 30) et de les comparer à la souche virale initiale (KEMV P3), des injections en 
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SC à une dose de 103 PFU ont été réalisées en suivant le tableau 5. La mortalité a été suivi pendant 10 

jours. Pour les souris inoculées avec Ps. BSR30, des prélèvements sanguins ont été réalisés à J4 et J10 

post-infection. Les souris ont été euthanasiées lorsque le point limite était atteint (prostration, inactivité, 

larmoiement) et les organes ont été récupérés pour ces souris (foie, rate, reins, poumons, cœur et 

cerveau) ainsi que du sang (lorsque cela était possible). Les ARN des sangs et des organes ont été extraits 

(cf. paragraphe 2.4.2.) et testés en RT-PCR en temps réel (cf. paragraphe 2.4.3). 

Tableau 5: Constitution des groupes de souris en fonction de l’âge et le sexe des souris IFNAR-/- et de la souche 

virale pour l’évaluation du phénotype des passages 30  

Souris 
Nombre de souris par souche virale de KEMV injectées à une 

dose de 103 PFU en SC  

Age des souris Sexe des souris KEMV P3 Ps.IRE30 Ps.BSR30 P.alt30 

<1 an Mâle 3 3 3 3 

>1 an Mâle 3 3 3 3 

>1 an Femelle 3 3 3 3 

2.4 Biologie moléculaire   

2.4.1 Extraction et une première purification des ARNdb 

2.4.1.1 Extraction des ARN à partir des cultures cellulaires 

Les extractions d’ARN issus de cultures cellulaires ont été réalisées à partir d’un culot de cellules 

infectées obtenu après centrifugation à 2000 g pendant 10 min ou 200 µL de surnageant. Un millilitre 

de RNA NOWTM (Ozyme) est ajouté et le mélange (culot-RNA NOWTM ou surnageant-RNA NOWTM) 

est agité vigoureusement à la main jusqu'à dissolution du culot cellulaire. Ensuite, 200 µL de 

chloroforme sont ajoutés et le mélange est agité pendant une minute, laissé incuber sur glace pendant 5 

min et centrifugé pendant 10 min à 12 000g et 8°C. La phase aqueuse est transférée dans un nouveau 

tube et un volume équivalent d’isopropanol est ajouté. Ce tube est placé sur glace pendant 5 min et 

centrifugé à 12 000 g et 4°C pendant 10 min. Le surnageant est retiré et le culot est lavé, deux fois, avec 

1 mL d’éthanol à 75%. Après centrifugation à 12 000 g, 8°C pendant 10 min, l’éthanol est retiré et le 

culot est repris dans 50 µL d’eau RNase free. 

2.4.1.2 Précipitation des ARNsb pour une première purification des ARNdb 

Afin de purifier les ARNdb des ARNsb, une précipitation au chlorure de lithium à 2M est réalisée 

comme décrit dans (Houssam Attoui et al. 2000). Les ARN sont incubés toute une nuit à 4°C avec du 

chlorure de lithium à 2 M (concentration finale). Une centrifugation est ensuite faite à 12 000 g, 8°C 
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pendant 10 min afin de culotter les ARNsb. Le surnageant contenant les ARNdb est transféré dans un 

nouveau tube. Les ARNdb sont précipités à -20°C pendant 2h dans 2,5 volumes d’isopropanol et 0,5 

volume d’acétate d’ammonium à 7,5 M. Le lavage du culot se fait comme décrit précédemment avec de 

l’éthanol à 75%. Les ARN ont été repris dans 50µL d’eau RNAse free. 

2.4.2 Extraction des ARN viraux à partir du sang et d’organes de souris 

L’extraction d’ARN à partir des sangs et des organes de souris a été réalisée sur colonnes en 

utilisant le kit NucleoSpin® RNA extract II (Macherey Nagel). Pour chaque extraction à partir du sang, 

un volume de 20µL de sang a été utilisé. Une portion de chaque organe (¼ foie, ½ rate, ½ rein, ½ 

poumon, ½ cœur et ½ cerveau) a d’abord été broyée dans 500 µL de DMEM avec 10% de SVF et 250µL 

de ce broyat ont été utilisés pour la suite de l’extraction. Le lysat broyé est chargé, dans un premier 

temps, sur une colonne permettant de filtrer le lysat pour assurer une meilleure extraction par la suite. 

L’extraction d’ARN a ensuite été effectuée en suivant les recommandations du fournisseur. Les ARN 

ont ensuite été élués dans 40 µL d’eau RNase free puis conservés à -80°C jusqu’à une prochaine 

utilisation. 

2.4.3 RT-PCR en temps réel pour la détection de KEMV 

Le génome de KEMV se compose d’ARN double brin, il est donc nécessaire de le dénaturer avant 

la RT-PCR en temps réel. Pour cela les ARN sont chauffés à 99°C pendant 5 min et placés directement 

dans de la glace humectée. La RT-PCR en temps réel est réalisée en sonde Taqman® marquée en FAM-

BHQ1 en suivant les recommandations du kit LightCycler® 480 RNA Master Hydrolysis (Roche 

Diagnostics) avec 2µl d’ARN dans un volume final de 20µL. L’appareil utilisé est le thermocycleur 

LightCycler 480®. La séquence ciblée est celle du segment 2 codant la VP2 (KEMV_F 5’-

GTCAGACGGATTTTCGACCTC-3’, KEMV_R 5’ GCGAGCCAGATCCCGATGT-3’ et 

KEMV_Sonde 5’ACGGGCCAACACTCGTTCATCACAG-3’) (Gondard et al. 2018).  Tous les 

échantillons ont été testés en double. Le programme du thermocycleur est le suivant : 63°C pendant 3 

min, 95°C pendant 30 s, 45 cycles à 95°C pendant 10 s, 60°C pendant 30 s et 72°C pendant 1 s, et une 

dernière étape à 40°C pendant 10s. 

2.4.4 Détermination de la séquence de base de KEMV et étude de la variabilité après 

un passage dans les cellules de tique par séquençage Sanger 

 Préparation des différents plasmides en vue d’un clonage en bactérie  

Afin de déterminer la séquence du KEMV P3 et celle du virus après un passage dans les cellules 

IRE/CTVM20, chaque segment du génome a été cloné pour ensuite être séquencé avec la méthode 
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Sanger. La procédure suivie est celle réalisée dans (Houssam Attoui et al. 2000) (S. Maan et al. 2007) 

et illustrée dans la figure 37. 

 

Figure 37: Stratégie de clonage de l'ARN génomique du KEMV (Houssam Attoui et al. 2000) (S. Maan et al. 

2007) 

A six jours post-infection, les cellules BSR et IRE/CTVM20 infectées sont culottées. Le culot 

cellulaire est dissout dans du RNA NOWTM pour en extraire les ARN comme décrit précédemment. Les 

ARNdb ont été purifiés après un traitement au chlorure de lithium à 2 M. Une amorce coudée (anchor 

primer) a été liguée en 3’ des ARNdb (5′p-

GACCTCTGAGGATTCTAAAC/iSp9/TCCAGTTTAGAATCC-OH3′). Cette amorce contient 9 

carbones lui permettant de former un coude permettant une hybridation de la partie 3’ sur la partie 5' (en 

bleu sur la figure 37), facilitant, pour la suite, l’amplification par PCR. La ligation s’est faite à 10°C 

toute une nuit avec la T4 RNA ligase (New England Biolabs) et 14µL d’ARNdb.  

La totalité de la réaction de ligation a été déposée sur un gel d’agarose à 1% à 110 V pendant 45 

min pour séparer les différents segments génomiques du KEMV. Les segments ont ensuite été découpés 

sur une table à UV à l’aide d’un scalpel. Le kit RNaid (MP Biomedicals) a été utilisé comme décrit 

précédemment (Houssam Attoui et al. 2000) pour récupérer les ARN à partir de l’agarose. Les ARN 

sont dénaturés dans de l'eau bouillante pendant 3 minutes pour séparer le brin positif du négatif, puis 

placés directement dans de la glace humectée pour empêcher la re-hybridation des brins. Les ARN 

dénaturés ont été rétro-transcrits en ADNc à 37°C pendant 1h à l’aide de la transcriptase inverse AMV 

RT (Roche). Les ADNc obtenus sont ensuite amplifiés par PCR avec la polymérase KOD Hot Start 

DNA (Novagen®) suivant les instructions du fournisseur, dans un volume final de 50 µL et en utilisant 

une amorce complémentaire de la partie 3’ de l’amorce coudée (en vert sur la figure 37) (amorce 5-15-

1: 3’-CTGGAGACTCCTAAGATTTGACCTAGGGAG-5’). L'amplification a été réalisée en utilisant 

le programme suivant : 95°C pendant 5 min (1 cycle) suivi de 40 cycles à 95°C pendant 30 s, 55°C 

pendant 45 s et 70°C pendant 3 min, et un cycle d'extension finale à 70°C pendant 10 min. Chaque 
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produit de PCR a été purifié avec le kit QIAquick PCR purification de QIAgen® selon le protocole du 

fournisseur. 

Deux plasmides différents ont été utilisés : pCI-neo et pGEz (élaboré par Dr Baptiste Monsion) 

et présentent respectivement un site de restriction unique pour NOT1 (GC^GGCCGC) et Eag1 

(C^GGCCG).  Les enzymes de restriction correspondantes ont été utilisées pour linéariser les deux 

plasmides. L'enzyme NotI a été utilisée pour digérer les produits de PCR issue de l'amplification des 

segments génomiques. Les digestions ont été réalisées à 37°C pendant 1h. Les plasmides ont ensuite été 

déphosphorylés avec le kit rAPid Alkaline phosphatase (Roche) pendant 15 min à 37°C et l'enzyme 

ensuite inactivée 75°C pendant 2 min. Les plasmides R ont ensuite été purifiés avec le kit QIAquick 

PCR purification de QIAgen®. Les produits de PCR digérés ont ensuite été séparés par électrophorèse 

sur gel d’agarose à 1% contenant du bromure d'éthidium (concentration finale 0,5 µg/mL) pendant 30 

min à 110V. Les amplicons correspondant aux segments ont été découpés sur une table à UV à l’aide 

d’un scalpel et l'ADN purifié en suivant le protocole du Kit Geneclean® III (MP Biomedicals). Les 

ADN ont été élués dans 10µL d’eau RNase-free. 

Les quantités de plasmides linéarisés et déphosphorylés et les amplicons d’ADN ont été estimés 

sur gel d'agarose avant de procéder à la ligation. Le ratio de l'amplicon au plasmide est défini par la taille 

du plasmide et de l'amplicon (intensité égale ou équivalente des deux produits sur gel d'agarose).  La T4 

DNA ligase (10 U/réaction : New England Biolabs) a été utilisée pour la réaction de ligation (volume 

total 10 µl) des plasmides et amplicons digérés et les tubes ont été incubés à 16°C pendant 16 heures. 

 Transformation des bactéries et amplification des plasmides d’intérêt 

Le plasmide pGEz a été préparé par le Dr. Baptiste Monsion (équipe ARMOR, UMR1161 

virologie). Ce plasmide contient le gène ccdB qui permet de contre sélectionner les clones non-

recombinants. Le clonage dans le site Eag1 aboutit à l'inactivation de ccdB 

(https://blog.addgene.org/plasmids-101-ccdb-the-toxic-key-to-efficient-cloning). Le variant de ccdB 

utilisé permet la contre sélection dans les bactéries DH5alpha. Dans le cas du plasmide pCI-neo les 

bactéries, XL1-Blue ont été utilisées. L’antibiotique utilisé pour la sélection des clones recombinants 

est l’ampicilline (100µg/mL, concentration finale) avec le plasmide pCI-neo et la zéocine (50µg/mL, 

concentration finale) avec le plasmide pGEz. Des bactéries chimiquement compétentes ont été utilisées. 

Les bactéries sont incubées sur glace pendant 30 min en présence du plasmide. Elles subissent ensuite 

un choc thermique à 42°C pendant 45 secondes avant d'être de nouveau remises sur glace pendant 2 

min. Du milieu SOC (InvitrogenTM) préchauffé est ajouté pour permettre aux cellules de récupérer qui 

sont incubées pendant 1h sous agitation avant d’être étalées sur boite de pétri (LB agar) avec 

l’antibiotique correspondant et incubées à 37°C toute une nuit. 

https://blog.addgene.org/plasmids-101-ccdb-the-toxic-key-to-efficient-cloning
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 Confirmation des clones recombinants  

Le lendemain de la transformation, les clones obtenus sont testés en faisant des PCR sur colonies 

en suivant les recommandations du kit GoTaq® G2 Green Master Mix (Promega) dans un volume final 

de 25µL. Les amorces utilisées selon le plasmide sont pCI-neo F 3’ AAGGCTAGAGTACTTAATACG 

5’, pCI-neo R 3’ GTCTGCTCGAAGCATTAACC 5’, pGEz F 3’ AACAGGGGCTGGTGAAATG 5’ 

et pGEz R 3’ GGCCATATCGGTGGTCATC 5’. Les produits de PCR sont ensuite analysés par 

électrophorèse sur gel d’agarose 1% à 110V pendant 30 min. Les colonies confirmées par PCR sont 

repiquées en milieu LB liquide avec de l’ampicilline ou zéocine et incubées toute une nuit. Les plasmides 

sont purifiés à l’aide du kit de Macherey Nagel Nucleospin® Plasmid. Les plasmides sont ensuite 

séquencés par la méthode de Sanger en utilisant le kit Bigdye terminator. L’assemblage et l'analyse des 

séquences ont été réalisés en utilisant des programmes de bio-informatique incluant : Serial Cloner 

(serialbasics), Chromas, WinGene et WinPep (Dynojet Research Inc.). 

 Analyses des séquences 

Les séquences des génomes du KEMV P3 et KEMV IRE20 ont été comparés avec des séquences 

disponibles d'orbivirus représentatifs d'espèces dont les isolats sont transmis par des moustiques, des 

moucherons piqueurs du genre Culicoides ou des tiques. Les séquences protéiques ont été déduites des 

cadres de lectures ouverts en utilisant les programmes WinGene et WinPep (Dynojet Research Inc.) 

(Mohd Jaafar, Belhouchet, Belaganahalli, et al. 2014). Les séquences protéiques ont été alignées en 

utilisant le programme Clustal X version 1.8 (J. D. Thompson et al. 1997). Les séquences nucléotidiques 

des cadres de lectures ouverts ont été alignés (codon par codon) sur le profil d'alignement des séquences 

protéiques correspondantes. Les arbres phylogénétiques ont été réalisées avec le programme MEGA X 

(Kumar et al. 2008). Les arbres de maximum likelihood (nearest neighbour interchange) ont été 

construits en utilisant le modèle Tamura-nei pour les acides nucléiques et le modèle Dayhoff pour les 

protéines. 

2.4.5 Mise au point de la purification des ARNdb en vue d’un 

séquençage NGS  

Afin de purifier au maximum les ARNdb de KEMV des ARNsb cellulaires et messagers, deux 

techniques différentes ont été testées. La première est une méthode enzymatique par l’intermédiaire 

d’une RNAse et la seconde est une méthode physique. 
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2.4.5.1 Purification des ARN db par méthode enzymatique 

La purification enzymatique des ARNdb a été faite à l’aide de la RNAse A de Roche. Le but de 

cette étape était de déterminer la concentration optimale de RNAse A pour éliminer un maximum 

d’ARNsb sans perdre d’ARNdb. Plusieurs concentrations ont été testées : 0,5 ; 2 ; 5 et 50 µg/mL avec 

différents temps d’incubation allant de 30 min à 1h30. La procédure suivie est la suivante : les ARN 

extraits avec le RNA NOWTM à partir d’une culture cellulaire sont d’abord précipités au chlorure de 

lithium 2M et repris dans 50µL d’eau RNAse free. Les ARN sont ensuite dilués dans une solution 

concentrée de SSC (saline-sodium citrate : 20X composition). Les ARNs sont incubés pendant 30 min 

à température ambiante (concentration finale de SSC : 2X) pour promouvoir une hybridation complète 

des brins complémentaires de l'ARNdb. L'hybridation complète des ARNdb est nécessaire pour 

empêcher la dégradation des ARNdb par la RNAse A. La RNAse A est ensuite ajoutée et les réactions 

incubées à 37°C pendant le temps testé choisi. Du phénol/chloroforme/isoamyl alcohol (25/24/1) (PCA) 

est ensuite ajouté à volume égal. Les tubes sont ensuite centrifugés à 12 000 g pendant 5 min à 

température ambiante. La phase aqueuse est transférée dans un nouveau tube (environ 100 µL). Un 

volume équivalent de SSC 2X est ajouté ainsi que 50 µL de PCA à nouveau. Après agitation, le mélange 

est centrifugé à 12 000 g pendant 5 min à température ambiante et la phase aqueuse est transférée dans 

un nouveau tube. Les ARNdb sont précipités dans 2,5 volumes d’isopropanol et 0,5 volume d’acétate 

d’ammonium à 7,5 M à -20°C pendant 2h. Une centrifugation à 15 000 g pendant 10 min à 8°C est 

ensuite effectuée et le surnageant est éliminé. Le culot d’ARNdb est ensuite lavé deux fois avec 1mL 

d’éthanol à 75% et centrifugé à 15 000 g pendant 10 min à 8°C. Les ARN sont repris dans 15 µL d’eau 

RNAse free. 

