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Résumé : 

Depuis les années 1960, la France métropolitaine a subi des émergences et des réémergences 

des virus Usutu (USUV) et West-Nile (WNV). Ces arbovirus (Arthropod Borne viruses) ont 

pour réservoir les populations aviaires et sont transmises par un moustique vecteur du genre 

Culex. En FUance, le WNV a connX plXVieXUV pmeUgenceV donW la fUpqXence V¶accplqUe depXiV 

leV annpeV 2000. A ce joXU, la ciUcXlaWion de ce YiUXV eVW limiWpe aX VXd de la FUance, V¶pWendanW 

depuis son foyer historique situé dans la région de la Camargue. Régulièrement, des cas 

humains sont détectés. Son vecteur Culex pipiens est ubiquitaire sur le territoire. Le virus Usutu 

a quant à lui émergé sur le territoire métropolitain en 2015, causant des épisodes de mortalité 

aviaires chez des espèces sensibles telles que le merle (Turdus merula) ou encore la chouette 

lapone (Strix nebulosa). UVXWX V¶eVW UapidemenW diVVpminp VXU le WeUUiWoiUe mpWUopoliWain, 

touchant des populations aviaires résidentes de la région Grand-Est. Dans ce contexte, nous 

aYonV effecWXp deV WUaYaX[ d¶inYenWaiUeV deV moXVWiqXeV de la Upgion afin d¶acWXaliVeU leV 

donnpeV de pUpVence. Afin d¶amplioUeU la UpacWiYiWp deV pchanWillonnageV en caV d¶pmeUgence 

dans la région, nous avons appliqué à nos échantillons des techniqueV d¶idenWificaWion diWeV de 

gpomoUphompWUie alaiUe (Wing GeomeWUic MoUphomeWUicV oX WGM). CeWWe WechniqXe V¶aYqUe 

fiable danV la claVVificaWion deV eVpqceV de moXVWiqXeV de la Upgion. NoXV aYonV UeYX l¶enVemble 

des infections expérimentales réalisées sur deV popXlaWionV de moXVWiqXeV oUiginaiUeV d¶EXUope 

de l¶OXeVW. Enfin, noXV aYonV WeVWp la comppWence YecWoUielle de WUoiV eVpqceV de moXVWiqXeV 

endémiques dans la région Grand-Est pour WNV et USUV (Aedes rusticus, Anopheles 

plumbeus et Culex pipiens). Les données acquises par ces expérimentations pourront permettre 

j l¶aYeniU Xne meilleXUe pUppaUaWion eW Xne meilleXUe pUiVe en chaUge d¶Xne h\poWhpWiqXe 

pmeUgence de WNV oX d¶USUV danV la Upgion GUand-Est. 

Mots clés : Moustiques, Compétence vectorielle, Géomorphométrie, virus du Nil occidental, 

virus Usutu 

  



Summary : 

Mosquitoes of the Grand-Est region : biodiversity and vector competence for zoonotic 

arboviruses 

Since the 1960s, metropolitan France has undergone the emergence and re-emergence of the 

Usutu (USUV) and West-Nile (WNV) viruses. These arboviruses (Arthropod Borne viruses) 

circulate between avian populations reservoir and their vector (mosquito belonging to the Culex 

genus). In France, WNV has experienced several emergences, with accelerated frequency since 

the 2000s. To date, the circulation of this virus is limited to the south of France, extending from 

its historic area located in the region of Camargue. Regularly, human cases are detected. Its 

Culex pipiens vector is ubiquitous in France. The Usutu virus emerged in metropolitan France 

in 2015, causing episodes of bird mortality in sensitive species such as blackbird (Turdus 

merula) or the great gray owl (Strix nebulosa). Usutu quickly spread across metropolitan 

territory, affecting bird populations resident of the Grand-Est region. In this context, we carried 

out inventory work on mosquitoes in the region in order to update the presence data. In order 

to improve the responsiveness of the sampling in the event of an emergence in the region, we 

applied identification techniques known as Wing Geometric Morphometrics (WGM) to our 

samples. This technique has proven to be reliable in classifying mosquito species. We reviewed 

all the experimental infections performed on mosquito populations originating from Western 

Europe. Finally, we tested the vector competence of three endemic mosquito species in the 

Grand-Est region for WNV and USUV (Aedes rusticus, Anopheles plumbeus and Culex 

pipiens). The data acquired by these experiments may allow better preparation and better 

management of a hypothetical emergence of WNV or USUV in the Grand-Est region in the 

future. 

 

Key words : Mosquitoes, Vector competence , Wing Geometric Morphometrics, West-Nile 
virus, Usutu virus   
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Chapitre I : Généralités 

 

Les moustiques sont des arthropodes hématophages pouvant être vecteurs d¶agenWV pathogènes. 

Parmi les plus connus de ces pathogènes, nous pouvons citer ici les agents du paludisme, des 

filaires et surtout des virus. 

Les arbovirus (Arthropod borne Viruses) et les parasites transmis par les arthropodes 

représentent un problème de Santé Publique majeur au niveau mondial. Concernant le 

palXdiVme, le nombUe de peUVonneV a\anW conWUacWp le paUaViWe aX coXUV de l¶annpe 2019 V¶plqYe 

j 229 millionV, eW Velon l¶OMS le nombUe de dpcqV V¶plqYe j 409 000 

(https://www.who.int/publications/i/item/9789240015791). Depuis les années 2000, nous 

avons vu apparaitre de nombreuses émergences ou ré-émergences de virus transmis par les 

moustiques, tels que la dengue, le Zika ou encore le Chikungunya. Durant les 20 dernières 

annpeV, le nombUe annXel de caV de dengXe UecenVp paU l¶OMS a pWp mXlWiplip paU hXiW, paVVanW 

de 505 430 cas en 2000 à 2,4 millions en 2010, et à 4,2 millions en 2019 

(https://www.who.int/news-room/fact-sheets/detail/dengue-and-severe-dengue). 

 La circulation des arbovirus est complexe. Pour le virus de la fièvre jaune, celle-ci comprend 

plusieurs composantes. La circulation pUimaiUe V¶effecWXe aX niYeaX VelYaWiqXe, aYec le paVVage 

du virus entre les populations de primates dans leur habitat naturel et les moustiques forestiers. 

DeV ]oneV d¶pmeUgenceV V¶pWabliVVenW j l¶inWeUface enWUe ceV milieX[ naWXUelV eW deV ]oneV 

d¶acWiYiWpV hXmaineV, comme paU e[emple loUV d¶ppiVodeV de dpfoUeVWaWion. LeV aUboYiUXV Ve 

retrouvent alors en contact avec une population humaine naïve, et les moustiques alors 

naWXUellemenW infpodpV aX[ gUandV pUimaWeV peXYenW Ve goUgeU VXU l¶Homme. Une foiV l¶Homme 

infecté, celui-ci peut servir de repas sanguin pour des moustiques dont les préférences 

trophiques le permettent. Le cycle selvatique est alors transposé du milieu rural vers le milieu 

urbain, avec une circulation entre les moustiques et le réservoir humain. Ces différents 

compartiments impliquent des espèces de moustiques différentes. La propagation augmente 

avec les densités humaines et vectorielles si celles-ci sont combinées. En France métropolitaine, 

pour les virus régulièrement importés sur le territoire tels que les virus de la dengue, du 

chikungunya et du Zika, la seule circulation possible sera une circulation urbaine. 