2.4.5.2 Purification des ARNdb par méthode physique 

La seconde méthode testée est la purification physique. Pour cela, après extraction et précipitation 

des ARN, ces derniers sont d’abord séparés par électrophorèse sur gel d’agarose à 1% à 110V pendant 

30 min. La partie basse du gel contenant les ARNsb de petite taille est découpée. Les pôles du générateur 

sont inversés et une migration à 110V est effectuée à nouveau pendant 20 min afin de regrouper dans 

un faible volume d’agarose tous les segments d’ARNdb. Ces segments sont ensuite découpés à l’aide 

d’un scapel. L'ARN est récupéré de l’agarose éliminée en utilisant le kit RNaid (MP Biomedicals) 

comme décrit précédemment (Attoui et al., 2000). Les ARN subissent une seconde purification sur 

colonne avec le kit RNeasy (Qiagen) et sont élués dans 40µL d’eau RNAse free. Le niveau de pureté est 

ensuite évalué sur gel d’acrylamide à 7,5%. Pour se faire, les ARN sont d’abord chauffés dans un volume 

égal avec du tampon Laemmli (Biorad) à 70°C pendant 5 min. Les ARNdb sont séparés par 

électrophorèse pendant 1h30 à 25 mA dans un mini gel (10x8 cm). A la fin de l'électrophorèse, le gel 

d'acrylamide est coloré dans une solution de bromure d'éthidium (concentation finale 0,5µg/mL) dans 

du tampon TAE (Tris acétate EDTA).     
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3 Résultats 

3.1 Infections cellulaires 

3.1.1 KEMV est associé aux cellules de mammifère et de tique  

Après 6 jours d’infection dans les cellules de mammifère BSR et de tique IRE11, IRE/CTVM19 

et IRE/CTVM20, les ARN ont été extraits à partir du surnageant et des cellules et analysés sur gel 

d’agarose à 1% (Figure 38). L’aspect des cellules en fin d’infection diffère selon le type cellulaire. Les 

cellules BSR étaient toutes lysées tandis que les cellules de tique (les trois lignées) étaient intactes et ne 

montraient pas d'effets cytopathiques ou changements morphologiques. Comme pour les autres virus de 

la famille des Reoviridae, le virus Kemerovo demeure majoritairement associé aux débris cellulaires de 

BSR ou cellules de tique intactes. Les extractions d'ARN réalisées à partir des débris de cellules BSR 

ou de cellules de tiques intactes, culotées par centrifugation, montre que le génome viral est associé à 

ces fractions (figure 38). Le génome viral n’est pas visible sur gel lorsqu’il est extrait à partir des 

surnageants des cultures cellulaires (figure 38). 

 

Figure 38: Electrophérotypes du génome de KEMV sur gel d’agarose à 1%. Les ARN viraux sont extraits de 

cellules BSR (A) et de cellules de tique (B) 
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3.1.2 KEMV dans les cellules de tique 

3.1.2.1 Choix de la lignée cellulaire de tique 

Les trois lignées de cellules de tique (IRE11, IRE/CTVM19 et IRE/CTVM20) ont été infectées 

avec du KEMV P3 de la même manière dans le but d'identifier la ou les lignée(s) cellulaire(s) 

susceptible(s) et permissive(s) pour l'infection par le virus Kemerovo. Les infections ont duré 6 jours et 

les ARN ont été extraits à partir des cellules culotées. Les ARN ont été ensuite précipités au chlorure de 

lithium à 2M et analysés par électrophorèse sur gel d’agarose à 1% (Figure 39). Comme KEMV est 

associé aux débris cellulaires, les infections ont été réalisées en double avec du KEMV issu de BSR. 

Une flasque de chaque lignée a été arrêtée le jour même de l’infection pour servir de contrôle (J0). Six 

jours post-infection, selon la lignée de cellule, les résultats sont différents. La comparaison des extraits 

d'ARN obtenus à J0 et J6 à partir des cellules IRE11 et IRE/CTVM19 suggère qu'il y a une diminution 

plutôt qu'une augmentation de la quantité d'ARNdb par rapport à celles observées à J0. Dans les cellules 

IRE/CTVM20, la quantité d’ARN génomique est, quant à elle, significativement plus importante que 

celle observée à J0, ce qui suggère que ces cellules sont susceptibles à l'infection et permissive à la 

réplication du virus Kemerovo. De ce fait, les cellules IRE/CTVM20 ont été retenues pour la suite des 

travaux. 

 

Figure 39: Comparaison des quantités d'ARN génomique du KEMV sur gel d’agarose à 1% à J0 et J6 post-

infection infection dans les trois lignées de cellules de tique 

3.1.2.2 Détermination du temps d’infection des cellules de tique et premier 

passage en série dans ces cellules 
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Dans le but de déterminer le temps d’infection optimal dans les cellules de tique, cinq flasques de 

IRE/CTVM20 de 12,5 cm2 ont été infectées et arrêtées à différents temps post-infection : J0, J3, J6, J8 

et J10. Les ARN ont été séparés et analysés sur gel d’agarose à 1%. Ils sont présentés dans la figure 40. 

Jusqu’à J3 post-infection, la quantité d’ARN demeure inchangée. Par la suite, la quantité d’ARN a 

augmenté et reste inchangée entre J6 et J10. Le temps de récolte du virus/ARNdb dans les cellules 

IRE/CTVM20 avec du KEMV a donc été fixé à 6 jours. Ce temps est similaire à celui connu pour le 

BTV qui, en se répliquant dans les cellules KC, atteint un titre maximal à 6-7 jours post-infection (Fu 

1995). L’expérience a été répétée en faisant un premier essai de passage en série. Les quantités d’ARNdb 

trouvées à J6 post-infection (P2) sont similaires à celles trouvées à J6 lors de la première infection (P1) 

(Figure 40). 

 

Figure 40: ARNdb extraits des cellules IRE/CTVM20 infectées avec du KEMV (P1) et comparaison avec un 

premier passage en série récolté à J6 (P2). 

3.1.2.3 Infection persistante dans les cellules de tique 

Les cellules KC s'infectent de manière persistante avec le BTV. Le suivi de ces cellules infectées 

montre que dans certains cas l'ARN génomique n'est plus observé à 9 mois post-infection. Afin de suivre 

une infection de KEMV sur une longue durée dans les cellules de tique et de comparer avec des données 

disponibles pour le BTV, des cellules IRE/CTVM20 ont été infectées par le virus Kemerovo et 

maintenues pendant 16 semaines, soit 112 jours. Un million de cellules ont été prélevées à J7, J14, J21 

et J112 pour en extraire les ARN. Entre J21 et J112, aucune cellule n’a été prélevée. La figure 41 montre 

les profils électrophorétiques du KEMV à ces différents jours post-infection. Pendant les 3 premières 

semaines, soit jusqu’à J21, la quantité d’ARN est comparable. À J112 post-infection, KEMV semble 

toujours présent mais la quantité d’ARN a drastiquement diminué rendant les ARN très faiblement 

visibles sur gel d’agarose. Le titre du virus a diminué considérablement, au fil de l’infection persistante 

des cellules.   
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Figure 41: Persistance de KEMV dans les cellules IRE/CTVM20 infectées. L'image à J121 est contrastée 

davantage pour mieux voir les segments d'ARN génomiques. 

3.1.3 Optimisation des infections avec le KEMV issu des cellules de tiques 

Les travaux in vitro de cette thèse consistaient à produire des souches adaptées du KEMV en 

culture cellulaire en faisant 30 passages en série et en alternance dans les cellules de tique IRE/CTVM20 

et de mammifère BSR. Dans un premier temps, un premier essai de passage en alternance a été réalisé 

en infectant des cellules BSR avec des cellules IRE/CTVM20 infectées avec le KEMV. Les cellules 

BSR ont bien été infectées et ces dernières étaient lysées. Le profil électrophorétique sur gel d’agarose 

à 1% présenté en figure 42 montre bien qu’il y a eu réplication de KEMV dans ces cellules. Cependant, 

au cours de l’infection des cellules de mammifère, nous avons observé que les cellules IRE/CTVM20 

étaient toujours vivantes à 37°C pendant 4 jours. De plus, sur le profil électrophorétique, de l’ARN 

ribosomial de cellules de tique est visible (encadré en rouge sur la figure 42), ce qui suggère que les 

ARN présents sur ce profil sont non-seulement issus des cellules BSR mais également des cellules 

IRE/CTVM20.  

Dans le cadre de l’étude de la variabilité génétique et de la fitness, nous cherchons à étudier 

l’information génétique qui est transmise au passage suivant. Il a donc été nécessaire d’optimiser la 

purification de KEMV produit dans les cellules de tique. Le nouveau protocole mis au point a permis 

de libérer les particules virales produites dans les cellules IRE/CTVM20 et d’infecter les cellules BSR, 

comme le montre la figure 42 (à droite). Les ARN ribosomiaux de cellules de tique sont absents sur le 
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profil électrophorétique et les cellules BSR étaient bien lysées. Ce protocole a donc été appliqué pour 

les passages en alternance et les passages en série dans les cellules de tique. 

 

Figure 42: Profils électrophorétiques du génome de KEMV extrait à partir des cellules BSR et analysés sur gel 

d’agarose à 1% avant (A) et après (B) purification de l'inoculum issu des cellules IRE/CTVM20 

3.2 Un orbivirus qui diffère des autres d’un point de vue physico-chimique 

En général, les orbivirus transmis par les insectes comme les moustiques et les moucherons 

piqueurs peuvent être stockés à +4°C pendant plusieurs mois ou plusieurs années sans chute majeure du 

titre infectieux. Le virus Kemerovo contraste avec ces virus. Le titre viral en PFU/mL a été déterminé 

par la technique de plages de lyse, immédiatement après la production de KEMV P3 et était de 1,32x108 

PFU/mL. Après un stockage de 4 semaines à +4°C, KEMV P3 a de nouveau été titré par la technique 

de plages de lyse. Le nouveau titre était 3,0x106 PFU/mL, soit une diminution de 2 log du titre exprimé 
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en PFU/mL. Le virus a été de nouveau retitré après un chauffage à 37°C pendant 15 min afin de voir si 

le virus s’était agrégé de manière réversible ou irréversible pendant le stockage à +4°C. Le titre après 

chauffage est de 4,4x106 PFU/mL. Pour chaque titrage en plages de lyse, le génome viral a été quantifié 

en parallèle, par RT-PCR en temps réel et les valeurs de Ct étaient pour tous aux alentours de 10 (Figure 

43). Les quantités d'ARN génomiques, et par conséquent le nombre de particules virales, ne semblent 

pas être affectées lors du stockage à +4°C. Au vu du titre reproductible après stockage à 4°C et 

réchauffement à 37°C, ainsi que des valeurs de Ct similaires lors des 3 titrages du virus, stocké à 4°C 

ou stocké puis réchauffé à 37°C, les particules virales de KEMV semblent s’agréger de manière 

irréversible lors d’un stockage à +4°C. Pour d'autres orbivirus comme le BTV, le stockage à +4°C de 

suspensions virales concentrées en présence de tensioactifs qui respectent l'intégrité de la particule 

virale, aboutit à une agrégation réversible lors du chauffage à 37°C. L'abstraction du tensioactif lors du 

stockage à +4°C aboutit à une agrégation irréversible (Mertens et al. 1996). 

De ce fait, le virus Kemerovo a été aliquoté et conservé à -80°C tout au long de ces travaux de 

thèse, sachant qu’une congélation à -80°C et décongélation de ce virus comme pour d'autres virus de la 

famille Reoviridae provoque une perte d'environ un log du titre infectieux, ce qui a été attribué à une 

perte de la capside externe (Joklik 1983). 

 

Figure 43: Évolution du titre viral en PFU/mL et par RT-PCR temps réel de KEMV au cours d’un stockage de 2 

mois à +4°C  
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3.3 Titrage du KEMV  

Le traitement au Vertrel XF des lysats issus de cellules de mammifères infectées, par des virus de 

la famille des Reoviridae, au fréon libère les particules virales de leur association avec les débris 

cellulaires. Afin de s’assurer que le titre infectieux de KEMV ne soit pas impacté par le traitement au 

solvant organique Vertrel XF, des titrages par la technique de plages de lyse ont été réalisés avec et sans 

solvant. De plus, nous nous sommes également intéressés au titre viral du KEMV après un passage en 

cellules de tiques IRE/CTVM20 et l’impact du protocole mis au point pour purifier les particules virales 

issues de ces cellules sur l’infectiosité de KEMV. La figure 44 résume tous les résultats obtenus. Les 

titres obtenus ici sont assez bas, puisque le KEMV P4 utilisé avait été stocké pendant plusieurs semaines 

à +4°C. Ce titre très bas qui n'est pas compatible avec les concentrations d'ARNdb extraits à partir de la 

même préparation. Nous avons donc investigué une potentielle dégradation des protéines de la capside 

externe par des protéases issues d'une éventuelle contamination. Une coloration par le DAPI (diamidino-

phenylindole) à confirmer l'existence d'un contaminant qui a été confirmé par PCR comme étant des 

mycoplasmes. Par conséquent, pour chaque infection, la ciprofloxacine a été utilisée à 1 µg/mL en 

concentration finale, ce qui a permis d'éliminer les mycoplasmes et de prévenir la diminution du titre 

infectieux lors du stockage à +4°C. Le titre demeure stable à environ 4,4x106 PFU/mL et résulte de 

l'agrégation des particules virales puisque les quantités d'ARNdb (ARN génomique) ne sont pas 

diminuées. 

 

Figure 44: Titrage par plages de lyse dans les cellules BSR du KEMV P4 issu de BSR sans traitement (A), avec 

traitement au Vertrel XF (B) 

3.3.1 Le traitement au Vertrel XF n’impacte pas le titre viral 

Le virus Kemerovo a été titré avec et sans purification des particules virales associées aux débris 

cellulaires BSR. Comme le montre les figures 44A et 44B, sans traitement, le titre a été estimé à 2,0x104 

PFU/mL et avec traitement, le titre est de 4,8x104 PFU/mL. Le traitement au Vertrel XF n’impacte pas 

négativement le titre viral en PFU/mL. Les dilutions en cascade de suspensions virales issues des lysats 
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cellulaires aboutissent à une répartition non-homogène des particules virales. Le virus produit dans les 

BSR a été alors traité au Vertrel XF avant chaque infection, ce qui permet de travailler avec un titre 

homogène car les particules virales sont libérées des débris cellulaires. Le titrage du KEMV issu des 

cellules BSR traitées par la ciprofloxacine, est bien plus élevé (1,32x108 PFU/ml), confirmant l'effet 

délétère de la contamination par les mycoplasmes sur les protéines de la capside externe et par 

conséquent sur le titre infectieux observé.  Pour résumer, le titre du virus Kemerovo issu des cellules 

BSR traitées à la ciprofloxacine et fraichement récolté est 1,32x108 PFU/mL et il diminue par agrégation 

à +4°C pour atteindre un titre stable à environ 4,4x106 PFU/mL. 

3.3.2 Validation du protocole de purification des particules virales produites en 

IRE/CTVM20 

Des cellules IRE/CTVM20 ont été infectées avec le KEMV P4 utilisé précédemment. La 

production a été titré par la technique de plages de lyse dans les cellules BSR selon deux conditions afin 

de voir l’impact du protocole mis au point pour purifier les particules virales produites sur le titre 

infectieux. Les cellules IRE/CTVM20 infectées ont été re-suspendues à l’aide d’un grattoir à cellules. 

Une partie de la suspension a été utilisée en l’état pour le titrage et le reste a été traité avec le protocole 

de purification que nous avons mis au point. Brièvement, un état de turgescence a été induit aux cellules 

en les plaçant dans une solution hypotonique. La lyse a été permise par l’application de 

pression/dépression à l’aide d’un homogénéiseur de Dounce. Enfin les débris ont été traités au Vertrel 

XF. La solution, qui en résultait, a ensuite été titrée. Les titres obtenus pour KEMV issu de cellules de 

tiques sans et avec traitement sont, respectivement, 4,9.102 et 4,8.102 PFU/mL. Les titres obtenus à l’issu 

de cette expérimentation sont extrêmement bas. La raison pourrait être la présence de mycoplasme dans 

les cellules BSR qui ont servi pour le titrage. Au regard de ces résultats, nous pouvons toutefois valider 

le protocole de purification. L’infectiosité de KEMV n’est pas impactée par la procédure, qui de ce fait 

a été utilisée tout au long de cette thèse. Au fil des travaux, d’autres titrages de KEMV issu de cellules 

de tique IRE/CTVM20 ont été effectués et les titres étaient compris entre 105 et 106 PFU/mL. 

3.4 Séquençage après un passage dans les cellules de tique 

3.4.1 Détermination des séquences 

Les segments d'ARNdb génomiques de KEMV ont été convertis en ADNc en liguant une amorce 

'ancre' aux extrémités 3' de l'ARNdb suivi d'une transcription inverse. Les ADNc ont été amplifiées par 

PCR en utilisant une amorce unique complémentaire. Les amplicons clonés dans des plasmides ont été 

séquencés par la méthode de Sanger. Dans le temps imparti, des séquences quasi-complètes ont été 

déterminées sauf le segment 7 du KEMV P3 et les segments 4, 5 et 6 du KEMV produits dans les cellules 

de tique IRE/CTVM20. La liste des segments génomiques séquencés ainsi que leurs propriétés sont 
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présentées dans les tableaux 6 et 7. Comme chez tous les orbivirus, les séquences terminales en 5’ et 3’ 

sont relativement conservées entre les segments. Ces séquences terminales sont identiques, 

indépendamment de la provenance du virus (cellules BSR ou IRE/CTVM20). Les séquences conservées 

sont 5’-GUAAAA et UAC-3’. La comparaison des séquences de génomes issus des BSR et des cellules 

de tique montre que la longueur des segments en paires de base (pb) est la même, à l’exception du 

segment 1, et que la taille et la masse théorique des protéines qui sont codées, sont identiques (pas de 

substitutions identifiées) ou très similaires (substitutions identifiées au niveau des séquences en acides 

aminés). Une base d’adénine a été rajoutée en position 7 de la séquence nucléotidique du segment 1 de 

KEMV issu de cellules de tique. 

Le séquençage du génome de KEMV P3 a permis d'identifier un segment 5 entier et une forme 

tronquée de ce même segment (segment défectif interférant (DI) qui a perdu 270 nucléotides à son 

extrémité 3’), bien qu'il ne soit pas visible sur gel dans l'électrophérotype du génome (Figure 45). La 

comparaison de nos séquences à celles déposées dans les bases de données, montre que cette même 

forme de DI a été identifiée dans d'autres génomes de KEMV séquencés. Nous n'avons pas estimé le 

pourcentage de cette forme DI au sein du génome KEMV P3. 

 

Figure 45: Segment 5 défectif interférent de KEMV P3 
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Tableau 6: Caractéristiques des segments génomiques du KEMV P3 

Segments 
Longueur 

(bp) 

Protéines 5’ NCR 3’ NCR 

Longueur 

(bp) 

Masse 

(kDa) 

Longueur 

(bp) 

Séquences 

terminales 

Séquences 

terminales 

Longueur 

(bp) 

1 3896 1285 146.006 10 5’-GUAAAAU AAGGAUAC-3’ 31 

2 2792 908 102.75 18 5’-GUAAAAC AAGGAUAC-3’ 50 

3 1934 632 72.4 5 5’-GUAAAAU UAACUUAC-3’ 50 

4 1730 554 62.56 17 5’-GUAAAAU CAAGAUAC-3’ 51 

5 1719 529 60.03 39 5’-GUAAAAA UAAGAUAC-3’ 93 

5* 1456 482 54.29 40 5’-GUAAAAA - 4 

6 1668 537 59.44 22 5’-GUAAAAU UAGGUUAC-3’ 34 

7 - - - - - - - 

8 1183 357 39,5 18 5’-GUAAAAU UAAGUUAC-3’ 91 

9 1049 317/151 34,2/17,6 58 5’-GUAAAAA AAAGAUAC-3’ 40 

10 707 214/208 23.41 18 5’-GUAAAAU UAGGAUAC-3’ 47 

Consensus 5’-GUAAAA A/UUAC-3’  

Tableau 7: Caractéristiques des segments génomiques du KEMV après un passage en cellules de tique 

IRE/CTVM20 

Segments 
Longueur 

(bp) 

Protéines 5’ NCR 3’ NCR 

Longueur 

(bp) 
Masse (kDa) 

Longueur 

(bp) 

Séquences 

terminales 

Séquences 

terminales 

Longueur 

(bp) 

1 3897 1285 145,9 10 5’-GUAAAAA AGGAUAC-3’ 31 

2 2792 908 102.75 18 5’-GUAAAAC AGGAUAC-3’ 50 

3 1934 632 72.4 5 5’-GUAAAAU AACUUAC-3’ 33 

4 - - - - 5’-GUAAAAU - - 

5 - - - - 5’-GUAAAAA - - 

6 - - - - 5’-GUAAAAU - - 

7 1197 368 40.93 45 5’-GUAAAAU AAGAUAC-3’ 48 

8 1183 357 39,5 18 5’-GUAAAAU AUUUUAC-3’ 91 

9 1049 317/151 34,2/17,6 58 5’-GUAAAAAU AAGAUAC-3’ 40 

10 707 214/208 23.41 18 5’-GUAAAAU AGGAUAC-3’ 47 

Consensus 5’-GUAAAA A/UUAC-3’  
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3.4.2 Identification de substitutions synonymes et non synonymes dans 

le génome de KEMV après un passage unique dans les IRE/CTVM20  

Des substitutions synonymes et non synonymes ont été mises en évidence en comparant les 

séquences de KEMV après un seul passage dans les cellules de tique (KEMV-IRE20) et les séquences 

de KEMV P3. Huit substitutions ont été identifiées dans la séquence nucléotidique du segment 1 de 

KEMV-IRE20, codant l’ARN polymérase ARN dépendante. Cependant, seulement une substitution 

(C2602T) a entrainé une modification au niveau de la séquence en acides aminés en position 864. Deux 

substitutions nucléotidiques non-synonymes ont été identifiées dans la séquence de la VP3 (enzyme de 

coiffage – complexe de transcription) et ont entrainé des modifications dans la séquence d’acides aminés 

en position 270 et 468. Au sein du segment 8, codant la VP7, une substitution nucléotidique en position 

668 est à l’origine de la substitution en position 217 dans la séquence protéique (Tableau 8). 

Tableau 8: Comparaison des séquences obtenues de KEMV issu des cellules IRE/CTVM20 avec la séquence du 

KEMV P3 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Segments Protéines 
Fonction de 

la protéine 

Substitutions 

nucléiques 

Substitutions 

amino-acides 

1 VP1 

ARN 

Polymérase 

ARN 

dépendante 

T673C, 

G863A, 

A1846G, 

T1995C, 

G2317A, 

C2602T, 

A2838G, 

G3521A 

A864V(conservative) 

2 VP2 
Protéine du 

core (T2) 
Non Non 

3 VP3 
Enzyme de 

coiffage 

T813A 

G1408A 

S270T(conservative) 

R468K(conservative) 

8 VP7 
Protéine du 

core (T13) 
C668T A217V(conservative) 

9 

VP6 Hélicase Non Non 

NS4 

Interaction 

avec la cellule 

hôte 

Non Non 

10 NS3 

Libération des 

particules 

virales 

Non Non 
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 Le tableau 9 montre les pourcentages d’identité dans les séquences nucléotidiques et protéiques 

entre les segments des génomes de KEMV P3 et KEMV IRE20. Ce tableau indique un taux de 

conservation élevé entre les séquences nucléotidiques et protéiques. 

Tableau 9 : Pourcentage d'identité dans les séquences nucléotidiques et protéiques de KEMV P3 et KEMV 

IRE20 

 

3.4.3 D’un point de vue phylogénétique 

La figure 46 montre les groupements ou 'clusters' phylogénétiques des orbivirus au sein d'arbres 

construits avec la méthode du Maximum Likelihood. Il s'agit de séquences (protéiques ou 

nucléotidiques) d’orbivirus représentatifs d'espèces dont les isolats sont transmis par des moustiques, 

des moucherons piqueurs du genre Culicoides ou des tiques, incluant le KEMV. L'arbre montré en 46A 

a été construit avec les séquences en acides aminés de la VP1 (ARN polymérase ARN-dépendante). La 

séquence de la polymérase du virus Banna a été utilisée comme 'outgroup'. L'arbre montré en 46B a été 

construit avec un alignement des séquences nucléotidiques des segments 7 (codant la VP7). Cet 

alignement des cadres de lectures ouverts (codon par codon) a été réalisé sur le profil d'alignement de 

la séquence protéique des VP7.  

Ces arbres montrent que chacun des groupes (tiques-, moustiques- ou Culicoides-borne) est 

monophylétique, confirmant la relation étroite entre les orbivirus et leurs vecteurs. Les résultats obtenus 

pour KEMV montrent que les séquences de la VP1 du KEMV issu des cellules de tique ou des BSR 

forment un cluster, bien qu'il y ait des différences de séquences comme identifiées dans le tableau 8.   

Segments (séquences 

nucléotidiques) 
% d’identité 

Protéines (séquence 

en acides aminés 

déduits des ORF) 

% identité 

1 99 VP1 99 

2 100 VP2 100 

3 99 VP3 99 

8 99 VP7 99 

9 100 
VP6 100 

NS4 100 

10 100 NS3 100 



 

 

146 

 

 

Figure 46 : Groupements phylogénétiques des orbivirus en utilisant la méthode du 'Maximum Likelihood'. Les 

séquences d'orbivirus sont regroupées au sein de 3 groupes ou 'clusters' monophylétiques, en fonction de leurs 

vecteurs respectifs. La figure 46A montre un arbre phylogénétique basé sur les séquences protéiques de la 

polymérase virale ARN-dépendante (VP1). La figure 46B est basée sur la séquence des acides nucléiques du 

segment 7 (codant la VP7). Dans cet arbre, les ORFs des segments 7 ont été alignés (codon par codon) sur le 

profil d'alignement des séquences protéiques de la VP7. Le modèle Dayhoff a été utilisé dans l'arbre de la VP1 et 

le modèle Tamura-Nei pour l'arbre du segment 7. 

3.5 La production des 30 passages en série et en alternance 

3.5.1 Observations faites au cours des passages 

La production des 30 passages en série et en alternance a duré 9 mois. Cette dernière a dû être 

arrêtée pendant 3 mois en raison de la pandémie du Covid-19 en 2020. Les temps d’infection entre 

chaque passage dans les cellules de tique ou mammifère étaient de 6 jours. 

L’infection des cellules BSR, lors des passages en alternance ou en série, a nécessité un suivi 

quotidien au cours des 6 jours d’infection afin d'empêcher l'acidification du milieu de culture. Entre 2 
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et 3 jours post-infection, le milieu s'acidifiait au point d'entrainer la mort cellulaire mais aussi 

l'inactivation de l'infectiosité des particules néoformées. Les études antérieures réalisées avec le BTV 

montrent que la capside externe se dissocie de la particule virale à pH 5 et que la particule virale se 

désintègre complètement quand le pH atteint 3 (Mertens et al. 1996). Afin de rétablir des valeurs de pH 

neutre, le surnageant de culture est tamponné avec une solution de bicarbonate de sodium à 7,5%. Toutes 

les cellules BSR étaient complétement lysées à la fin des 6 jours d’incubation, lors des passages en 

alternance. Au fil des passages en série dans les BSR, les cellules étaient de moins en moins lysées à 6 

jours post-infection et formaient des chapelets de cellules. Cette association en chapelet dans les cellules 

BSR est induite par un nombre limité d'orbivirus, incluant le BTV. Quant aux cellules de tiques, elles 

n'ont subi aucun changement morphologique notable au cours des passages en série et en alternance. 

3.5.2 Profils électrophorétiques du KEMV adapté en culture cellulaire 

Les ARNdb de tous les passages ont été extraits à partir des cellules (de mammifère et de tique) 

et ont été analysés par électrophorèse sur gel d’agarose à 1%. 

3.5.2.1 Passages en série dans les BSR 

La figure 47 représente les profils électrophorétiques des différents passages de KEMV produits 

en série dans les cellules de mammifère BSR. La quantité d’ARN obtenue pour chaque passage est 

conséquente (comparable aux quantités d'ARN génomique des autres virus de la famille Reoviridae 

quand ils sont propagés dans les cellules de mammifères), la production du KEMV au cours de ces 

passages a été efficace. Les profils des 15 premiers passages sont homogènes. À partir du passage n°16, 

une bande supplémentaire d’ARNdb est visible juste en dessous du segment 2 et est observée dans les 

génomes issus des passages 16 à 30. La figure 48 montre clairement cette bande supplémentaire qui 

correspond vraisemblablement à un segment défectif interférent dont l'origine reste à déterminer. Il ne 

s'agit pas d'un 11ème segment empaqueté avec les 10 segments natifs du génome au sein d'une même 

particule virale. Comme connu pour d'autres virus de la famille des Reoviridae, il s'agit de populations 

mixtes où une particule contiendrait neuf segments natifs et un segment défectif interférant et d'autres 

particules contiennent les 10 segments natifs. 
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Figure 47: Electrophérotypes de KEMV au cours des 30 passages en série en cellules de mammifère BSR (L : 

Ladder, marqueur de taille 2log) 

 

Figure 48: Électrophérotypes du génome de KEMV adapté aux cellules BSR avec mise en évidence du segment 

défectif interférent (L : Ladder, marqueur de taille 2log) 
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3.5.2.2 Passages en série dans les IRE/CTVM20 

Pour des raisons d’économie d’échantillons, seuls les ARN des Ps.IRE 1, 5, 11, 15, 21, 25 et 29 

ont été analysés sur gel d’agarose à 1% afin d'évaluer les électrophérotypes au cours des 30 passages du 

KEMV dans les IRE/CTVM20. La figure 49 représente les électrophérotypes de ces différents passages. 

Les quantités d’ARN sont plus faibles dans les passages 1, 21 et 25. Aucune bande supplémentaire 

correspondant à la bande DI identifiées dans les cellules BSR, n'est visible sur ces profils. 

 

Figure 49: Electrophérotypes de KEMV au cours des passages en série dans les cellules de tique IRE/CTVM20 

(L : Ladder, marqueur de taille 2log) 

3.5.2.3 Passages en alternance dans les IRE/CTVM20 et BSR 

La figure 50 représente les électrophérotypes du KEMV lors des passages en alternance dans les 

cellules de tique IRE/CTVM20 et de mammifère BSR. Les passages impairs correspondent aux passages 

effectués dans les IRE/CTVM20 et les pairs aux passages dans les BSR. Au vu de ces profils, la quantité 

d’ARN issus de cellules de mammifère est la même au fil des 15 premiers passages. De même, pour les 

ARN issus des IRE/CTVM20, les quantités retrouvées sont comparables entre elles. Pour les 15 derniers 

passages, la quantité d’ARN issus de IRE/CTVM20 et BSR semble avoir légèrement diminué pour 

ensuite augmenter au P.alt 30. Les ARN issus de BSR sont en quantité plus importante que ceux 

provenant des cellules IRE/CTVM20. Les profils des 30 passages sont homogènes, les 10 segments sont 

bien retrouvés et visibles. Leur taille correspond bien à ce qui est connu pour ce virus. Aucune bande 

supplémentaire n’est visible dans les 30 profils. 
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Figure 50: Electrophérotypes de KEMV au cours des passages en alternance dans les cellules de tique 

IRE/CTVM20 et de mammifère BSR (L : Ladder, marqueur de taille 2log) 

3.5.3 Titre viral des différents passages 

Il a été démontré pour les Reoviridae en général, et plus particulièrement les orbivirus qu’une 

congélation à -80°C suivie d'une décongélation entraine une perte de la capside externe (complète ou 

partielle), d'environ 80-90% des particules virales, entrainant ainsi une perte d’un log de titre infectieux 

(Joklik 1983). 