Les affections provoquées par les arbovirus peuvent être décrites suivant leur mode de 

ciUcXlaWion WoXW en VachanW qX¶inWeUYiendra un arthropode vecteur. Les anthroponoses vont 

ciUcXleU d¶Xn Homme qui joue le rôle de son propre réservoir à un autre Homme par le biais 
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d¶Xn YecWeXU. Ce VeUa le caV paU e[emple loUV deV ppiVodeV de WUanVmiVVion aXWochWone de dengXe 

en France métropolitaine (1). Une ]oonoVe eVW Xne affecWion qXi Ya ciUcXleU d¶Xn animal j Xn 

aXWUe qXi poXUUa ciUcXleU enWUe l¶Homme eW l¶Animal, et pourra comporter plusieurs réservoirs. 

Les arboviroses anthroponotiques sont présentes en France métropolitaine depuis 2010, date du 

premier épisode de transmission autochtone de dengue en France métropolitaine (2). En effet, 

l¶aXgmenWaWion deV WUanVpoUWV de bienV eW de maUchandiVeV a facilité la dissémination des 

arboviroses via le transport de personnes virémiques donW le nombUe n¶a ceVVp d¶aXgmenWeU aX 

fil des ans (3).  Si la fUpqXence deV impoUWaWionV eVW en aXgmenWaWion, l¶abVence de YecWeXU 

naturel peUmeWWaiW jXVqXe UpcemmenW d¶inWeUUompUe la ciUcXlaWion dX YiUXV eW de conWeniU 

l¶affecWion j la VeXle peUVonne poUWeXVe. SeXlemenW, l¶inWUodXcWion eW l¶pWabliVVemenW dX 

moustique tigre (Aedes albopictus) sur le territoire métropolitain a fourni un vecteur à des 

arboviroses tropicales périodiquement importées. Il en résulte depuis les dix dernières années 

des cas annuels de transmission d¶aUboYiUXV localeV menaçant la Santé Publique, et notamment 

celui de la dengue. 

Le WeUUiWoiUe FUanoaiV n¶eVW paV e[empW d¶aUboYiUoVeV ]oonoWiqXeV. En plus de celles ayant pour 

vecteurs les moustiques que nous traiterons ci-après, nous pouvons citer de manière non 

exhaustive les virus du genre Phlebovirus transmis par les Phlébotomes sur le pourtour 

méditerranéen, ou bien encoUe l¶encpphaliWe j WiqXe (Tick-Borne Encephalitis, TBE) présente 

de façon épisodique dans le nord-est de la France (4). Deux arbovirus à circulation zoonotique 

transmis par les moustiques sur le territoire français ont émergé ou ré-émergé durant ces vingt 

dernières années : les virus du Nil occidental (ou virus West-Nile : WNV) et Usutu (USUV).  

 

  



3 

 

1.1. InWUodXcWion d¶Aedes albopictus en France métropolitaine 

 

Le moustique tigre ou Aedes albopictus (figure 1) est une espèce invasive originaire du sud-est 

asiatique.  

 

Figure 1 : Aedes albopictus (©H Ferté) 

LeV °XfV conVWiWXenW le VWade hiYeUnanW. La ponWe V¶effecWXe danV deV gvWeV de peWiWe taille, 

majoUiWaiUemenW anWhUopiqXeV. RpViVWanW aX fUoid eW j la deVViccaWion, ceV °XfV ont été 

transportés notamment par le commerce international de pneus qui a permis la dissémination 

de cette espèce au niveau mondial. En France métropolitaine, cette espèce a été retrouvée pour 

la première fois en 1999 danV l¶OUne maiV ne Vemble paV aYoiU peUdXUp (5). Il a de nouveau été 

retrouvé en 2004 sur la commune de Menton dans les Alpes-Maritimes (6). Depuis, son 

e[panVion VXU le WeUUiWoiUe n¶a ceVVp de cUovWUe, via une dynamique « en Wache d¶hXile » du sud 

vers le nord. A ce jour, 64 départements sont déclarés colonisés (figure 2). 
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Figure 2 : Carte de répartition d¶AedeV albRSicWXV au 1er janvier 2021 (https://solidarites-
sante.gouv.fr/sante-et-environnement/risques-microbiologiques-physiques-et-chimiques/especes-nuisibles-

et-parasites/article/cartes-de-presence-du-moustique-tigre-aedes-albopictus-en-france-metropolitaine) 

Dans notre région d'intérêt, il a été détecté pour la première fois dans le département du Bas-

Rhin en novembre 2014  (7). A ce jour, il est implanté dans les départements du Haut-Rhin et 

du Bas-Rhin eW n¶a paV encoUe pWp dpWecWp danV leV aXWUeV dppaUWemenWV de la Upgion. Il a 

également été observé dans le département limitrophe de l'Aisne en 2018. Entre 2018 et 2021, 

il n'a pas été fait mention de la présence d¶Aedes albopictus dans de nouveaux départements de 

la région Grand-Est.  

1.2. Autres espèces invasives  

L¶EXUope, comme le UeVWe dX monde, eVW VoXmiVe j la diVpeUVion d¶eVpqceV de moustiques 

exotiques déterminées comme invasives. En dehoUV d¶Aedes albopictus, ces espèces sont : Ae. 

aegypti, Ae. albopictus, Ae. atropalpus, Ae. koreicus, Ae. japonicus et Ae. triseriatus. 

Aedes aegypti, vecteur principal au niveau mondial des virus de la dengue, du chikungunya et 

du Zika, est encore absent de la région Grand-Est. En Europe, sa répartition se limite aux Pays-
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Bas (où cette espèce est introduite régulièrement mais non établie) et au Portugal (île de 

Madère) (8). 

Aedes atropalpus est une espèce nord-américaine qui, tout comme Ae. albopictus, a été 

introduite en Europe via le commerce de pneus (9). Les stades hivernanWV VonW leV °XfV eW ceWWe 

eVpqce eVW capable d¶aXWogpnie (10). En Europe, elle a été retrouvée dans les années 1990 en 

Italie, puis en 2003 en France métropolitaine (Choin & Schaffner, données non publiées) et aux 

Pays-Bas en 2009 (11). La compétence cectorielle de cette espèce est peu documentée. Elle se 

montre capable de transmettre le virus de La Crosse en conditions de laboratoire, et la 

transmission verticale de ce virus a également été observée (12). 

Aedes japonicus (Figure 3) (east-Asian bush mosquito ou rock-pool mosquito) est endémique 

en Corée, au Japon, à Taiwan, en Chine du Sud et en Russie (13).  