Le titre infectieux en PFU/mL des différents passages en série et en alternance dans les cellules 

de tique et mammifère a été déterminé après les 30 passages. Pour les passages en série dans les 

IRE/CTVM20 et BSR, les passages 10, 20 et 30 ont été titrés. Pour les passages en alternance, seuls les 

passages où le contrôle de l’acidification du milieu a été le plus efficace malgré une légère basse du pH, 

ont été titrés. Le tableau suivant indique le titre infectieux en fonction du type de passages (série ou 

alternance). Le titre infectieux de KEMV Ps.BSR, a été calculé à partir des différents titrages effectués. 

Au passages 10, 20 et 30 le titre infectieux observé était respectivement de 6.1x107, 2.0x104 et 2,3.103 

PFU/mL (tableau 10). Cette disparité entre le titre initial (4.4x106 PFU/mL) et celui du passage 30 est 

frappante et n'est pas cohérente avec l'analyse des profils électrophorétiques qui suggèrent au moins une 

stabilité des quantités d'ARNdb génomiques et par conséquent le nombre relatif des particules virales 

au fur et à mesure des passages. Nous avons remarqué au cours de ces passages un changement 

phénotypique du virus. En effet, à partir du 15ème passage, les cellules étaient de moins en moins lysées 

suggérant une potentielle perturbation du processus aboutissant à la lyse cellulaire. Ce changement 

phénotypique a coïncidé avec l'apparition du segment défectif interférant qui n'a pas été séquencé pour 
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déterminer de quel segment il est issu.  Des cellules non-lysées et traitées avec le solvant organique 

Vertrel XF seront dénaturées tout en gardant le virus prisonnier de la masse cellulaire dénaturée. À partir 

du 20ème passage, les titres infectieux alors observés correspondraient seulement aux particules virales 

qui se trouvaient libres dans le surnageant. En effet, ce titre est similaire aux titres infectieux d'autres 

orbivirus déterminés à partir du titrage du surnageant des cultures infectées. Il ne s'agit donc pas d'une 

perte du titre viral mais plutôt d'un biais expérimental.  

Les orbivirus propagés dans des cellules d'arthropodes, produisent en général des quantités de 

virus bien inférieures à celles produites dans des cellules de mammifères. Ceci est bien le cas du virus 

BTV produit dans les cellules KC (environ 1 log de différence). Le titre du KEMV produit dans les 

cellules IRE/CTVM20 est compris entre 1.3x105 et 3.7x105 PFU/mL (tableau 10). Cette différence de 

titre déterminé se reflète belle et bien dans la comparaison des quantités d'ARNdb observées lorsque les 

ARN extraits des cellules BSR et ceux des IRE/CTVM20 sont comparés (Figure 50).  

Le titre du KEMV P.alt lors des passages 4, 10, 22, 24, 25 et 29, qui ont été stockés à -80°C 

pendant plusieurs semaines à plusieurs mois ont des titres compris entre 6.4x105 et 7.0x106 PFU/mL 

(tableau 10). La comparaison de ces titres à celui calculé pour la souche utilisée initialement pour 

l'infection des cellules ainsi que la comparaison des quantités d'ARNdb issus de ces passages permet de 

conclure quant à l'effet combiné d'une agrégation, de l'acidification et de la congélation à -80°C sur le 

titre infectieux observé. Ceci s'observe aussi avec le titre infectieux du P.alt 30, qui est de l’ordre de 108 

PFU/mL, pour lequel le pH de ce passage est bien resté sous contrôle et son stockage a été fait 

immédiatement après la récolte, à -80C pendant une très courte durée. 

Le tableau 11 montre les valeurs de titres infectieux de différents passages alternants où 

l’acidification n’a pu être contrôlée de manière optimale (acidification de la culture pendant la nuit). Ces 

résultats laissent suggérer que le titre infectieux de KEMV est très dépendant du pH des cultures et que 

même les petites variations influent de manière significative sur le titre infectieux de KEMV.   

Tableau 10: Titres infectieux en PFU/mL de différents passages en série et alternance 

Passages 
4 10 20 22 24 25 29 30 

Souches 

P.alt 7.0x106 2.9x106 - 1.2x106 1.3x106 1.04x106 6.4x105 2.0x108 

Ps.IRE - 1.3x105 3.7x105 - - - - 2.23x105 

Ps.BSR - 6.1x107 2.0x104 - - - - 2.3x103 
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Tableau 11: Titres des passages intermédiaires de P.alt 

 

3.6 Phénotype en souris IFNAR- /- après injection par voie sous-cutanée des 

passages 30  

3.6.1 Détermination de la dose minimale infectieuse de KEMV en souris IFNAR-/- 

selon la voie d’injection 

La dose minimale infectieuse de KEMV en souris IFNAR-/-, après inoculation par voie sous-

cutanée, a été déterminée à 103 PFU. Ces résultats sont montrés dans l’article du chapitre 1b, soumis 

chez Viruses (C.V Migné et al., Evaluation of vector competence of Ixodes ticks for KEMV, 2021). Les 

souris inoculées par la voie IP avec deux doses différentes 102 et 103 PFU sont toutes mortes à 2 jours 

post-infection et le virus a été détecté par RT-PCR en temps réel dans tous les organes prélevés (foie, 

rate, reins, cœur, poumons et cerveau). Selon la voie d’injection, la dose minimale infectieuse de KEMV 

en souris IFNAR-/- est différente. Pour la suite des travaux, toutes les souris ont été inoculées par la voie 

sous-cutanée à une dose 103 PFU. 

3.6.2 Suivi de mortalité 

3.6.2.1 Selon la souche virale injectée 

Afin d’observer le phénotype de chaque souche, adaptée en culture cellulaire après 30 passages, 

en souris IFNAR-/-, ces dernières ont été inoculées par voie sous-cutanée à une dose de 103 PFU. Trois 

groupes de souris par souche inoculée ont été formés : 3 mâles IFNAR-/- de moins d’1 an, 3 mâles 

IFNAR-/- de plus d’1 an et 3 femelles IFNAR-/- de plus d’1 an. L’expérimentation a duré 10 jours. Le 

premier paramètre qui a été étudié est la mortalité induite en souris car 103 PFU est la dose minimale 

infectieuse du KEMV en souris IFNAR-/- déterminée dans le chapitre précédent. La figure 51 représente 

le suivi de mortalité des souris IFNAR-/- inoculées avec KEMV P3, Ps.BSR 30, Ps.IRE 30 et P.alt 30. 

Au cours de cette expérimentation, les signes cliniques observés communs aux différentes souches sont, 

dans l’ordre d’apparition : poils hérissés, dos voûté, larmoiement et la prostration.  

Les souris inoculées avec la souche d’origine KEMV P3 sont toutes mortes entre J3 et J4 post-

inoculation (pi). Le premier signe clinique apparu (poil hérissé) a été observé chez un mâle de plus d’1 

an à 24h pi. A J2 pi, un jeune mâle et une femelle, en plus de la souris précédente présentaient un pelage 
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hérissé. Le lendemain matin (J3), une femelle a été retrouvée morte, les 2 autres femelles avaient les 

poils non entretenus, le dos voûté, du larmoiement mais étaient encore actives dans la cage. Parmi les 

jeunes mâles, tous avaient les mêmes symptômes décrits précédemment. Chez les mâles de plus d’un 

an, les signes cliniques étaient les mêmes mais d’intensité plus légère et les souris étaient très actives 

dans la cage. Au cours de l’après-midi, soit 5h après la visite du matin, une femelle a été retrouvée 

morte, la dernière était encore active. Les 3 jeunes mâles et un mâle âgé ont été euthanasiés, le point 

limite a été atteint (prostration, inactivité). Les 3 dernières souris restantes (2 mâles âgés et 1 femelle) 

sont mortes à J4 post-inoculation. 

Selon la souche adaptée inoculée (Ps.BSR 30, Ps.IRE 30 et P.alt 30), le suivi de mortalité diffère. 

Avec la souche Ps.IRE 30, toutes les souris sont mortes et la mortalité a débuté à partir de J3 pi jusqu’à 

J6. Les femelles ont été les premières à montrer des signes cliniques à J2 pi. L’enregistrement de 

mortalité pour les souris inoculées avec le P.alt 30 est compris entre J3 et J7 pi, les 9 neufs souris sont 

toutes mortes. Chez certaines souris inoculées avec Ps.IRE 30 ou P.alt 30, des signes neurologiques et 

de la diarrhée ont également été observés. Seuls les jeunes mâles et les femelles du groupe Ps.BSR 30 

sont morts à J6 pi. 

 

Figure 51: Suivi de mortalité en souris IFNAR-/- selon la souche inoculée par voie SC à une dose de 103 PFU, (A) 

souche initiale KEMV P3, (B) souche adaptée après 30 passages en alternance dans les BSR et IRE/CTVM20, 

(C) souche adaptée après 30 passages dans les BSR et (D) souche adaptée après 30 passages dans les 

IRE/CTVM20 
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3.6.2.2 Selon l’âge et le sexe des souris IFNAR-/- 

Selon l’âge et le sexe des souris IFNAR-/-, la sensibilité des souris aux différentes souches 

inoculées était différente (figure 52). Pour les 3 groupes de souris (âges et sexes confondus), la souche 

d’origine KEMV P3 a été la plus virulente, comparée aux autres souches inoculées. Avec les souches 

Ps.IRE 30 et P.alt 30, les femelles ont présenté les premiers signes cliniques à J2 pi et de mortalité à J3 

pi. La mortalité des femelles inoculées avec P.alt 30 est similaire à celle observée avec KEMV P3. La 

mortalité chez les mâles (jeunes et âgés) inoculés avec P.alt 30 et Ps.IRE 30 est similaire. Avec la souche 

Ps.BSR 30, les premiers signes cliniques ont été observés chez les femelles à J4pi suivi des mâles (jeunes 

et âgés) à J5pi. À J6, les femelles et les jeunes mâles sont morts. Les mâles âgés étaient malades (pelage 

hérissé, dos voûté et larmoiement) pendant 2 jours mais ont toujours été actifs dans la cage. À J4 pi, ces 

trois mâles présentaient un début de virémie (valeur de Ct supérieur à 30) (tableau 12) et ont commencé 

à développer des signes cliniques à J5pi. À partir de J8, deux mâles présentaient encore un pelage hérissé 

et seulement un avait du larmoiement. Au jour suivant, les 3 mâles se portaient bien jusqu’à J10, fin de 

l’expérimentation. Le tableau 12 montre les valeurs de Ct obtenus pour la détection de KEMV dans le 

sang des souris IFNAR-/- pour lesquelles le prélèvement de sang était possible. 

Ces résultats montrent clairement que selon la souche, l’âge et le sexe, la sensibilité des souris est 

très différente. Avec la souche d’origine, KEMV P3, l’âge et/ou le sexe n’influe pas sur la mortalité. Cet 

aspect contraste avec les résultats obtenus avec les souches adaptées. En effet, avec les souches Ps.IRE 

30 et P.alt 30, les femelles âgées de plus d’1 an sont mortes en premières, à des jours similaires post-

infection avec la souche d’origine. Les mâles jeunes et âgés meurent un peu plus tard, avec une mort 

légèrement plus rapide pour les mâles âgés. Avec la souche Ps.BSR 30, les femelles et les jeunes mâles 

sont morts le même jour. Les mâles âgés ont, quant eux, survécu à l’infection, après avoir développé 

des signes cliniques et une virémie. 
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Figure 52: Suivi de mortalité en souris IFNAR-/- selon l’âge et le sexe des souris, (A) jeunes mâles de moins d’1 

an (B) mâles de plus d’1 an et (C) femelles de plus d’1 an 
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Tableau 12: Détection de KEMV dans le sang des souris IFNAR-/- (- : non prélevé ou mort de l’animal avant, 

M : mort) 

Souches 

virales 
Groupes Souris Ct Jour 0 Ct Jour 3 Ct Jour 4 Ct Jour 5 Ct Jour 6 Ct Jour 7 Ct Jour 10 

KEMV 

P3 

Mâles < 1 an 

1 négatif 29.16 M à J3     

2 négatif 24.78 M à J3     

3 négatif 28.58 M à J3     

Mâles > 1 an 

1 négatif 28.76 M à J3     

2 négatif - M à J4     

3 négatif - M à J4     

Femelles > 1 an 

1 négatif - M à J3     

2 négatif - M à J3     

3 négatif - M à J4     

P.alt 30 

Mâles < 1 an 

1 négatif - 31.62 - M à J5   

2 négatif - - 29.92 M à J5   

3 négatif - - - - 28.61 M à J7 

Mâles > 1 an 

1 négatif - 29.21 M à J4    

2 négatif - 34.86 - M à J5   

3 négatif - - 30.8 M à J5   

Femelles > 1 an 

1 négatif 28.45 M à J3     

2 négatif 30.57 - M à J4    

3 négatif 28.76 - M à J4    

Ps.IRE 

30 

Mâles < 1 an 

1 négatif - 31.62 M à J4    

2 négatif - 34.11 - - M à J6  

3 négatif - 32.13 - M à J5   

Mâles > 1 an 

1 négatif - - M à J5    

2 négatif - - M à J5    

3 négatif - - M à J5    

Femelles > 1 an 

1 négatif 33.93 M à J3     

2 négatif 36.23 - M à J4    

3 négatif - - 29.33 M à J5   

Ps.BSR 

30 

Mâles < 1 an 

1 négatif - 35.29 - 31.57 M à J6  

2 négatif - 34.43 - - M à J6  

3 négatif - 34.86 - - M à J6  

Mâles > 1 an 

1 négatif - 35.29 - - - 36.77 

2 négatif - 34.39 - - - négatif 

3 négatif - 35.05 - - - 37.28 

Femelles > 1 an 

1 négatif - 36.6 - 33.13 M à J6  

2 négatif - 35.11 - - M à J6  

3 négatif - 36.33 - - M à J6  

 

3.6.3 Evaluation du tropisme des souches adaptées par inoculation dans des souris 

IFNAR-/-  

3.6.3.1 Observations macroscopiques des organes 

Lorsqu’il était possible, des dissections ont été réalisées sur les souris et différents organes ont 

été prélevés (foie, rate, reins, cœur, poumons et cerveau) pour des analyses par RT-PCR en temps réel. 

Les souris, qui sont mortes pendant la nuit ont été autopsiées dans le but d’observer l’état général des 

organes. Les organes n'ont, toutefois, pas été récupérés pour la RT-PCR en temps réel pour éviter 

d'introduire un biais au niveau des quantités d'ARN viral observées. En effet, pendant leur réplication, 

les virus de la famille des Reoviridae produisent des grandes quantités d'ARN, et selon diverses études, 
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seuls les ARNsb produits entre 2 et 12 heures sont encapsidés et constituent le génome des particules 

virales néoformées. Dans ces particules, une deuxième transcription s'effectue générant des quantités 

importantes d'ARNsb qui ne sont vraisemblablement pas encapsidés. Ces ARNsb contribuent à la 

détection par RT-PCR en temps réel et sont rapidement dégradés une fois que les cellules sont mortes.  

Pour toutes les souris, le cerveau, le cœur et les poumons avaient des aspects normaux. Les reins étaient 

également de couleur et de taille normales sauf pour un jeune mâle inoculé avec de KEMV P3 qui 

présentait un rein tuméfié (taille multipliée par 3 environ), rempli de liquide (figure 53A). La rate et le 

foie étaient les 2 organes qui présentaient des aspects très modifiés (Tableau 13) (figure 53B). 

Tableau 13: Observations macroscopiques du foie et de la rate des souris IFNAR-/- inoculées avec des différentes 

souches virales 

Organes  
Souches inoculées 

KEMV P3 P.alt 30 Ps.BSR 30 Ps.IRE 30 

Rate 

Taille 

normale, 

foncée, 

tachetée 

jaune/blanc 

Taille augmentée (x2), 

couleur foncée avec des 

taches blanches/jaunes 

ou entièrement de 

couleur jaune 

Taille augmentée 

(x2), tachetée ou de 

couleur jaune 

Taille 

augmentée 

(x2), tachetée 

blanc/jaune 

Foie 

Taille 

légèrement 

augmentée et 

décoloré 

Taille légèrement 

augmentée et décoloré 

Taille légèrement 

augmentée et 

décoloré (sauf pour 

les mâles âges, foie 

normal) 

Taille 

augmentée 

voire très 

augmentée, 

décoloré 
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Figure 53: Néphromégalie du rein droit (A) et tuméfaction du foie (B) 

3.6.3.2 Tropisme du KEMV P3 et des souches adaptées en culture cellulaire 

au sein d’un modèle animal   

Les organes de souris IFNAR-/- (foie, rate, reins, poumons, cœur et cerveau), qui ont pu être 

prélevés, ont été analysés en RT-PCR en temps réel pour quantifier les ARN viraux dans chacun (figures 

54 et 55). La souche KEMV P3 a été détectée dans tous les organes prélevés, majoritairement dans le 

foie, la rate, les poumons et les reins. Les souches adaptées sont également retrouvées dans tous les 

organes mais en plus faible quantité. La souche initiale du KEMV montre une plus grande capacité 

d’infection et de réplication au sein des organes par rapport aux souches adaptées en culture cellulaire. 