 

Figure 3 : Mkle d¶Aedes japonicus (©JP Martinet) 

 

Dans la région Grand-EVW, la pUpVence d¶Ae. japonicus a été caractérisée depuis juillet 2013 

(14). Ce n¶était pas la pUemiqUe dpWecWion de l¶eVpqce en FUance mpWUopoliWaine, pXiVqX¶il aYaiW 

dpjj pWp UeWUoXYp danV l¶OUne en 2000 maiV aYaiW pWp pliminp (15, 16). La détection de 2000 était 

la première au niveau européen.  En ce qXi conceUne la d\namiqXe d¶inWUodXcWion de ceWWe 

espèce, il semble que le commerce de pneus soit impliqué comme pour Ae. albopictus, comme 

il en est fait mention dans la pUemiqUe dpWecWion de l¶implanWaWion de l¶eVpqce en BelgiqXe en 

2007 (17). Il a ensuite été détecté en Suisse (2008) puis en Allemagne (16). Concernant sa 

d\namiqXe de diVpeUVion, c¶eVW Xne eVpqce qXi Vemble pUogresser de façon centrifuge, et cette 

pUogUeVVion V¶e[pUime en Upgion GUand-EVW paU Xne e[panVion de l¶eVW YeUV l¶oXeVW (FigXUeV 4 

et 5) 
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Figure 4 : DiVWUibXWion d¶Aedes japonicus en Europe au 1er janvier 2018 (18) 

 

Figure 5 : DiVWUibXWion d¶Aedes japonicus en Europe au 1er mai 2020 (18) 
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CeWWe eVpqce Ve goUge aXVVi bien VXU l¶Homme qXe VXU l¶animal (17) . Comme les populations 

d¶Ae. japonicus pUoYenanW d¶Allemagne eW de SXiVVe VonW comppWenWeV poXU WUanVmeWWUe leV 

virus de la dengue, du chikungunya et du West-Nile (19), cette espèce pourrait jouer un rôle 

danV l¶pmeUgence de ceV YiUXV aX niYeaX local. 

Aedes koreicus est endémique en Corée, en Chine, au Japon et dans certaines parties de la 

Russie (13). Bien qX¶il ne VoiW paV pUpVenW danV la Upgion GUand-Est, il a été retrouvé en Belgique 

en 2008. PeX d¶plpmenWV VonW connXV VXU ceWWe eVpqce, maiV elle Vemble poXYoiU V¶adapWeU aX[ 

conditions climatiques WemppUpeV d¶EXUope occidenWale (20). Retrouvée pour la première fois 

en Europe en Italie en 2011, elle a depuis été répertoriée en Allemagne, Belgique, Russie, 

Suisse, Hongrie et Slovénie  (21). Cette espèce a été retrouvée en Allemagne en 2015 et y est 

établie depuis 2016 (22, 23). De paU Va pUpVence aX Vein d¶Xn pa\V fUonWalieU, l¶éventualité de 

l¶introduction de cette espèce dans la région mpUiWe d¶être envisagée. 

Aedes triseriatus, tout comme Ae. atropalpus, est une espèce exotique originaire d¶AmpUiqXe 

dX noUd.  C¶eVW le YecWeXU pUincipal dX YiUXV La CUoVVe danV ceWWe ]one (24). Intercepté en France 

dans un lot de pneus originaire de Louisiane en 2004, son éradication semble avoir été efficace 

(Choin & Schaffner, données non publiées). 
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1.3. Arbovirus et arboviroses zoonotiques. 

 

Au cours de ces vingt dernières années, deux arboviroses zoonotiques ayant pour vecteur le 

moustique ont circulé en France métropolitaine, les virus West-Nile et Usutu. Ils appartiennent 

tous deux au genre Flavivirus. Les virus du genre Flavivirus sont des particules sphériques 

mesurant environ 50 nm de diamètre. Ils possèdent une enveloppe lipidique, une capside 

pUoWpiqXe eW Xn gpnome d¶ARN linpaiUe de polaUiWp poViWiYe. LeV YiUXV WeVW-Nile et Usutu 

poVVqdenW Xn gpnome de 11 000 nXclpoWideV. L¶ARN dX YiUXV WeVW-Nile code pour trois 

protéines structurales : 

-la protéine C, protéine de capside ; 

-La protéine prM/M, « precursor membrane » 

-La pUoWpine E, gl\copUoWpine foUmanW l¶enYeloppe YiUale. 

En plus de ces protéines structurales, il va coder pour sept protéines non structurales : 

-NS1, cofacteur de réplication virale 

-NS2A, réplication, assemblage et apoptose 

-NS2B, co-facteur de NS3 

-NS3, peptidase et hélicase 

-NS4A, co-facteur de réplication 

-NS4B, inhibiteur de signalisation cellulaire 

-NS5, ARN-pol\mpUaVe ARN dppendanWe (dppoXUYXe d¶acWiYiWp de coUUecWion) 

 

Figure 6 : Structure du virus West-Nile (25) 

 La structure du virus Usutu va différer de celle du virus West-Nile paU la pUpVence d¶Xne 

protéine non-structurale supplémentaire, la protéine 2K. 
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Figure 7 : Structure du virus Usutu (26) 

1.3.1. Virus West-Nile 

Le virus West-Nile eVW Xn flaYiYiUXV appaUWenanW j la famille anWigpniqXe de l¶encpphaliWe 

japonaise (JEV) (27). CeW aUboYiUXV ciUcXle enWUe leV popXlaWionV d¶oiVeaX[ qXi joXe le rôle de 

réservoir et le moustique vecteur appartenant majoritairement au genre Culex (28). Ce 

pathogène peut être transmis aux mammifqUeV WelV qXe l¶Homme oX le cheval (Figure 8). Lors 

d¶Xne Welle infecWion, la chaUge YiUale de ceV h{WeV mammifères est trop faible pour pouvoir 

infecWeU efficacemenW le YecWeXU, on paUle danV ce caV d¶impaVVe ppidpmiologiqXe (29). Si la 

charge virale reste insuffisante pour perpétuer le cycle viral, ce pathogène peut néanmoins 

pUoYoqXeU deV affecWionV de gUaYiWp YaUiable che] l¶Homme ou le cheval.  

 

Figure 8 : Cycle du virus West Nile (adapté de https://www.cdc.gov/westnile/transmission/index.html) 
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Dans la majorité des cas (80%), l¶infecWion paU WNV UeVWeUa aV\mpWomaWiqXe eW VeUa dpWecWable 

a posteriori via des tests sérologiques (30). Cependant, certaines formes peuvent évoluer vers 

deV foUmeV gUaYeV, poXYanW meWWUe en ppUil le pUonoVWic YiWal. LeV foUmeV gUaYeV che] l¶Homme 

se manifestent par des encéphalites. Ces manifestations cliniques surviennent dans environ 1% 

des cas che] l¶Homme conWUe 10% che] le cheval (30, 31). La virulence des symptômes chez 

l¶hXmain eW che] le CheYal YaUie Velon plXVieXUV paUamqWUeV, eW noWammenW en foncWion de la 

lignée virale. En effet, le WNV  possède plusieurs lignées, définies par la variation de la 

VpqXence d¶acideV nXclpiqXeV, paUWicXliqUemenW aX niYeaX de la pUoWpine E eW NS5 (32). A ce 

jour, jXVqX¶j neXf lignées différentes ont été décrites (Figure 9)(33).  