Le passage en culture cellulaire du KEMV a fortement atténué sa virulence. Des analyses statistiques 

n’étaient pas possibles au vu du très faible nombre d’échantillons disponibles et exploitables dans 

chaque groupe (parfois seulement un échantillon).  

Les souris IFNAR-/- mâles, âgés et inoculés avec la souche Ps.BSR 30, ont été euthanasiés à la fin 

de l’expérimentation à 10 jours post-infection. Les organes ont été analysés par RT-PCR en temps réel. 

Pour ces 3 souris, tous les organes n’ont pas été trouvés positifs pour KEMV. Les valeurs de Ct obtenues 

en RT-PCR en temps réel étaient supérieures à 30. Pour une souris non-virémique, seule la rate contenait 

du virus. Les deux autres souris étaient virémiques et tous les organes, sauf le cœur et les reins pour une, 

avaient du virus détectable. 
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Figure 54: Répartition de KEMV dans le modèle animal, IFNAR-/-, selon la souche inoculée ainsi que l'âge et le 

sexe des souris, KEMV P3 (A), P.alt 30 (B), Ps.BSR 30 (C) et Ps.IRE 30 (D) 
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Figure 55: Quantification des ARN viraux dans les différents tissus selon la souche inoculée, l’âge et le sexe des 

souris IFNAR-/- 
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L’annexe 1 montre des résultats préliminaires sur un potentiel effet de la condition de culture des 

3 souches adaptées (effet de l’alternance). Pour cela, les quantités d’ARN viraux issus des organes des 

différents groupes ont été regroupés par souches (sans distinction du sexe et d’âge bien que nous ayons 

mis en évidence un effet de l’âge et du sexe) dans le but d’augmenter le nombre d’échantillons par 

groupe et de mettre en évidence l’effet de l’alternance et du potentiel tropisme de KEMV au sein d’un 

modèle animal. D’autres expérimentations sont nécessaires avec des groupes d’animaux homogènes et 

de plus grand effectif. 

L’annexe 2 montre des résultats préliminaires d’étude de la fitness des différentes souches 

adaptées dans les cellules de mammifère BSR et de tique IRE/CTVM20 (cinétiques de réplication). Les 

résultats actuels ne permettent pas de valider certaines conclusions. Pour des contraintes de temps et 

surtout de disponibilité de virus, les cellules ont été infecté à une MOI très faible (10-5). Les résultats 

obtenus sont surprenants et incohérents, nous avons préféré les mettre en annexe de ce manuscrit plutôt 

que de les incorporer dans le corps du texte. Des cinétiques supplémentaires sont nécessaires.  

3.7 Méthodes de purification des ARNdb en vue d’un séquençage Illumina 

Dans le cadre de l’étude de la variabilité génétique et, plus précisément de l’influence des passages 

en série et alternance dans les cellules de tique et mammifère sur la génétique du KEMV, un séquençage 

NGS (Séquençage de Nouvelle Génération) Illumina sera réalisé sur différents passages d’intérêt de 

chaque série. Ces études permettront par la suite d’évaluer l’évolution du génome du KEMV et l’étude 

des quasi-espèces générées. Afin de mener des telles études, il est nécessaire de purifier les ARNdb 

génomiques des ARNsb cellulaires et messagers afin de se focaliser sur la détermination des séquences 

des ARNdb transmis à la descendance. En effet, sur les différents électropherotypes observés tout au 

long de ces travaux, de faibles quantités d'ARNsb subsistent même après la précipitation de ces derniers 

au chlorure de lithium qui en élimine une proportion significative. Deux méthodes ont alors été testées 

pour purifier les ARNdb, une méthode enzymatique et une méthode physique.   

3.7.1 Par méthode enzymatique 

Différentes concentrations de RNAse A et différents temps d’incubation ont été testés : 0,5, 2, 5 

et 50 µg/mL et 30 min et 1h30 d’incubation. Comme le montre la figure 56, aucune de ces conditions 

n’est optimale pour la purification des ARNdb. Avec une concentration à 50 µg/mL et un temps 

d’incubation de 30 min, tous les ARNdb ont été dégradés par l’enzyme et avec de la RNAse A 10 fois 

moins concentrée, les ARNdb étaient intacts mais des ARNsb restaient (Figure 56A). Les concentrations 

2 et 0,5 µg/mL avec deux temps d’incubation différents ont été testés (Figure 56B). Après 30 min de 

traitement à la RNAse A, les ARNdb ont complètement été dégradés tandis qu’avec 0,5 µg/mL, les 
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ARNsb sont toujours présents en grande quantité. Après 1h30 de traitement, avec 0,5µg/mL les ARNdb 

ont commencé à être dégradés par l’enzyme. Au vu de ces résultats aléatoires et non reproductibles, la 

purification des ARNdb du KEMV par méthode enzymatique avec la RNAse A n’a pas été retenue pour 

la suite. 

 

Figure 56: Profil électrophorétique du KEMV avec différentes conditions de traitement à la RNAse A 

3.7.2 Par méthode physique 

La méthode physique a consisté à séparer sur gel d’agarose à 1% les différents segments du 

KEMV d’abord dans un premier sens de migration. Les ARNsb, étant plus petits que les ARNdb, 

migrent plus vite et plus loin. Ils sont retrouvés au niveau de la partie basse du gel d’agarose. La portion 

du gel, qui les contient, est alors éliminée en la coupant à l’aide d’un scalpel sur table UV. Les pôles 

négatif et positif du générateur ont été ensuite inversés afin de regrouper dans un faible volume d’agarose 

les 10 segments de KEMV. Les ARNdb ont ensuite été purifiés par adsorption sur billes de silice en 

suspension en utilisant le kit RNaid suivi d'une purification sur colonne RNeasy. Les ARNdb sont 

ensuite analysés sur gel d’acrylamide à 7,5% pour s’assurer de leur pureté et l'absence de dégradation 

potentielle. Cette méthode de purification a été validée et retenue pour la suite des travaux. 
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3.8 Discussion des résultats 

Au cours de ces travaux, nous avons pu recueillir des informations sur la biologie de KEMV, qui 

à l’heure actuelle fait partie des « virus oubliés ». Très peu d’informations sont disponibles sur certains 

aspects biologiques et physico-chimiques de ce virus. Comme pour d'autres orbivirus, nous avons 

confirmé que le virus Kemerovo, en culture cellulaire, est associé aux cellules. Lors d’infection de 

cellules de mammifère, comme les BSR, ces dernières sont lysées et le virus reste associé aux débris 

cellulaires. Au cours des infections réalisées dans les cellules de tique, aucune lyse n’est induite par le 

virus et le virus est majoritairement contenu au sein de ces cellules. Il existe 3 lignées de cellules de 

tique Ixodes ricinus désignées IRE11, IRE/CTVM 19 et 20 (Bell-Sakyi et al. 2007) et nous les avons 

testées lors de nos travaux. Ces trois lignées ont été inoculées avec le KEMV et seules les cellules 

IRE/CTVM20 ont été susceptibles à l'infection et permissives à la réplication du virus Kemerovo. La 

suite des travaux s’est donc effectuée avec les cellules IRE/CTVM20. La permissivité de cette lignée 

cellulaire a déjà été décrite pour d’autres virus transmis par les tiques tels que TBEV, Louping ill (LIV) 

et Uukuniemi (UUKV) (Weisheit et al. 2015)(Lemasson et al. 2021)(Mazelier et al. 2016). KEMV peut 

infecter ces cellules de manière persistante. Au bout de 3 mois, le titre du virus a diminué 

considérablement au fil de l’infection persistante des cellules. Des travaux effectués avec le BTV et des 

cellules de Culicoides sonorensis (cellules KC) ont montré que le virus infectait de manière persistante 

ces cellules pendant 6 à 9 mois sans provoquer d’effet cytopathique (P.S. Mellor 1990) (P.S. Mellor, 

Boorman, and Baylis 2000) (Fu 1995). L’implication de la protéine NS3 dans l'exocytose par 

bourgeonnement a été fortement suggérée (Noad and Roy 2009) et validée (Ftaich et al. 2015). À la fin 

de cette période, les cellules se négativaient pour le virus suggérant ainsi un « silencing » potentiel de la 

réplication du virus (P.S. Mellor 1990) (P.S. Mellor, Boorman, and Baylis 2000). De la même manière 

que le BTV dans les cellules KC, les cellules IRE/CTVM20 sont infectées de manière persistante avec 

le KEMV et ne présentent pas d’effet cytopathique. Ces observations suggèrent que l’infection de 

manière persistante des cellules d'arthropodes est une propriété commune aux orbivirus. Il est notable 

que le BTV infecte les moucherons Culicoides pendant toute leur durée de vie (P.S. Mellor, Boorman, 

and Baylis 2000). 

 D’un point de vue physico-chimique, KEMV diffère dans certains aspects des orbivirus transmis 

par les insectes comme le BTV. En effet, les orbivirus transmis par les insectes peuvent être stockés 

pendant de très longues périodes (quelques mois voire des années) à +4°C sans perte majeure du titre 

infectieux. KEMV contraste avec ces virus et nous avons pu mettre en évidence qu’il s’agrégeait de 

manière irréversible lors d’un stockage à +4°C pendant quelques semaines. De plus, au cours de ces 

travaux, nous avons découvert une contamination des cellules BSR avec des mycoplasmes. Ces micro-

organismes sont connus pour sécréter des protéases (Ganter et al. 2019). En cas d’exposition aux 

protéases, les protéines d'attachement cellulaire des orbivirus comme le BTV, l’EHDV et l’AHSV sont 
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clivées, générant ainsi des particules plus infectieuses désignées « infectious subviral particles » (ISVP). 

L’infectiosité de ces ISVP est augmentée dans les cellules de mammifère comme les BHK-21 et cellules 

d’arthropodes (Mertens et al. 1996)(A. J. Wilson et al. 2009)(Dinkins, Stallknecht, and Brackett 2001). 

L'augmentation de l'infectiosité est plus prononcée dans les cellules d'arthropodes (augmentation de 100 

à 1000 fois) (Mertens et al. 1996). Afin de confirmer la sensibilité de KEMV à l’action des protéases et 

que le core est moins infectieux dans les cellules de mammifère, il serait important de réaliser des essais 

de traitement à la trypsine pour mettre en évidence l'effet de ce traitement sur la stabilité de la capside 

et la capacité de ces particules à infecter et à se répliquer dans les cellules de mammifère BSR et cellules 

de tique IRE/CTVM20. L'exposition des particules virales à un pH acide réduit l'infectiosité des 

particules virales comme c'est le cas pour d'autres orbivirus, notamment le BTV (Mertens et al. 1996). 

L’objectif de cette partie d’étude in vitro était d’étudier l’impact de l’alternance d’hôtes sur la 

génétique de KEMV afin d'évaluer l’hypothèse du « trade-off ». Cette hypothèse a été émise au cours 

d’études sur la variabilité génétique de différents arbovirus transmis par les insectes, à savoir 

que « l’alternance d’hôte contraint l’évolution des arbovirus » (Migné, Moutailler, and Attoui 2020). 

Pour se faire, plusieurs passages en série et en alternance dans les cellules de mammifère et/ou cellules 

d’arthropode sont effectués pour les études génomiques. Au cours de ces travaux, le virus Kemerovo a 

été adapté en culture cellulaire en suivant le schéma expérimental suivant : 30 passages dans les cellules 

de mammifère BSR ou 30 passages dans les cellules de tique IRE/CTVM20 ou 30 passages alternant 

les cellules BSR et les IRE/CTVM20. Au vu des caractéristiques biologiques de KEMV mises en 

évidence lors de ce travail de thèse, des mises au point de technique ont été nécessaires pour la 

production de ces 3x30 passages. La purification de KEMV produit dans les cellules de tique était 

particulièrement nécessaire afin de libérer les particules virales des cellules IRE/CTVM20 qui 

demeuraient viables lors de leurs passages sur des cellules BSR à 37°C.  La lyse mécanique des cellules 

de tique a été optimisée en combinant l’utilisation d’une solution hypotonique et d’un homogénéiseur 

de Dounce. En solution hypotonique, les cellules se retrouvent en état de turgescence, les rendant plus 

fragile à la lyse par action de l'homogénéiseur. Le solvant organique Vertrel XF a permis ensuite de 

libérer les particules virales de leur interaction avec les débris cellulaires. La purification de KEMV 

produit dans les BSR consiste simplement à traiter avec du Vertrel XF, les cellules étant déjà lysées en 

fin d’infection. Néanmoins, au cours des passages dans les cellules BSR, le virus induisait de moins en 

moins la lyse cellulaire. Cet aspect a bien été visible lors de l'inspection de la morphologie cellulaire au 

microscope ainsi que l'accumulation des ARNsb observée lors de l'analyse des extraits d'ARN sur gel 

d'agarose.  

La production des 30 passages en série et en alternance a duré 9 mois. Au cours des 30 passages 

en série dans les BSR, le profil de lyse cellulaire a évolué. Lors des premiers passages, toutes les cellules 

étaient lysées à la fin des 6 jours d’incubation. Plus les passages avançaient, plus les cellules étaient de 
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moins en moins lysées. Ces dernières formaient comme des « cheminées » ou « chapelets ». Ce 

phénotype est uniquement observé quand le virus est propagé dans les cellules de mammifère et de 

manière plus prononcée lors des passages en série dans les cellules BSR. Ces observations dans les 

cellules BSR sont comparables à celles faites avec d'autres orbivirus notamment le BTV. L'expression 

de la VP5 dans des cellules de mammifère aboutit en général à un effet « syncytialisant » qui pourrait 

expliciter ces formations de « cheminée » ou « chapelet » (Forzan, Wirblich, and Roy 2004). Les 

cellules de tique sont restées inchangées au cours des passages en série et en alternance, aucune lyse n'a 

été observée. 

Une fois la production des 30 passages terminée, différents aspects de la fitness virale ont été 

évalués pour ces trois souches adaptées en culture cellulaire. Les souches ont été comparés entre elles 

pour voir l’impact du cycle d’alternance du type cellulaire en comparaison avec la souche parentale 

KEMV P3. Dans ces travaux de thèse, nous avons donc étudié le titre infectieux au cours des différents 

passages ainsi que la fitness ; c’est-à-dire la capacité réplicative dans les différents types cellulaires 

(cinétique de réplication en cellules de mammifère et de tiques), mais également la virulence 

(pourcentage de survie cellulaire en conditions in vitro et suivi de mortalité en souris), et le potentiel 

tropisme dans un modèle animal (compartimentalisation/tropisme des populations virales dans des 

organes). 

Le titre infectieux de différents passages issus des 3 scenarii de culture a été déterminé par la 

technique de plages de lyse, une fois tous les passages générés. Les résultats obtenus pour les 3 séries 

reflètent certaines caractéristiques connues chez les virus appartenant à la famille des Reoviridae, telles 

que la perte d’un log du titre infectieux après congélation-décongélation (Joklik 1983). Mais ils 

apportent également des informations supplémentaires sur la biologie de KEMV. En effet, le titre 

infectieux de KEMV semble être très influencé par les variations de pH, même les plus minimes. Des 

études réalisées avec le BTV ont montré que la capside externe se dissocie de la particule virale lorsque 

le pH est à 5. La particule virale se désintègre complètement quand le pH atteint 3 (Mertens et al. 1996). 

Il semblerait que le KEMV soit un peu plus sensible que le BTV vis-à-vis des variations de pH. Malgré, 

un contrôle régulier des cultures, il nous était impossible de rétablir un pH neutre des cultures dès les 

premières variations de pH au risque de perturber la réplication virale. En effet, parmi les étapes du 

cycle de réplication des orbivirus, l’acidification de l’endosome est nécessaire pour la libération du core 

dans le cytoplasme de la cellule infectée (H. Attoui et al. 2012). L’alcalinisation de l’endosome 

provoquerait alors l’arrêt de la réplication virale. Il s’agit, ici, de modèles artificiels assez éloignés de la 

réalité, puisque dans son vecteur arthropode ou hôte vertébré, le virus ne serait pas soumis à toutes ces 

variations physico-chimiques. Dans le cadre de l’étude de la variabilité génétique, nous ne pensons pas 

que ces variations de titres infectieux en raison des variations physico-chimiques impacteront de manière 
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négative l’étude, puisque toutes les populations virales générées auront été impactées de manière 

équivalente.   

Malheureusement, les résultats obtenus au cours des cinétiques de réplication dans les deux types 

cellulaires BSR et IRE/CTVM20 ne nous permettent pas de conclure de manière sûre. D’autres 

cinétiques sont nécessaires. Nous pouvons toutefois dire que l’alternance des passages dans les cellules 

BSR et IRE/CTVM20 a permis au virus d’être capable d’infecter et de se répliquer aisément dans ces 2 

types cellulaires. Les deux souches cultivées en série Ps.BSR et Ps.IRE semblent s’être spécialisées dans 

leur type de cellule respectif. La spécialisation à l’hôte, lors de passages en série, ou la capacité à infecter 

différents types cellulaires après des alternances, sont des aspects largement observés et décrits pour 

d’autres arbovirus tels que RVFV (Sara Moutailler et al. 2011), WNV (Ciota, Lovelace, et al. 

2007)(Ciota, Ngo, et al. 2007), SLEV  (Ciota, Lovelace, et al. 2007), CHIKV (Arias-Goeta et al. 

2014),… 

L’étude du phénotype de chaque souche adaptée en culture cellulaire dans un modèle animal a 

été menée dans des souris IFNAR-/- de sexes et d’âges différents. Au cours de cette étude, le suivi de 

mortalité ainsi que le potentiel tropisme et la capacité de réplication ont été des aspects abordés. Les 

souris IFNAR -/- ont été inoculées par voie sous-cutanée (SC) avec une dose de 103 PFU, correspondant 

à la dose minimale infectieuse de KEMV déterminée en souris IFNAR-/- inoculées par voie SC. Cette 

dose est bien supérieure à celle du BTV, en particulier des souches comme le BTV-8 qui tue les IFNAR-

/- à une dose de 10 PFU/souris (Ortego, De la Poza, and Marín-López 2014a). Il serait important 

d'identifier un modèle animal qui nécessite des doses plus faibles et qui ne tue pas nécessairement 

l’animal, notamment pour l'étude de la compétence vectorielle où des essais de transmission d’une tique 

infectée à un animal sain ou d’un animal infecté à une tique saine sont nécessaires. Parmi les 4 souches 

inoculées, KEMV P3, Ps.IRE 30, Ps.BSR 30 et P.alt 30, des différences marquées ont été observées en 

termes de mortalité chez les souris. La souche d’origine, KEMV P3, a été la souche la plus virulente 

chez les IFNAR-/-, puisqu’en moins de 4 jours toutes les souris (9 souris sur 9) sont mortes sans 

distinction de sexes et/ou d’âges de ces dernières. Avec les souches Ps.IRE 30 et P.alt 30, les premières 

mortalités ont été observés chez les femelles âgées de plus d’1 an à J3 post-inoculation, suivi des mâles 

de moins d’1 an et de plus d’1 an à J4 ou J5 post-inoculation. La mortalité a été de 100% chez les souris 

avec ces deux souches adaptées. Pour les souris infectées avec la souche Ps.BSR 30, seuls les femelles 

et les jeunes mâles sont décédés à J6 post-inoculation. Les mâles âgés ont été malades en même temps 

que les autres souris mais ont tous récupéré de l’infection, influant ainsi le taux de mortalité global (66% 

- 6 souris sur 9). Ces différences de sensibilité des souris IFNAR-/- selon le sexe et l’âge n’ont jamais 

été décrites lors d’infection avec d’autres orbivirus. Les femelles âgées ont été les plus sensibles et ont 

développé très vite des signes cliniques, tandis que les jeunes mâles sont à l’intermédiaire. Pour d’autres 

arboviroses, telles que DENV, ZIKV et CHIKV, il a été démontré que les femmes manifestaient des 
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symptômes plus importants d’un point de vue intensité pour ces 3 arboviroses au Mexique (Ananth et 

al. 2020). De même, une étude menée avec SLEV (virus de l’encéphalite de de Saint Louis) a montré 

que selon la souche inoculée de SLEV à des souris d’âges différents, la mortalité était plus importante 

chez les souris plus âgées (Rivarola et al. 2014). Les résultats observés suggèrent la possibilité que les 

trois scenarii aient sélectionné des sous-populations de KEMV qui présentent une virulence dépendante 

de l’âge et du sexe des souris IFNAR-/-. Le séquençage NGS pourra ainsi mettre en évidence ces 

différentes sous-populations.  

La virulence de KEMV a été atténuée lorsqu’il a été passé en cultures cellulaires. La comparaison 

des suivis de mortalités montre que les souris inoculées avec les souches adaptées aux cultures de 

mammifères, tiques ou l'alternance de passage mourraient de plus en plus tard par comparaison aux 

souris inoculées avec la souche KEMV P3. De plus faibles quantités de virus sont retrouvées dans les 

organes de souris inoculées par les souches adaptées en culture. La souche d’origine KEMV P3 utilisée 

dans notre étude est une souche isolée à partir du cerveau d’un patient décédé à la suite d’une encéphalite 

aigue. Elle a subi un faible nombre de passages depuis son isolement en 1962. Plusieurs études avec le 

BTV comparent la virulence des souches très peu passées contre des souches qui ont un historique de 

passages dans des cellules de mammifère ou œufs embryonnés. Tout d’abord, la propagation de BTV 

après plusieurs passages en série dans des cellules de mammifère ou œufs embryonnés rend le virus 

beaucoup moins virulent. L’atténuation du BTV par passages en série, dans des œufs embryonnés, a 

permis le développement des premiers vaccins atténués pour les ovins (Alexander, Haig, and Adelaar 

1947)(Neitz 1948). Des études avec les BTV-4 et BTV-9, isolés à partir de sang de mouton, ont montré 

que les souches ayant un faible historique de passages en culture (1x œuf embryonné, 1x cellules Vero 

et 3x cellules BHK-21) sont beaucoup plus virulentes en souris IFNAR-/- que les souches ayant subi 

beaucoup de passages dans des cellules de mammifère (entre 35 et 72 passages dans les Vero ou BHK-

21) (Caporale et al. 2011). Nous avons observé des effets similaires au cours de cette étude où la souche 

Ps.BSR 30 ayant été passée 30 fois dans les cellules de mammifère BSR, présente une virulence 

significativement diminuée au vu de la mortalité tardive (J6 post-inoculation, par comparaison à J3-4 

avec KEMV P3), d'autant plus que de plus faibles quantités de génome de KEMV ont été détectées dans 

divers organes/sang. 

Pour faire le lien entre la mortalité et une(des) défaillance(s) d'organes, il en convient d'analyser 

l'histopathologie de divers organes cibles de la réplication du KEMV (foie, rate, reins, poumons, cœur 

et cerveau). Au cours des autopsies réalisées, les souris inoculées avec les souches adaptées en culture 

cellulaire présentaient toutes une splénomégalie ainsi qu’une hépatomégalie. Les rates étaient pour 

certaines tachetée voire totalement jaune. Les foies étaient, quant à eux, décolorés pour la plupart. 

L’atteinte du foie et de la rate a également été décrite au cours d’études réalisant des infections en souris 

IFNAR-/- avec d’autres orbivirus tels que les BTV-1, BTV-4, BTV-8 (Ortego, De la Poza, and Marín-
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López 2014a), AHSV (African horse sickness virus) et EHDV (Castillo-Olivares et al. 2011) (Philip 

Scott Mellor and Hamblin 2004). Contrairement à ce qui a été observé lors d’infections avec le BTV, 

les poumons des souris inoculées avec le KEMV, ne présentaient pas de pétéchies en surface (Ortego, 

De la Poza, and Marín-López 2014b). À la différence de toutes les souris mortes, chez les mâles âgés 

inoculés avec le KEMV Ps.BSR 30, le myocarde ne contenait pas de virus en fin d’expérimentation ce 

qui laisse suggérer que l’atteinte du cœur pourrait être une des raisons de mortalité à l’infection par 

KEMV. Pour confirmer cela ou trouver la cause principale de la mortalité due à KEMV, il serait 

important de réaliser des infections sur des groupes d’animaux homogènes (de même âge, de même sexe 

et d’effectif plus important, afin de tester statistiquement la signification des résultats) et de faire des 

analyses histopathologiques ainsi que des dosages enzymatiques (quand c'est possible) pour mettre en 

évidence les lésions dues au virus dans divers organes. Selon la souche, quelques différences ont été 

mises en évidence. Même si peu de différences statistiquement significatives ont été trouvées, à cause 

du faible nombre d’échantillons exploitables, la souche alternée semble mieux se de répliquer au sein 

des organes par rapport aux souches adaptées en passage en série dans les BSR et IRE/CTVM20.   

Au cours de ces travaux, nous avons pu montrer qu’un seul passage dans les cellules de tique 

pouvait sélectionner des variants ayant différentes mutations au sein de la quasi-espèce de départ de 

KEMV (11 mutations dans la séquence génomique : 8 dans le Seg-1 codant la VP1, 2 dans le Seg-3 

codant la VP3 et 1 dans le Seg-8 codant la VP7). Sept mutations sur huit retrouvées dans le segment 1 

se sont avérées synonymes. La huitième ainsi que celles identifiées dans les segments 3 et 8, ont entrainé 

des mutations conservatives dans la séquence protéique de la VP1, VP3 et VP7. Plusieurs études menées 

avec le BTV ont montré que les passages en série dans des cellules de mammifère diminuaient la 

diversité génétique du BTV, entrainant une diminution de sa virulence. La diversité est augmentée après 

seulement un passage dans les cellules de Culicoides (cellules KC) (Caporale et al. 2014). Une étude 

menée sur le BTV-3 isolé à partir du sang d’un mouton a montré, qu’après un passage dans des cellules 

KC, la diversité génétique était plus importante que celle retrouvée dans la souche d’origine. Les auteurs 

ont suggéré que les différents changements sont probablement impliqués dans l'atténuation du virus 

et/ou la spécialisation de l'hôte. De ce fait, la pathogénicité du BTV est à mettre en relation avec 

l’évolution des quasi-espèces (Lean et al. 2019). L'impact des substitutions identifiées est de plus en 

plus facilement évalué en utilisant la génétique inverse, une technique puissante dans l'étude des virus 

ARNdb segmentés. L'application de cette technique au BTV permet d'identifier des facteurs de virulence 

potentiels (Janowicz et al. 2015).  

Notre analyse des électrophérotypes du KEMV Ps.BSR, a mis en évidence l'existence d'un 

segment défectif interférent, apparu après le 15ème passage en série. L’apparition des segments défectifs 

interférants a très souvent pour origine une mise en culture du virus à une MOI trop haute. Ici, la MOI 

utilisée était de 0,05, une MOI habituellement utilisée pour les infections de cellules avec des orbivirus. 
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La MOI utilisée est en général comprise entre 0,1 et 0,01 (Belhouchet et al. 2011) (Shaw et al. 2013). 

Le séquençage de ce segment nous permettra d’identifier son origine et mettre en évidence ou non son 

implication dans la baisse de la virulence de la souche adaptée dans les cellules de mammifère. Il est 

notable qu'à partir du moment où ce DI est apparu, la lyse cellulaire lors des passages en série a 

considérablement diminué. Des observations similaires ont été faites avec le virus de la fièvre du 

Colorado, ou l'apparition d'un segment 12 défectif interférant coïncidait avec une diminution de la lyse 

cellulaire sans impact sur la réplication et les quantités d'ARNdb synthétisées (Houssam Attoui 1998). 

Enfin, un séquençage NGS des différents passages produits en culture cellulaire compléterait 

l’ensemble de cette étude. Le séquençage des KEMV Ps.BSR, Ps.IRE et P.alt à différents passages 

permettrait de comprendre l’effet de l’alternance entre les cellules de mammifère et cellules de tique sur 

la génétique de KEMV et d'inférer des liens quant à la différence de virulence et de pathogénicité dans 

les souris. Nous pourrions également étudier la dynamique de l'évolution de la composition des quasi-

espèces de KEMV au cours de ces 30 passages et ainsi de comprendre l’impact du type cellulaire sur la 

diversité génétique. Pour aller plus loin, un séquençage NGS de KEMV issu de tous les organes de 

souris infectés, permettrait de mettre en évidence les différentes quasi-espèces virales et d'identifier les 

variants majoritaires dans les différents organes. La grande plasticité des virus à ARN, comme leur 

capacité à infecter différents tissus/cellules, de franchir différentes barrières d'espèces tel que 

l'adaptation à d'autres espèces d’arthropode ou de changer d’hôtes mammifères et enfin de surmonter 

des contraintes sélectives internes ou externes telles que les réponses immunitaires, leur est facilité par 

la diversité de la quasi-espèce. La capacité d'un virus à infecter une cellule ne dépend pas seulement de 

l'interaction virus-récepteur cellulaire, mais aussi des résultats des interactions subcellulaires qui rendent 

la cellule permissive ou réfractaire à la réplication virale. La spécificité de la cellule hôte est donc 

multifactorielle (E. Domingo, Sheldon, and Perales 2012). Pour ces travaux de thèse, le séquençage de 

divers passages cellulaires était prévu dans le but d'élucider les quasi-espèces de KEMV générées 

pendant ces 30 passages. Cet aspect est important pour évaluer l’hypothèse du « trade-off » pour le virus 

Kemerovo qui ajouterait aux données connues pour le TBEV et le CCHFV. Ce séquençage NGS 

permettra également de faire le lien entre la génétique des quasi-espèces générées au cours des passages 

avec les différences en termes de mortalité chez les souris d’âges et de sexes différents. Pour des raisons 

de contraintes de temps, en lien notamment avec la pandémie du Covid-19, cet aspect n’a pu être abordé. 
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La tique représente un risque majeur pour la santé humaine et animale et a, par conséquent, une 

importance économique. Elle est le plus grand vecteur d’agents pathogènes en Europe et peut 

transmettre la plus grande variété de microorganismes (bactéries, parasites et virus). Parmi eux, environ 

170 virus transmis par les tiques ont été identifiés à ce jour. Ces virus font partie des arbovirus 

(arthropod-borne viruses) transmis par des arthropodes vecteurs comme la tique, le moustique, le 

phlébotome et le moucheron piqueur. Tous ces arthropodes sont hématophages. Les arbovirus et leurs 

vecteurs sont à considérer comme des complexes qui interagissent fortement entre eux à différents 

niveaux. L’aptitude d’un arthropode à transmettre un virus se définit par la compétence vectorielle. 

L’arthropode doit ingérer le virus sur un hôte vertébré infecté et assurer la multiplication de ce dernier 

pour ensuite le retransmettre au cours d’un autre repas sanguin à un hôte sain. Les arbovirus ont un cycle 

de vie à deux hôtes, ils se répliquent au sein d’un vecteur arthropode et d’un hôte vertébré. Les arbovirus 

animaux sont principalement des virus à ARN, à l’exception du virus de la PPA, et présentent des taux 

de mutations élevés par rapport aux virus à ADN. Ces mutations sont notamment dues à un manque de 

propriété de relecture de leur ARN polymérase ARN dépendante. Cependant, la variabilité génétique 

des arbovirus transmis par les insectes a beaucoup été étudiée et l’alternance d’hôtes serait à l’origine 

de la stabilité génomique de ces virus observée au cours de plusieurs études. Cette hypothèse a ensuite 

été extrapolée à tous les arbovirus, y compris les virus transmis par les tiques. Or, les tiques et les insectes 

ont des cycles et des caractéristiques de vie différents et les virus ne sont pas soumis aux mêmes 

pressions dans un insecte que dans une tique. 

Au cours de ce projet de thèse, les interactions du virus Kemerovo avec son vecteur arthropode, 

la tique, ont été étudiées à plusieurs niveaux, en menant des travaux sur deux axes : in vivo et in vitro.  