 

Figure 9 : Phylogénie du virus West-Nile (d¶apUqV (34)) 
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Les lignées les plus répandues et les plus pathogènes sont les lignées 1 et 2 (35). La 

neurovirulence des lignées 1 et 2 (lignées circulant en Europe) peut varier très fortement (faible 

pouvoir neuroinvasif des souches de WNV1a de Kunjin et de WNV de Chypre, alors que 

d¶aXWUeV VoXcheV deV lignpeV 1 eW 2 VonW WUqV neXUo-invasives) (36).  

Au niveau européen, les premiers isolements de WNV ont été effectués dans les années 

1960 en France métropolitaine, au Portugal et à Chypre (35). En France métropolitaine, la 

première introduction du WNV date de 1962 (37), et le premier isolement du virus chez un 

moustique (Culex modestus) date de 1964 (38). Durant les années suivantes, aucune circulation 

de WNV n¶a paV rWUe objecWiYpe pendanW pUqV de 35 anV. C¶eVW en 2000 en CamaUgXe qXe le 

WNV est à nouveau isolé à travers 76 échantillons prélevés sur des chevaux (39). Cette 

réémergence a poussé les autorités à mettre en place un programme de surveillance afin de 

suiYUe l¶pYolXWion de l¶incidence de WNV danV le VXd de la FUance. En 2015, Xne noXYelle 

émergence est apparue avec 39 cas équins confirmés (40), puis de nouveaux cas  en 2018 (41). 

DanV l¶enVemble deV caV, il V¶agiW dX WNV de la lignpe 1. L¶annpe 2018 maUque un tournant 

danV l¶ppidpmiologie de WNV en FUance mpWUopoliWaine (figure 10). Plusieurs faits sont 

remarquables ou inattendus : 

- C¶eVW la pUemiqUe foiV qX¶eVW miVe en pYidence la ciUcXlaWion de la lignpe 2 dX WNV 

dans le pays,  

- C¶eVW l¶annpe o� le nombUe de cas humains est historiquement le plus haut (Figure 10),  

- C¶eVW l¶annpe dXUanW laqXelle deV caV de WNV onW pWp UppeUWoUipeV en dehoUV de leXU 

zone historique du littoral méditerranéen, noWammenW Yia l¶obVeUYaWion de caV en CoUVe 

(Figure 11). 

Figure 10 : NombUe d'infecWionV hXmaineV eW pqXineV paU WNV enWUe 2015 eW 2019 (d¶apUqV  

(42)). 
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Figure 11 : ChUonologie d¶appaUiWion eW de diVpeUVion de WNV en FUance mpWropolitaine 

 

1.3.2. Virus Usutu 

 

Le virus Usutu (USUV) est un flavivirus initialement isolé en Afrique du Sud en 1959 (43). 

Tout comme le virus West-Nile, il appaUWienW j la famille anWigpniqXe de l¶encpphaliWe japonaiVe. 

Il circule entre les moustiques du genre Culex eW ceUWaineV familleV d¶oiVeaX[, majoritairement 

les Passériformes et les Strigiformes (44) qui représentent le réservoir.  Le virus Usutu est 

transmis en Europe par Culex pipiens s.l. (45). 

La détection du virus en Hongrie en 2001 a pendant quelques années été considérée comme le 

premier isolement du virus en Europe (46).  Cependant, à la lumière de travaux plus récents, il 

appaUavW qXe la pUemiqUe ciUcXlaWion YiUale d¶UVXWX UemonWe j 1996 en IWalie, aYec Xn YiUXV 

pUoche de l¶ppiVode de 2001 en Autriche (47). Depuis, USUV a émergé dans cinq pays 

européens (Allemagne, Belgique, France, Pays-Bas, Suisse) (48). DeYanW l¶e[panVion Uapide de 

zones de circulation virale, des surveillances de différents types ont été mises en place dans 

plusieurs pays européens. Les populations aviaires captives ou sauvages sont alors soumises à 

des tests antigéniques. Ainsi, des anticorps dirigés contre USUV ont été retrouvés dans 

l¶aYifaXne danV cinq pa\V d¶EXUope de l¶oXeVW, j VaYoiU en AngleWeUUe en 2002, en France en 
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2009-2010, en Allemagne en 2011, en Belgique en 2012, en Autriche et en Suisse en 2013 et 

aux Pays-Bas en 2014 (49-54). Une étude rétrospective a mis en évidence des anticorps dirigés 

conWUe USUV che] 58 eVpqceV d¶oiVeaX[ appaUWenanW j 26 familleV eW 13 oUdUeV diffpUenWV (55).  

HXiW lignpeV d¶USUV VonW UppeUWoUipeV j ce joXU ; cinq sont dites Européennes (European 

lineage 1-5) et trois Africaines (African lineage 1-3). Usutu est un virus zoonotique, et donc 

transmissible j l¶Homme. Les premiers cas humains ont été répertoriés en Afrique en 1981 (56). 

Les premières formes neuro-invasives humaines ont été recensées en Italie en 2009 (57). En 

France métropolitaine, les premières suspicions de circulation remontent à 2009, après analyse 

des anticorps de populations sentinelles de Pica pica (54). En 2015, un épisode de mortalité 

aviaire apparaît dans les départements du Haut-Rhin et du Rhône, et le virus est isolé sur des 

cadavres de merles (Turdus merula) et à partiU d¶indiYidXV de Culex pipiens (54, 58). En 2016 

et 2017, le nombre de départements où le virus circule ou a circulé monte à 6 (Ardèche, Bas-

Rhin, Isère, Loir-et-Cher, Moselle et Savoie) (59). En 2018 une flambée épidémique a été 

observée avec 17 départements touchés (59). Un cas humain a été détecté à Montpellier en 2016 

(60). La chronologie de circulation du virus Usutu en France métropolitaine est rappelée dans 

la figure 12.  

 

Figure 12 : ChUonologie d¶appaUiWion eW de diVpeUVion d¶USUV en France métropolitaine 
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1.4. Objectifs  

 

Les objectifs de cette thèse sont : 

 -  une actualisation des données concernant les moustiques dans la région Grand-Est. 

Cette mise à jour comprend aussi bien l¶anal\Ve de données bibliographiques que de données 

récoltées sur le terrain au cours de nos propres sessions de capture. Les individus ont été 

identifiés sur des critères morphologiques et/ou moléculaires. A partir du matériel récolté une 

noXYelle appUoche d¶idenWificaWion deV eVpqceV aXWochWoneV a pWp enYiVagp en utilisant les ailes, 

basée sur la géomorphométrie (geometric morphometrics GM) qui est une comparaison 

statistique de structures anatomiques remarquables ; 

 - la recherche de virus zoonotiques pouvant circuler au sein des populations de 

moustiques, recherche orientée dans notre travail sur les virus West-Nile et Usutu ; 

 -  la détermination de la compétence vectorielle de populations issues de la région par 

infecWionV e[ppUimenWaleV afin d¶obWeniU deV donnpeV pUpliminaiUeV eW d¶anticiper une éventuelle 

émergence des virus West-Nile et Usutu dans la région Grand-Est. 
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Chapitre II : Matériels et méthodes 

2.1. Sites de prélèvements 

 

Des missions de prélèvements ont été conduites entre 2017 et 2020. Nous avons ciblé 

plusieurs biotopes différents (sauvages, urbains et péri-urbains). La liste des sites visités (où la 

présence de moustiques a été avérée) ainsi que leur coordonnées GPS sont disponibles en 

Annexe 1. Nous avons essayé de maintenir pour les gîtes les plus proches du laboratoire une 

fréquence de prélèvement régulière. 

  

2.1.1. Sites sauvages, urbains et ruraux 

 

Dans le but de mettre à jour les données faunistiques, des sites urbains, ruraux et sauvages 

ont été prospectés. Nous entendons par site urbain un site fortement anthropisé avec de 

nombreuses constructions et peu /pas de végétation environnante. Un site rural pourra présenter 

des constructions mais possèdera une végétation environnante. Un gîte selvatique se définit par 

l¶abVence de modificaWion anthropique du paysage.  L¶agglompUaWion UpmoiVe a pWp pUoVpecWpe 

(avec autorisation de la mairie) au niveau de ses espaces verts et de ses sites universitaires 

(Campus Sciences Naturelles et Exactes ainsi que le Campus Médecine-Pharmacie). En milieu 

rural, les jardins des particuliers sont largement équipés de systèmes de UpcXppUaWion de l¶eaX 

de pluie, offrant de bons gîtes de ponte notamment pour les espèces du genre Culex. Nous avons 

donc prospecté plusieurs de ces gîtes. Les gîtes sauvages concernent une large proportion des 

gîtes surveillés lors de nos travaux. Plusieurs massifs forestiers ont été prospectés dans les 

départements des Ardennes, de la Marne et de la Haute-Marne. Le site du Lac du Der, espace 

protégé, a été prospecté dX faiW d¶Xn paUWenaUiaW aYec l¶accoUd de l¶Office NaWional de la 

Biodiversité, organisme responsable de la gestion du site. Les positions des différents lieux de 

capture sont résumées sur la figure 13. 
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Figure 13 : Localisation des prélèvements entomologiques (©Google maps) 

De même, un accoUd aYec le ConVeUYaWoiUe d¶espaces naturels de la Champagne-

AUdenne noXV a peUmiV de pUoVpecWeU dXUanW l¶annpe 2018 aX sein de la Réserve Naturelle des 

Trous de Leu, située en ppUiphpUie de l¶agglompUaWion UpmoiVe. Cet espace naturel est bordé de 

champV ainVi qXe d¶Xne ]one d¶acWiYités de WUanVpoUW de maUchandiVeV. Sa ViWXaWion j l¶inWeUface 

de milieX[ XUbainV eW UXUaX[ noXV a Vemblp inWpUeVVanWe poXU pWXdieU l¶enWomofaXne pUpVenWe 

dans cet espace. Le plan détaillé de cette réserve est proposé sur la figure 14.  
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Figure 14 : Plan de la Réserve Naturelle Régionale des Trous de Leu (©Conservatoire 

d¶eVpaceV naWXUelV de Champagne-Ardenne). Les lettres A et L signifient respectivement la 

capWXUe d¶adXlWeV eW de laUYeV. 

La répartition des sites de captures est détaillée dans le tableau 1. 

Tableau 1 : Sites de capture sur la RNR des Trous de Leu 

Numéro du 
site Détails 

Pose de pièges 
adultes 

Capture 
larvaire 

Piège 
pondoir 

1 Ancien jardin X X   
2 Maison entrée X X X 
3 Bordure parc X   X 
4 Bordure parc X   X 
5 Bois X     

6 Rigole X     

7 Mare ouest X     

8 Bras mort   X   

9 Péninsule X     
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2.1.2. Parcs zoologiques 

 

LeV paUcV ]oologiqXeV d¶AmnpYille, de MXlhoXVe eW de SainWe-Croix ont été prospectés 

entre 2019 et 2020 en partenariat avec les vétérinaires responsables des sites afin de répondre à 

l¶inqXipWXde gUandiVVanWe qXe UepUpVenWaienW la ciUcXlaWion dX YiUus Usutu au sein des 

populations aviaires captives. Une approche entomologique visant à y identifier les espèces de 

moustiques ainsi que leur localisation précise aX Vein deV paUcV a pWp miVe en °XYUe. 

Le paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille eVW Xne VWUXcWXUe enclaYpe enWUe Xne ]one de loiViUV eW 

une zone forestière. Les allées sont goudronnées et les gîtes anthropiques pour les moustiques 

y sont nombreux. Autres que les bassins artificiels des enclos, le système de drainage du parc 

possède de nombreux regards dans lesquelles stagnent de petites collections d¶eaX. Ces regards 

VonW diVVpminpV VXU l¶enVemble dX paUc. Nous avons donc élaboré un plan d¶pchanWillonnage 

prenant en compte les dispositifs présents dans les enclos (bassins, enrichissements à base de 

pneus pour les fauves) et hors des enclos (systèmes de vidange des bassins, évacuations, gîtes 

potentiels de repos, zone technique). Notre atWenWion V¶eVW poUWpe tout naturellement sur les 

YoliqUeV deV UapaceV afin de caUacWpUiVeU la pUpVence d¶pYenWXelV YecWeXUV. CeV YoliqUeV VonW 

situées en bordure du parc qui est attenant aux sous-bois voisins. La nomenclature des types de 

piégeage est la même que précédemment (figure 15). 
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Figure 15 : Plan deV ViWeV d¶pchanWillonnage VXU le paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille 

En prospectant au niveau des volières des chouettes lapones (Strix nebulosa), nous nous 

sommes rendu compWe qXe l¶aUrière des volières était en bois légèrement humide et que les 

adultes femelles gorgées se posaient régulièrement dessus (Figure 16). Nous avons donc pu 

effecWXeU deV pUplqYemenWV j l¶aide de capWXUaWeXUs j boXche danV le bXW d¶idenWifieU les repas 

sanguins ces spécimens. Des exemples de gites prospectés sont illustrés sur la figure 17. 