Dans un premier temps, la compétence vectorielle des tiques du genre Ixodes pour KEMV a été 

testée in vivo. Dans cette partie, plusieurs aspects ont été explorés : 

- Mise en place d’un modèle d’infection des tiques avec du virus en comparant deux techniques 

d’infection des tiques : un système de gorgement artificiel sur peau de gerbille versus une 

technique d’immersion 

- Évaluation des différents critères qui définissent la compétence vectorielle d’une tique pour un 

agent pathogène (acquisition du virus, transmission trans-stadiale et transmission à un hôte 

vertébré au cours d’un repas sanguin) lors de l’étude de la compétence vectorielle des espèces 

I. ricinus et I. persulcatus. 

- Impact de l’espèce de tique et de son origine sur l’aptitude à transmettre le virus Kemerovo   

La seconde partie était l’étude, en conditions in vitro, des interactions plus fines de KEMV avec 

son vecteur arthropode et l’influence de l’alternance d’hôte sur sa fitness. Pour cela, le KEMV a été 

adapté en culture cellulaire selon 3 conditions de culture après 30 passages en série dans des cellules de 
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mammifère et cellules de tique et en alternance dans ces deux types de cellules. Au cours de ces travaux, 

plusieurs thématiques ont été abordés : 

- Informations sur la biologie de KEMV 

- Mise au point de la purification de KEMV produit dans les cellules de tique 

- Génération des 3x30 passages en culture cellulaire 

- Évaluation de la fitness des souches adaptées dans les cellules et en souris (capacité 

réplicative dans les différents types cellulaires (cinétique de réplication en cellules de 

mammifère et de tique), de la virulence (pourcentage de survie cellulaire en conditions in 

vitro et suivi de mortalité en souris), du potentiel tropisme dans un modèle animal 

(compartimentalisation/tropisme des populations virales dans des organes). 

- Mise au point de la purification des ARNdb en vue d’un séquençage NGS des différentes 

souches adaptées. 

Le virus Kemerovo a été isolé en 1962 dans la région de Kemerovo en Russie à partir de tiques I. 

persulcatus (Chumakov 1963). Il a ensuite été détecté ultérieurement dans des tiques I. ricinus (S. E. 

Tkachev et al. 2017). L’étude de la compétence vectorielle de ces espèces de tiques pour KEMV n’avait 

jamais été étudiée jusqu’à ce jour, c’est pourquoi, nous avons testé la compétence vectorielle de tiques 

I. ricinus provenant de France et de Slovaquie ainsi que d’I. persulcatus de Russie. Les deux premiers 

critères de la compétence sont l’acquisition du virus par les tiques et la transmission trans-stadiale du 

virus. Pour cela, nous avons comparé deux techniques d’infection : un système de gorgement artificiel 

déjà mis au point au laboratoire (S Bonnet et al. 2007) et une technique d’immersion (Mitlzel et al. 

2007), dans le but d’identifier la meilleure méthode pour infecter les tiques avec le KEMV. L’efficacité 

de ces techniques a été évaluée en utilisant un contrôle positif, le virus de l’encéphalite à tique, pour 

lequel la compétence vectorielle de tiques I. ricinus a déjà été démontrée en utilisant ces deux méthodes 

d’infection. Seul le système de gorgement artificiel a été validé pour infecter les larves d’I. ricinus avec 

KEMV, résultant à un taux d’infection en larves gorgées supérieur à 80% et une transmission trans-

stadiale de 40%. Le taux d’infection des larves obtenu avec la méthode d’infection par immersion était 

seulement de 26% et la transmission trans-stadiale n’a pu être montrée. L’hypothèse la plus probable de 

cette différence d’efficacité d’infection avec la méthode d’immersion est à mettre en relation avec la 

famille et/ou le genre viral. En effet, TBEV et KEMV appartiennent, respectivement, aux genres 

Flavivirus et Orbivirus et diffèrent du point de vue de leur biologie, ce qui pourrait influencer sur 

l’efficacité de la technique d’immersion pour les orbivirus.  

Dans un deuxième temps, la compétence vectorielle des tiques I. ricinus de Slovaquie et de France 

a été étudiée en utilisant le système de gorgement artificiel pour infecter les larves. Les différents critères 

de la compétence ont été évalués par RT-PCR en temps réel juste après le repas sanguin des larves 
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(acquisition du virus) et juste après la mue (transmission trans-stadiale). La transmission à un hôte 

vertébré a été testée en plaçant les tiques infectées sur des souris saines. La virémie et la présence du 

virus au sein des organes et des tiques gorgées ont été évaluées par RT-PCR en temps réel. Les travaux 

avec les tiques I. ricinus ont permis de valider les 2 premiers critères de la compétence vectorielle. La 

transmission trans-stadiale a semblé être plus efficace pour les tiques de Slovaquie (40%) comparée aux 

tiques de France (10%).  Le dernier critère (transmission à un hôte sain) n’a pu être observé puisque les 

tiques ne présentaient plus de virus au bout de 4-5 mois après la mue et le virus n’a pas été retrouvé dans 

les souris. Ces travaux ont été menés avec une souche virale isolée en Russie, or en Slovaquie seuls 2 

sérotypes de KEMV, LIPV et TRBV, sont retrouvés et ont été isolés à partir de tiques I. ricinus 

(Libikova, Rehacek, and Somogyiavo 1965). En France, les virus Kemerovo ou Lipovnik ou Tribeč 

n’ont jamais été détectés. La compétence vectorielle dépend de plusieurs facteurs, notamment de traits 

génétiques au sein du vecteur arthropode. Une grande diversité génétique a été observée au sein de tiques 

appartenant à une même espèce et provenant de régions géographiques distinctes (Paulauskas et al. 

2016). Cette diversité peut par conséquent affecter l’aptitude d’une espèce de tique à transmettre un 

agent pathogène. Plusieurs travaux ont montré l’importance de l’origine des tiques lors de l’étude de 

leur compétence vectorielle pour un agent pathogène donné (Krishnavajhala, Armstrong, and Lopez 

2018)(Pereira de Oliveira et al. 2019)(Pereira De Oliveira et al. 2020). Au vu des résultats obtenus et de 

ce qui est décrit dans la littérature, il semblerait que la compétence vectorielle des tiques I. ricinus pour 

KEMV dépendrait fortement de l’origine de la souche virale mais également de la provenance des tiques. 

Afin de confirmer cela, des travaux supplémentaires sont nécessaires. Il serait pertinent de tester la 

compétence vectorielle des tiques de Slovaquie pour TRBV et LIPV mais également celle des tiques I. 

ricinus de Russie pour KEMV, LIPV et TRBV. De plus, la disparition du virus dans les cultures 

d'IRE/CTVM20 dérivées de tiques Ixodes ricinus a également été observée. Le KEMV était toujours 

détecté dans des cellules IRE/CTVM20 au bout de 3 mois post-infection mais en plus faible quantité par 

rapport aux premières semaines post-infection. De même, il serait intéressant de réaliser de nouvelles 

infections à long terme dans ces cellules avec LIPV et TRBV afin d’observer si ces virus infectent ces 

cellules de manière persistante ou non et plus longtemps ou non que KEMV. 

Comme KEMV a d’abord été isolé à partir de tiques I. persulcatus en 1962, nous avons également 

testé la compétence vectorielle de ces tiques. Les résultats obtenus contrastent avec les précédents, 

puisque les taux d’infection en larves gorgées (acquisition du virus) et en nymphes, après la mue 

(transmission trans-stadiale), ont été estimés à 100%. Au bout de 4 mois après la mue, le virus a toujours 

été détecté au sein des nymphes. Malheureusement, nous n’avons pas pu, au cours de nos expériences, 

montrer le dernier critère de la compétence vectorielle. Les souris IFNAR-/- utilisées pour le gorgement 

des nymphes n’ont pas été infectées. Ces résultats nous ont amenés à nous interroger quant à la viabilité 

du virus dans les tiques, la dissémination du virus au sein des tiques et au choix de la souris IFNAR-/- 

comme modèle vertébré dans le design de nos expérimentations. Pour tenter de répondre à la première 



 

 

174 

 

question, des cellules BSR ont été inoculées avec du broyat de nymphes et laissées incuber pendant 6 

jours. Un second passage à l’aveugle a été également réalisé. L’extraction d’ARN à partir des cellules 

n’a pas permis de montrer une éventuelle réplication du virus au sein de ces cellules. De plus, aucun 

effet cytopathique n’a été observé. Ces résultats ne nous permettent pas de conclure sur la viabilité de 

KEMV au sein de tiques I. persulcatus infectées artificiellement. D’autre part, la dissémination du virus 

au sein de la tique est une des étapes cruciales dans la compétence vectorielle. Après ingestion, le virus 

doit être capable de traverser plusieurs barrières biologiques (intestinale et salivaire) pour ensuite 

pouvoir être retransmis au cours du repas sanguin suivant. Cette période correspond à la période 

d’incubation extrinsèque (Pérez-Eid 2007). Pour étudier la diffusion du virus dans l’arthropode, des 

dissections de tiques infectées, après mue, seraient pertinentes à réaliser dans le but de prélever les 

différents organes de la tique et de tester la présence du virus par RT-PCR en temps réel. Cette étude 

permettrait de connaitre la localisation du virus après mue et de savoir s’il a disséminé au sein de la tique 

jusqu’à atteindre les glandes salivaires. Malheureusement, au vu du nombre très restreint de tiques 

obtenu au cours de cette expérimentation, ces dernières étaient devenues trop précieuses et non 

sacrifiables pour ce type d’étude annexe à celle de la compétence vectorielle. Enfin la dernière 

explication serait que les souris IFNAR-/- ne seraient pas un bon modèle vertébré dans le cadre de nos 

expérimentations avec KEMV. Même si nous avons montré que les souris IFNAR-/- développaient des 

symptômes à la suite d’inoculation de virus, une dose minimale infectieuse est nécessaire et a été 

déterminée à 103 PFU en injection sous-cutanée. Il se pourrait donc que les nymphes I. persulcatus aient 

injecté le virus mais en quantité trop faible pour permettre l’infection des souris par KEMV. En effet, 

les sérotypes de BTV diffèrent en termes de doses minimales infectieuses pour provoquer une infection 

chez les souris IFNAR-/- (Calvo-Pinilla et al. 2009). D’autres modèles vertébrés seraient alors à explorer. 

Il a été mis en évidence que certains ruminants comme la chèvre et le mouton, avaient fait des 

séroconversions au virus (H. Attoui and Mohd Jaafar 2015). Cependant, mener de telles études sur des 

grands mammifères nécessite des moyens et des infrastructures en adéquation avec le niveau de 

biosécurité requis pour la manipulation d’un virus zoonotique provoquant des encéphalites chez 

l’humain. 

Les études de la compétence vectorielle montrent bien qu’il existe des interactions entre les tiques 

et le virus Kemerovo. Ces dernières peuvent dépendre du vecteur arthropode mais également du virus.  

Au cours des études in vitro, nous avons cherché à étudier ces interactions et plus particulièrement, 

l’impact de l’alternance d’hôte entre le vecteur arthropode et l’hôte vertébré sur la fitness de KEMV. 

Tout d’abord, nous avons pu recueillir des informations sur la biologie de KEMV (peu disponibles 

jusqu’à ce jour). Les informations obtenues sur KEMV ont permis de mettre au point une méthode de 

purification du virus produit dans les cellules de tique IRE/CTVM20 afin de réaliser les 3x30 passages 

en série dans les cellules de mammifère et cellules de tique et en alternance dans ces deux types 

cellulaires. La finalité de ces passages était double. Dans un premier temps, la fitness de ces souches 
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adaptées a été évaluée dans les cellules BSR et IRE/CTVM20 (résultats préliminaires) et ensuite en 

souris IFNAR-/- pour observer l’effet de l’alternance d’hôte sur la fitness de KEMV. Les résultats 

préliminaires de l’étude de la capacité de réplication dans les cellules, semblent indiquer que les souches 

adaptées dans les cellules de tiques et en alternance montraient des caractéristiques similaires en termes 

de vitesse de réplication bien que la souche alternée semblait plus adaptée dans les cellules de 

mammifère. La souche Ps.IRE 30 présentait une certaine plasticité lorsqu’elle est dans les cellules de 

mammifère, ce qui n’était pas le cas pour la souche Ps.BSR 30 qui montrait un retard de réplication dans 

les cellules de tiques IRE/CTVM20. Ces résultats suggèrent que le passage dans les cellules 

d’arthropode permet au virus de maintenir sa grande capacité/plasticité/diversité, lui permettant de se 

répliquer plus facilement, contrairement aux passages dans les cellules de mammifère où toute cette 

plasticité semble très réduite. Tous ces résultats restent à confirmer, pour cela, il est nécessaire de refaire 

des cinétiques dans ces deux types cellulaires avec des quantités de virus comparables entre chaque 

souche au moment de l’infection. Concernant les suivis de mortalité des souris IFNAR-/-, inoculées avec 

les souches P.alt 30 et Ps.IRE 30, ils sont comparables, puisque les premiers signes cliniques et de 

mortalité sont apparus pour les 2 souches en même temps, soit à J3 post-inoculation. Les 2 souches ont 

montré une virulence comparable, contrairement à la souche Ps.BSR 30. Les résultats obtenus dans les 

souris ne nous permettent pas de d’identifier clairement un tropisme dans le modèle animal utilisé. Tous 

les organes ont été infectés par les différentes souches (KEMV P3, Ps.IRE 30, Ps.BSR 30 et P.alt 30) et 

s’y sont répliqués. Des tendances sont quand même notables. Les quantités de virus issues du P.alt 30 

et Ps.IRE 30 semblaient plus importantes que celles issues du Ps.BSR 30 dans les différents organes, ce 

qui laisse suggérer que les souches alternée et adaptée dans les cellules de tique se sont répliquées plus 

intensément. Afin de confirmer l’hypothèse que le passage dans les cellules de tique maintiendrait la 

virulence et permettrait d’accroitre la diversité génétique de KEMV, il est nécessaire de refaire ces 

expérimentations avec des groupes d’animaux plus conséquent (au moins 6 souris par groupe) et 

homogène (de même âge et de même sexe). A l’inverse, le passage dans les cellules de mammifère 

semble atténuer le KEMV. L’alternance de types cellulaires jouerait un rôle dans le maintien de la 

capacité à infecter différents types cellulaires. Le passage dans les cellules de tique augmenterait la 

diversité du virus tandis que le passage en BSR réduirait cette diversité en sélectionnant des variants 

capables d’infecter les types cellulaires. Des observations similaires ont notamment été décrites pour le 

BTV (Caporale et al. 2014). Lors de ces études menées dans les souris IFNAR-/-, nous avons pu mettre 

en évidence la différence de sensibilité des souris selon la souche virale, le sexe et l’âge. Il semblerait 

que certaines sous-populations (quasi-espèces) aient été sélectionnées au cours des passages et leur 

virulence dépendrait du sexe et de l’âge des souris. 

Afin de confirmer cela, un séquençage NGS des trois souches adaptées en culture cellulaire est 

nécessaire et permettrait d’observer et de comparer les différentes quasi-espèces générées au cours des 

30 passages. Pour ces travaux de thèse, il était prévu de faire un séquençage NGS avec la technologie 
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Illumina des passages 10, 20 et 30 des différentes séries. Pour cela, un stage de 3 mois était programmé 

aux côtés du Professeur Peter Mertens (Université de Nottingham) et du Dr Kyriaki Nomikou 

(Université de Glasgow) pour apprendre la technique de séquençage des virus à ARNdb. Cependant, ce 

stage a été annulé en raison de la pandémie du Covid-19. En collaboration avec le Prof. Mertens et Dr 

Nomikou, nous avons essayé de mettre au point leur protocole dans nos laboratoires. L’une des 

premières étapes du protocole était de purifier les ARNdb des ARNsb, car nous cherchons, dans ses 

travaux, à étudier l’information génétique qui est transmise à la descendance. De ce fait, les ARNsb 

cellulaires et ceux issus de la réplication virale sont à éliminer. Deux techniques, enzymatique par un 

traitement à la RNAse A et physique, ont été testées et seule la méthode physique a été validée. 

En perspectives de ces travaux de thèse, il sera nécessaire de réaliser le séquençage NGS des trois 

souches adaptées en culture pour confirmer ou infirmer 1/ les hypothèses avancées avec les résultats 

obtenus au cours de l’étude de fitness comme le lien entre les quasi-espèces générées et le pouvoir 

pathogène observé chez la souris selon le sexe et l’âge et 2/ l’hypothèse de la contrainte d’évolution des 

arbovirus grâce à l’alternance d’hôte. Des travaux combinant le séquençage des virus issus des différents 

organes ainsi que de la génétique inverse permettrait d’identifier au sein du génome de KEMV les 

déterminants génétiques de la virulence. Des travaux sur le BTV ont permis de déterminer l’implication 

plus forte de certaines protéines dans la virulence du virus en souris IFNAR-/-, en comparant les 

séquences d’une souche atténuée (présentant un nombre de passages dans des cellules de mammifère 

assez conséquent) avec une souche non atténuée. Dans cette étude, les séquences des segments 1, 2 et 

8, codant respectivement la VP1, VP2 et NS2, présentaient des mutations non synonymes dans la souche 

atténuée (Caporale et al. 2011). Il serait alors intéressant de faire des expérimentations similaires étant 

donné qu’une souche atténuée de KEMV est maintenant disponible (Ps.BSR 30) et ainsi confronter les 

résultats avec les données disponibles pour le BTV. D’autres études menées avec différentes souches 

du BTV et l’AHSV ont montré que les différences de virulence pouvaient être attribuées à la variabilité 

génétique des séquences des segments codant les VP2, VP5, VP7 et NS3/NS3A (Coetzee et al. 2012). 

Nous avons pu remarquer au cours de ces travaux de thèse que KEMV, un orbivirus transmis par les 

tiques, différait des orbivirus transmis par les insectes, d’un point de vue biologique et physico-

chimique. Connaitre les facteurs de virulence de KEMV ainsi que sa dynamique à générer des quasi-

espèces, apporterait des informations complémentaires pour le genre Orbivirus.  

A plus long terme, il serait intéressant d’infecter des tiques I. ricinus et/ou I. persulcatus avec ces 

trois souches adaptées et ainsi observer et comparer l’effet de l’alternance versus l’adaptation à un type 

cellulaire sur l’acquisition du virus par les tiques, la transmission trans-stadiale et, lorsque le modèle 

vertébré adéquat sera mis en place, la capacité à transmettre le virus au cours d’un repas sanguin. 

Certaines protéines citées plus haut jouent un rôle dans l’infection et la dissémination du virus au sein 

de l’arthropode, telles que la VP7 et la NS3/A. Il a été suggéré, pour le BTV, que la variabilité génétique 
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au sein de ces protéines pouvait être liée à la transmission du virus par différentes populations de 

moucherons piqueurs du genre Culicoides dans différentes zones géographiques (Bonneau et al. 

2002)(S. Maan et al. 2008)(S. Maan et al. 2010)(W. C. Wilson et al. 2000). Enfin, lorsque les modèles 

in vivo seront bien établis (validation de la compétence vectorielle des tiques I. ricinus et/ou I. 

persulcatus pour le virus Kemerovo), effectuer des passages en série dans des tiques et souris, ainsi que 

des passages en alternance et comparer la génétique de KEMV issu de ces différents passages in vivo 

par rapport aux quasi-espèces obtenues in vitro seraient pertinents. Pour certains arbovirus transmis par 

des moustiques tels que le WNV, CHIKV et le virus de l’encéphalite équine du Venezuela (VEEV), le 

passage dans leur vecteur arthropode réduirait considérablement leur diversité génétique. En effet, le 

passage de la barrière intestinale et des glandes salivaires agiraient comme des goulots d’étranglement 

(Forrester, Coffey, and Weaver 2014). Enfin, les études approfondies de la variabilité génétique des 

arbovirus permettront d’identifier les facteurs de virulence, les protéines nécessaires aux différents 

mécanismes viraux. A plus long terme, cela permettra d’apporter des informations sur les stratégies 

thérapeutiques et/ou de prophylaxie à mettre en place. 
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Annexe n°1  

Quantification des ARN viraux dans les organes de souris, sans distinction du sexe et de 

l’âge des souris, selon la souche inoculée KEMV P3, P.alt 30, Ps.BSR 30 et Ps.IRE 30   

Afin d’augmenter le nombre d’échantillons dans nos analyses et mettre en évidence un potentiel 

effet de la condition de culture des 3 souches adaptées (effet de l’alternance), la figure 57 représente la 

quantité de virus par organes selon la souche inoculée sans distinction des âges et du sexe des souris. 

Dans la rate, la souche alternée est détectée significativement en plus grande quantité par rapport à la 

souche adaptée dans les cellules de mammifère. Dans le reste des organes, les trois souches ont infecté 

et se sont répliquées de manière équivalente. Au vu de ces résultats, il est difficile de conclure à un 

éventuel tropisme de chaque souche. Il s’agit d’une étude préliminaire et d’autres expérimentations sont 

nécessaires avec des groupes d’animaux en plus grand effectif afin de réaliser correctement des analyses 

statistiques sans que ces dernières ne soient biaisées par la différence d’âge et de sexe des souris.  

 

Figure 57: Quantification des ARN viraux des différentes souches du KEMV au sein des organes de souris 

IFNAR-/- inoculées en SC avec les différentes souches KEMV P3, P.alt 30, Ps.BSR 30 et Ps.IRE 30 (test 

statistique ANOVA à 1 facteur, '***' 0.001 '**' 0.01 '*' 0.05) 
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Annexe n°2  

Cinétique de réplication des 30 dans les cellules de mammifère BSR et de tique 

IRE/CTVM20 

Afin d’évaluer la capacité de réplication des différentes souches adaptées en culture cellulaire, 

des cinétiques de réplication ont été réalisées dans les cellules BSR et IRE/CTVM20. La MOI utilisée 

pour ces cinétiques était 10-5. Le choix de cette MOI très basse s’est basé sur la quantité de virus 

disponible, notamment pour la souche Ps.BSR 30, pour lequel le titre infectieux a été déterminé à 103 

PFU/mL. Une MOI de 0,05 nécessitait alors de grand volume de virus.  

Les cinétiques dans les BSR ont été réalisées sur 4 jours. Au bout de ces 4 jours, des effets 

cytopathiques étaient visibles seulement avec les souches Ps.IRE 30 et P.alt 30. Les cellules étaient 

toutes lysées à J4 post-infection. Pour les infections effectuées avec Ps.BSR 30, toutes les cellules 

n’étaient pas lysées (60 à 70% des cellules lysées) et formaient comme des « cheminées » ou 

« chapelet ». Concernant les infections dans les cellules de tique IRE/CTVM20, les cinétiques en 

IRE/CTVM20 ont été conduites sur 6 jours pour KEMV P3, Ps.BSR 30 et Ps.IRE 30 et 8 jours pour le 

P.alt 30. L’état général des cellules a été le même au cours de la cinétique, c’est-à-dire aucun effet 

cytopathique ou autre modification n’a été observé. 

Les figures 58 et 59 représentent la cinétique de réplication en fonction du temps des différentes 

souches. Les ARN viraux ont été quantifiés dans les cellules et le surnageant par RT-PCR temps réel en 

ciblant le segment 2 du KEMV. Les valeurs obtenues pour J0 sont assez surprenantes puisqu’elles sont 

pour les 4 souches très éloignées les unes des autres, malgré une MOI de 10-5. Il est alors difficile 

d’interpréter ces résultats de manière sûre pour les deux types cellulaires. 

Quelques tendances sont observables mais elles restent à confirmer. Dans les cellules de 

mammifère BSR, les 3 souches Ps.BSR 30, Ps.IRE 30 et P.alt 30 semblent être mieux adaptées pour se 

répliquer dans les cellules BSR puisqu’elles atteignent un plateau 1000 fois plus haut que celui atteint 

par KEMV P3 dans ces cellules. Malgré 30 passages dans les cellules de tique, la souche Ps.IRE 30 

semble se répliquer de manière efficace dans les BSR. Enfin la souche P.alt 30 a montré une vitesse de 

réplication importante au vu de la pente de la phase exponentielle. Dans les cellules de tique 

IRE/CTVM20, KEMV P3 et Ps.BSR 30 montrent un certain délai (quelques jours) avant de se répliquer. 

Cet aspect n’est pas observé pour les souches Ps.IRE 30 et P.alt 30, pour lesquelles le début de 

réplication est visible à 24h post-infection. Les résultats indiqueraient que la souche alternée a une 

capacité à infecter et à se répliquer aisément dans les deux types cellulaires. La souche Ps.IRE 30 semble 
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être spécialisée dans les cellules de tique mais montre une grande capacité à se répliquer dans les cellules 

de mammifère.  

 

Figure 58: Cinétiques de réplication en cellules BSR (A) et dans le surnageant (B) des souches de KEMV 

adaptées en culture cellulaire  

 

Figure 59: Cinétiques de réplication en cellules IRE/CTVM20 (A) et dans le surnageant (B) des souches de 

KEMV adaptées en culture cellulaire 
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Annexe n°3  

Revue : Migné, Camille Victoire, Cécile Beck, Gaëlle Gonzalez, Sylvie Lecollinet, and 

Sara Moutailler. 2021. “Which Tools for Monitoring Emerging Arboviruses within 

Their Mammalian Hosts and Arthropod Vectors ?” Virologie 25 (1):12–28. 

https://doi.org/10.1684/vir.2021.0880. 
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Title : Kemerovo virus, an encephalitic tick-borne orbivirus : in vivo and in vitro studies 

Keywords : orbivirus, ticks, interactions, vector competence, genetic variability 

Abstract :  

Ticks represent a major risk to human and animal health and are responsible for 
important economic losses. It is the principal vector of pathogens in Europe and can 
transmit the widest variety of microorganisms (bacteria, parasites and viruses). Among 
these, about 170 tick-borne viruses have been identified to date. These viruses are 
arboviruses (arthropod-borne viruses) transmitted by hematophagous arthropod vectors 
such as ticks, mosquitoes, sandflies and biting midges. Complex interactions define the 
relationships between arboviruses and their vectors. The ability of an arthropod to 
transmit a virus is defined by its vector competence. The arthropod must ingest the virus 
during a blood meal on infected vertebrate hosts and replicate it, and further transmit it 
to other hosts during the next blood meal. Arboviruses replicate within an arthropod 
vector and a vertebrate host. Animal arboviruses are mainly RNA viruses and have high 
mutation rates compared to DNA viruses. These mutations are mainly due to a lack of 
proofreading properties of their RNA-dependent RNA polymerase. Their life cycle within 
2 very different hosts would lead to the fixation of beneficial mutations for infection and 
replication in these hosts. Arboviruses have a great capacity to generate variants 
(quasispecies) that are able to explore new environments and facilitate viral emergence. 
However, the genomic variability of insect-borne viruses has been extensively studied 
and host alternation could constrain arbovirus evolution. This hypothesis was then 
extrapolated to all arboviruses, including tick-borne viruses. However, ticks and insects 
have different life cycles and traits and the viruses are not subject to the same pressures. 

In this context, this PhD project was devised to study the interactions between 
Kemerovo virus (KEMV) and its tick vectors at different levels. KEMV is an orbivirus 
discovered in 1962 in the Kemerovo region. KEMv and its two serotypes Tribeč (TRBV) 
and Lipovnik (LIPV) have all three been implicated in human cases of encephalitis in 
Russia and/or Central Europe. However, the interest in KEMV has declined in favour of 
the diagnosis of tick-borne encephalitis virus (TBEV) in these regions. The studies 
conducted during this thesis pertained to in vivo and in vitro models. First, the vector 
competence of Ixodes ricinus and Ixodes persulcatus ticks was studied. This work 
involved setting up a tick infection model with KEMV in the laboratory. The different 
criteria of vector competence were then tested for I. ricinus and I. persulcatus. In the 
course of this study, we were able to highlight the influence of (1) the virus genus on the 
infection technique used and (2) the species and origin of the ticks when testing vector 
competence.  

Finally, the second part of this work was the study of the influence of host 
alternation on fitness, virulence and tropism of KEMV in an animal model. KEMV was 
adapted in cell culture according to 3 scenarii: 30 serial passages in mammalian or tick 
cells or alternated passages between the 2 cell types. For that purpose, it was necessary 
to collect information on KEMV biology in order to set up the different passages. The 
fitness of the different cell-adapted strains was studied in our animal model, the IFNAR-
/- mouse, as well as the virulence. We were able to show a link between the virulence of 
the adapted strains and the sex and age of the mice, suggesting the selection of 
quasispecies during different passages. 
  



 

 

 

Titre : Le virus Kemerovo, un orbivirus encéphalitique transmis par les tiques : études 
in vivo et in vitro 

Mots-clés : orbivirus, tiques, interactions, compétence vectorielle, variabilité génétique 
Résumé :  

Les tiques représentent un risque majeur pour la santé humaine et animale et ont, 
par conséquent, une importance économique majeure. La tique est le plus grand vecteur 
d’agents pathogènes en Europe et peut transmettre la plus grande variété de 
microorganismes (bactéries, parasites et virus). Parmi eux, environ 170 virus transmis 
par les tiques ont été identifiés à ce jour. Ces virus font partie des arbovirus (arthropod-
borne viruses) transmis par des vecteurs arthropodes hématophages comme la tique, le 
moustique, le phlébotome et le moucheron piqueur. Les arbovirus et leurs vecteurs 
forment des complexes où des interactions fortes ont lieu entre eux à différents niveaux. 
L’aptitude d’un arthropode à transmettre un virus se définit par la compétence 
vectorielle. L’arthropode doit ingérer le virus sur un hôte vertébré infecté et assurer la 
multiplication de ce dernier pour ensuite le retransmettre au cours d’un autre repas 
sanguin sur hôte vertébré sain. Les arbovirus se répliquent dans un vecteur arthropode 
et un hôte vertébré. Les arbovirus animaux sont principalement des virus à ARN et 
présentent des taux de mutations élevés par rapport aux virus à ADN. Ces mutations sont 
notamment dues à un manque de propriété de relecture de leur ARN polymérase ARN 
dépendante. Leur cycle de vie à 2 hôtes très différents entrainerait la fixation de 
mutations bénéfiques pour l’infection et la réplication dans 2 types d’hôtes. Les arbovirus 
ont alors une grande capacité à générer des variants (quasi-espèces) capables d’explorer 
de nouveaux environnements et d’induire des émergences. Cependant, la variabilité 
génomique des arbovirus transmis par les insectes a beaucoup été étudiée et l’alternance 
d’hôtes serait à l’origine de la stabilité génomique de ces virus. Cette hypothèse a ensuite 
été extrapolée à tous les arbovirus, y compris les virus transmis par les tiques. Or, les 
tiques et les insectes ont des cycles et des traits de vie différents et les virus ne sont pas 
soumis aux mêmes pressions. 

C’est dans ce contexte que ce projet de thèse a été construit et avait pour but 
d’étudier les interactions entre le virus Kemerovo (KEMV) et son vecteur tique à 
différents niveaux. KEMV est un Orbivirus découvert en 1962 dans la région Kemerovo en 
Russie. Il a été impliqué dans des cas humains d’encéphalite en Russie et en Europe 
Centrale où notamment deux sérotypes, Tribeč (TRBV) et Lipovnik (LIPV), de KEMV 
circulent. Mais son intérêt a décliné au profit du diagnostic pour le virus de l’encéphalite 
à tique (TBEV) dans ces régions. La thèse a été menée dans deux modèles : in vivo et in 
vitro. Dans un premier temps, la compétence vectorielle des tiques Ixodes ricinus et 
Ixodes persulcatus a été étudiée. Ces travaux ont impliqué la mise en place d’un modèle 
d’infection des tiques avec KEMV au laboratoire. Les différents critères de la compétence 
vectorielle ont ensuite été testés pour I. ricinus et I. persulcatus. Au cours de cette 
étude, nous avons pu mettre en évidence l’influence : (1) du genre viral sur la technique 
d’infection à utiliser et (2) de l’espèce et de l’origine des tiques lors des essais de 
compétence vectorielle.  

Enfin, la seconde partie de ces travaux correspondait à l’étude de l’influence de 
l’alternance d’hôtes sur la fitness, la virulence et le tropisme de KEMV dans un modèle 
animal. Le KEMV a été adapté en culture cellulaire selon 3 scenarii : 30 passages en série 
dans des cellules de mammifère ou de tique ou en alternance entre les 2 types de cellules. 
Pour se faire, connaitre la biologie de KEMV était nécessaire pour la mise au point et la 
mise en place des différents passages. La fitness des différentes souches adaptées en 
culture cellulaire a été étudiée dans notre modèle animal, la souris IFNAR -/-, ainsi que 
la virulence. Nous avons pu mettre en évidence un lien entre la virulence des souches 
adaptées et le sexe et l’âge des souris, suggérant la sélection de quasi-espèces au cours 
des différents passages. 