L¶idenWificaWion deV oUigineV deV UepaV VangXinV eVW dpWaillpe danV la VecWion 4.2 de ce chapiWUe.  
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Figure 16 : Arrière des volières dans le parc zoologiqXe d¶AmnpYille (�JP MaUWineW) 

 

Figure 17 : Sites de prélèvements dans le parc ]oologiqXe d¶AmnpYille 
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LeV ViWeV d¶pchanWillonnageV VXU la ]one dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille VonW dpWaillpV dans le 

tableau 2 : 

Tableau 2 : SiWeV d¶pchanWillonnageV VXU la ]one dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille 

 

  

Numéro 

du site 

Détails Pose de pièges 

adultes (CDC 

Light Trap© et 

BG Sentinel©)  

Capture 

larvaire 

AL1 

Flamands roses et grotte des 

lemmings 

X X 

AL2 Zone technique X X 

A3 Ecuries TigerWorld X 
 

A4 Volières rapaces animations 1 X 
 

A5 Volières rapaces animations 2 X 
 

A6 Volières Strix 1 X 
 

AL7 Volières Strix 2 X 
 

A8 Volière Strix 3 X 
 

AL9 Volière Vautour X 
 

AL10 Bassin extrémité Parc X 
 

A11 Enclos Jaguar X 
 

A12 Grotte Chiroptères X 
 

L13 Bauge Rhinoceros 
 

X 

AL14 Enclos Géladas X X 
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PaUc d¶obVeUYaWion de SainWe-Croix : 

Le paUc d¶obVeUYaWion de SainWe-Croix possède un biotope très éloigné de celui 

d¶AmnpYille. C¶eVW Xn paUc WUqV oXYeUW, o� deV popXlaWionV de cervidés vivent en semi-liberté. 

La configXUaWion de ce paUc eVW WUqV pUoche de celle d¶Xn paUc de YiVion aYec de gUandV encloV 

se fondant dans le milieu naturel. Les volières des rapaces se situent en sous-bois. Cet 

environnement est relativement sec et ne dispose qXe de WUqV peX de collecWion d¶eaX même 

temporaires pouvant servir de gîtes de pontes aux espèces forestières. Comme pour Amnéville, 

nous avons choisi de prospecter à proximité immédiate des volières. Nous avons également 

échantillonné dans les bassins des enclos lorsque cela était possible (Figures 18, 19, 20 ; tableau 

3). 

 

Figure 18 : Vue aérienne du parc de Sainte-Croix (©Google Maps). La nomenclature est 
explicitée dans le tableau suivant (Tableau 3). 
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Tableau 3 : SiWeV d¶pchanWillonnageV VXU la ]one dX paUc de Sainte-Croix : 

Numéro du 
site 

Détails 
Pose de pièges 

adultes 
Capture 
larvaire 

A1 Parc des Rennes X  

A2 
Zone des volières (Chouettes, tétras et 

renards polaires) 
X  

A3 Site Yellowstone (galeries, fort) X  

A4 Volière (Grand-duc, Corbeau) X  

L1 Zone technique  X 

L2 Étang des pélicans  X 

L3 Lodge Cerf / Sanglier  X 

L4 Mare face aux volières  X 

L5 Parcours pieds nus  X 
 

Les différents sites de captures sont illustrés ci-après (figures 19 et 20). 

 

Figure 19 : Sites de prélèvements larvaires dans le parc de Sainte-Croix (©H Ferté) 
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Figure 20 : Sites de prélèvements larvaires dans le parc de Sainte-Croix (©H Ferté) 

Parc zoologique de Mulhouse : 

Le parc zoologique de Mulhouse Ve UappUoche de celXi d¶AmnpYille eW présente les 

mêmes types de biotopes. Des allées goudronnées, des enclos avec des bassins naturels et 

artificiels, des décors pour fauves à base de pneus, ainsi que de nombreuses bouches 

d¶pYacXaWion deV eaX[ de plXieV. AX niYeaX de la faXne, la pUincipale diffpUence eVW l¶abVence 

d¶Xne faXne africaine abondante (figure 21). 
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Figure 21 : Plan du parc zoologique de Mulhouse 

Tableau 4 : SiWeV d¶pchanWillonnageV VXU la ]one dX paUc zoologique de Mulhouse (Les sites en 

rouge sont les sites qui se sont révélés négatifs) : 

Numéro du 
site 

Détails Pose de pièges 
adultes 

Capture 
larvaire 

A1 Grotte lion X 
 

A2 Manchot X 
 

A3 Volière Grand-duc / Grue X 
 

A4 Volières multiples / Cistude X 
 

L1 Tortues de Floride 
 

X 

L2 Pneu panthère nébuleuse 
 

X 

L3 Pneu tigre 
 

X 

L4 Jardin jurassien 
 

X 

L5 Poubelle « Okapi » 
 

X 

L6 Regard « Bongo » 
 

X 

L7 Flamand rose 
 

X 

L8 Bharal / Takin 
 

X 

L9 Jardin botanique 
 

X 

L10 Regards et vasque Zèbre 
 

X 

L11 Cistude 
 

X 

L12 Regards volière 
 

X 
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Les différents sites de captures (tableau 4) sont illustrés ci-après (figures 22 et 23). 

 

Figure 22 : Sites de prélèvements larvaires au parc zoologique de Mulhouse (©H Ferté) 

 

Figure 23 : SiWeV de pUplqYemenWV d¶adXlWeV au parc zoologique de Mulhouse (©H Ferté) 
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2.2. Matériels de capture 

 

2.2.1. Stades aquatiques 

 

Les captures de stades larvaires ont été conduites en parallèle deV capWXUeV d¶adXlWeV. DeV 

gîtes naturels (mares, ornières) aussi bien que des gîtes artificiels ont été échantillonnés. La 

VXUface de l¶eaX a pWp pcUpmpe j l¶aide de paVVoiUe j maille fine. LeV laUYeV de WoXV leV VWadeV de 

développement (L1 à L4 et nymphes) sont ensuite disposées en pots hermétiques et installées 

en cUiVWalliVoiU aX laboUaWoiUe. En YXe de leXU pcloVion, leV laUYeV VonW diVpoVpeV j UaiVon d¶Xne 

cenWaine d¶indiYidXV paU liWUe d¶eaX. L¶alimenWaWion miVe j leXU diVpoViWion YaUie VXiYanW le 

genre. Les larves du genre Aedes se voient proposer de la levure, alors que les larves du genre 

Anopheles et Culex Ve YoienW pUopoVeU de l¶alimenWaWion fpline VoXV foUme de cUoqXeWWeV. L¶eaX 

eVW changpe dqV qX¶Xn WUoXble commence j rWUe obVeUYp. LeV baVVines sont contrôlées tous les 

deux jours, et les nymphes obtenues sont alors isolées en cristallisoir et placées en cages par 

eVpqce eW paU oUigine en YXe de l¶obWenWion de leXU pcloVion. 
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2.2.2. Adultes 

 

Les captures ont été conduites avec deux types de pièges : des pièges BG Sentinel et des pièges 

lumineux de type CDC. Le piège BG Sentinel (figures 24 et 26) est un piège pouvant être posé 

aX Vol, conVWiWXp d¶Xn VXppoUW, d¶Xn YenWilaWeXU eW d¶Xn appkW odoUanW (BG lure©). Les 

moustiques (majoritairement des femelles) aWWiUpV paU l¶appkW VonW aVpiUpeV j l¶aide d¶Xn 

ventilateur dans un sac en tissu. Dans le cadre de ce travail, les pièges sont déposés le soir et 

relevés le matin suivant. La pose de ces pièges a été effectuée dans les deux heures qui 

précédaient le coucher du soleil et le relevage a été effectué dans les deux heures qui suivaient 

le lever du soleil le matin suivant. Bien que les batteries alimentant ces pièges aient une 

autonomie supérieure (environ 48 heures par temps chaud si la batterie est en bon état), nous 

avons pris la décision de procéder par plages de 12 heures afin de pouvoir récupérer des adultes 

vivants et en bon état pour envisager les différentes approches : maintien au laboratoire, mise 

en élevage, screenings, barcoding et géomorphométrie alaire. 

 

Figure 24 : Principe de fonctionnement d'un piège BG Sentinel (www.bg-sentinel.com) 

Le piège CDC (figures 25 et 26) est un piège au fonctionnement similaire à celui du BG Sentinel 

maiV en diffqUe paU l¶e[iVWence d¶Xne ampoXle à incandescence peUmeWWanW d¶aWWiUeU leV eVpqceV 

photophiles (notamment les espèces du genre Culex). La périodicité de pose des pièges CDC 

est la même que celle des BG Sentinel. 
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Figure 25 : Schpma d¶Xn piqge CDC (�J. DepaqXiW) 

-Capture sur appât humain : lors des missions notamment en milieu forestier nous avons 

observé une forte anthropophilie de la part de certaines espèces (Aedes cantans, Aedes rusticus, 

Anopheles plumbeus). Nous avons donc procédé à : 

-des captures sur support : dans certains milieux anthropisés, notamment sur les sites des parc 

]oologiqXeV d¶AmnpYille eW de SainW CUoi[, deV moXVWiqXeV adXlWeV onW pWp obVeUYpV aX UepoV eW 

onW pX rWUe capWXUpV j l¶aide de capWXUaWeXUs manuels. 

- des captures sur moustiquaire : en milieu péri-urbain, certaines fortes densités de moustiques 

non anWhUopophileV onW pWp dpcelpeV. NoXV aYonV aloUV pUocpdp j Xne capWXUe j l¶aide d¶Xne 

moustiquaire. Brièvement, une moustiquaire (non imprégnée d¶inVecWicide) est tendue, puis les 

haXWeV heUbeV VonW foXlpeV afin de faiUe V¶enYoleU leV moXVWiqXeV aX UepoV qXi \ VpjoXUnaienW en 

plXV de ceX[, plXV nombUeX[, j la UecheUche d¶Xn UepaV VangXin. Les moustiques viennent se 

poser sur la moustiquaire blanche, les rendant facilement décelables et permettant leur capture 

j l¶aide d¶aVpiUaWeXUV manXelV (figure 26).  
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Figure 26 : Pose d'un piège BG Sentinel©, capture sur moustiquaire et pose d'un piège CDC 

(©JP Martinet/H Ferté) 

 

2.3. Conservation et préparation du matériel  

 

Conservation des individus adultes sur le site de Reims : 

Les adultes sont conservés en cages sur lesquelles sont disposés des cotons humidifiés 

qXoWidiennemenW. LeXU alimenWaWion eVW conVWiWXpe d¶eaX VXcUpe de concenWration 10% m/V. 

Cette eau sucrée leur est proposée ad libitum. Les conditions atmosphériques sont les suivantes : 

température 19-23�C, HXmidiWp UelaWiYe (HR) 50%. La phoWoppUiode n¶eVW paV conWU{lpe eW VXiW 

le cycle naturel extérieur. Ne disposant ni de système Hémotek©, ni d¶agUpmenW poXU 

l¶XWiliVaWion de VoXUiV à Reims, les adultes sont gorgés avec un gorgeur en verre recouvert 

d¶inWeVWin de poUc conWenanW dX Vang WoWal de poUc eW WheUmoVWaWp j 37�C Yia Xne pompe j eaX 

(Figure 27). 
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Figure 27 : Méthode de gorgement des moustiques (©Biorender) 

Conservation des individus adultes sur le site de l¶InVWiWXW PaVWeXU Paris : 

L¶inVecWaUiXm pWanW Xn ViWe j enYiUonnemenW conWU{lp, leV diffpUenWeV popXlaWionV pUoYenanW dX 

terrain sont mises j l¶pcaUW danV Xne piqce de qXaUanWaine UpVeUYpe j ceW XVage. LeV condiWionV 

y sont réglées à 22°C et 60% HR, avec une photopériode 12h ; 12h (L ; D). Les dispositions et 

alimentation des populations larvaires sont identiques au site de Reims. Les adultes sont 

conservés en cages en chambre climatique dans les conditions les plus propices à leur bon 

dpYeloppemenW. PaU e[emple, poXU deV eVpqceV WemppUpeV WelleV qX¶Aedes rusticus, les 

conditions y sont 20°C, 80% HR, 16h ; 8h (L ; D). Ces conditions sont propices au 

développement de cette espèce de fonte des neiges. Pour des espèces estivales, telles 

qX¶Anopheles plumbeus, les conditions sont modifiées de la manière suivante : 22°C, 80% HR, 

16h ; 8h (L ; D). Les températures employées dans ces protocoles sont volontairement basses 

afin, de ne pas accélérer le développement des moustiques au détriment de leur fitness. Les 

goUgemenWV npceVVaiUeV j l¶amplificaWion deV popXlaWionV onW pWp UpaliVpV VXU VoXUiV aneVWhpVipe 

en accoUd aYec l¶agUpmenW dX MiniVWqUe de l¶AgUiculture. 

 

2.4. Identification des espèces 

 

2.4.1. Clés utilisées 

 

Les stades adultes sont identifiés selon les espèces sur des caractères morphologiques et 

moléculaires. Pour les individus mâles, les hypopygia sont prélevés, éclaircis dans le Marc-
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André à froid ou à chaud, et montés entre lame et lamelle dans de la gomme au chloral ou dans 

l¶EXpaUal©. Après identification, le reste du corps sera conservé à une température de 8°C dans 

de l¶pWhanol j 70�. Les femelles adultes capturées sont anesthésiées par le froid et disposées 

sous loupe binoculaire pour identification. L¶idenWificaWion moUphologiqXe a pWp effecWXpe en 

XWiliVanW plXVieXUV clpV d¶idenWificaWion dichoWomiqXe oX pol\WomiqXe : 

-Clp d¶Arnold modifiée (61) : 

Issue de sa thèse soutenue en 1983. TUqV bien illXVWUpe eW facile d¶XWiliVaWion, elle VeUa laUgemenW 

utilisée poXU la diagnoVe deV laUYeV eW deV imagoV mkleV. CependanW, poXU l¶idenWificaWion deV 

imagos femelles du genre Aedes, on préfèrera se reporter aux clés de Schaffner. On notera 

toutefois l¶abVence de dpWeUminaWion pour Aedes refiki et de Culiseta annulata. 

-Clé de Schaffner pour les imagos femelles du genre Aedes du Nord-Est de la France (Diptera, 

Culicidae) (62): 

Elle a été publiée dans le Bulletin de la Société entomologique de France en 1993. Elle repose 

principalemenW VXU l¶pWXde deV WacheV d¶pcailleV eW deV VoieV deV pleXUeV WhoUaciqXeV, aloUV qXe 

les autres clés reposent en grande partie sur la coloration des tergites abdominaux. Bien que 

délicate à manier, cette clé permet une diagnose fine et (relativement) rapide des femelles du 

genre Aedes de la région. 

 

-Clé de Möhrig « Die Culiciden Deutschlands : Untersuchungen zur Taxonomie, Biologie und 

Ökologie der einheimischen Stechmücken » (63)  : 

Pour celles et ceux qui ne pratiquent pas la langue allemande (tel que nous), les clés 

d¶idenWificaWion de cet ouvrage ont été traduites par Jean RAGEAU en 1970. Très bien illustré 

et exhaustif, cet ouvrage permet la détermination des espèces de culicidés présentes dans la 

région. La qualité des dessins permet une vérification des caractères en présence après 

identification. 

-LeV moXVWiqXeV d¶EXUope : logiciel d¶idenWificaWion eW d¶enVeignemenW (64): 

Elle V¶aUWicXle VXU plXVieXUV pUopoViWionV aVVocipeV j de l¶iconogUaphie. Elle peUmeW Xne 

identification des larves et imagos (mâles et femelles) des individus des genres Anopheles, 

Aedes, Culex, Culiseta et Coquillettidia. De nombreuses iconographies sont disponibles afin 

d¶idenWifieU leV caUacWqUeV moUphologiqXeV j UecheUcheU. Bien qX¶a\anW pWp plaboUpeV paU le 
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même auteur, nous remarquons que certains caractères se contredisent entre cette clé et la 

précédente (notamment au niveau de la présence de pleures thoraciques pour certaines espèces 

du genre Aedes). En cas de litige, nous avons favorisé la plus récente. 

-Clé MoskeyTool (65) : 

C¶eVW Xne clp interactive recensant 128 espèces de la région Euro-Méditerranéenne. Facile 

d¶XWiliVaWion eW poXYanW rWUe inVWallpe VXU Xn oUdinaWeXU poUWable, c¶eVW la clp d¶identification que 

nous avons le plus utilisé au cours de ce travail. 

 

2.4.2. Approches moléculaires 

 

La WechniqXe de baUcoding XWiliVpe UepoVe VXU le VpqXencage d¶Xn fUagmenW d¶Xne longXeXU de 

648 bases du gène de la Cytochrome Oxydase I mitochondrial. Brièvement, l¶ADN eVW e[WUaiW 

j paUWiU d¶Xne paiUe de paWWeV aYec le kiW Qiagen� DNeaV\ Blood and TiVVXe e[WUacWion kiW 

suivant le protocole du fabricant. Une Polymerase Chain Reaction (PCR) est ensuite réalisée 

avec les paramètres suivants : dénaturation initiale 94°C pendant 30 s, puis 5 cycles à 94°C 

pendant 30 s, 45°C pendant 30 s et 72°C pendant 1 min, puis 35 cycles à 94°C pendant 30 s, 

51°C pendant 30 s, 72°C pendant 1 min puis enfin une élongation finale à 72°C pendant 10 min.  

Les primers utilisés sont : 

- LEPF1 (5¶-TTTCTACAAATCATAAAGATATTGG- 3¶), and 

- LEPR1 (5¶- TAAACTTCTGGATGTCCAAAAAATCA-3¶) (66).  

Les amplicons non purifiés sont ensuite envoyés pour purification et séquençage en 

double sens par la technique de Sanger (Genewiz, Allemagne). La qualité des séquences 

obtenues est analysée avec les logiciels du Staden package (PreGap v4 et Gap v5) (67) et les 

séquences consensus sont ensuite compaUpeV j celleV e[iVWanWeV danV GenBanK j l¶aide de 

l¶algoUiWhme BLAST eW les identifications sont réalisées au niveau spécifique si le score est 

supérieur à 99%. 

Pour différentier les différentes formes de Culex pipiens (Culex pipiens pipiens et Culex 

pipiens molestus), nous avons utilisé les outils moléculaires proposés par Bahnck et Fonseca 

(68).  

L¶ADN a pWp e[WUaiW deV paWWeV des femelles avec le kit Qiagen© DNeasy Blood and Tissue 

extraction kit. Une Polymerase Chain Reaction (PCR) est ensuite réalisée avec les paramètres 

suivants : dénaturation initiale 94°C pendant 5 m, puis 40 cycles à 94°C pendant 30 s, 54°C 

pendant 30 s et 72°C pendant 40 s et enfin une élongation finale à 72°C pendant 5 min.  



34 

 

Les primers utilisés sont : 

- pipCQ11R (5¶-CATGTTGAGCTTCGGTGAA-3¶) 

- molCQ11R (5¶-CCCTCCAGTAAGGTATCAAC-3¶) 

- CQ11F2 (5¶-GATCCTAGCAAGCGAGAAC-3¶) 

Le produit de PCR est utilisé pour une migration sur gel. Une Waille d¶amplicons supérieure à 

200 paires de bases (bp) indique la forme pipiens, une taille supérieure à 250 bp indique la 

forme molestus. 

 

Au niveau du parc ]oologiqXe d¶AmnpYille, la Wopologie dX paUc noXV a peUmiV de capWXUeU deV 

femelleV goUgpeV. NoXV aYonV aloUV miV en °XYUe Xne idenWificaWion molpcXlaiUe de l¶oUigine dX 

repas sanguin afin de déterminer les préférences alimentaires des moustiques du parc. Le 

protocole utilisé est celui de Reeves et al. (69). L¶ADN a pWp e[WUaiW de l¶abdomen deV femelleV 

avec le kit kit Qiagen© DNeasy Blood and Tissue extraction kit. Une Polymerase Chain 

Reaction (PCR) est ensuite réalisée avec les paramètres suivants : dénaturation initiale 94°C 

pendant 3 min, puis 40 cycles à 94°C pendant 40 s, 48,5°C pendant 30 s et 72°C pendant 1 min 

et enfin une élongation finale à 72°C pendant 7 min.  

Les primers utilisés sont : 

- Mod_RepCOI_F (5¶- TNT TYT CMA CYA ACC ACA AAG A - 3¶) 

- Mod_RepCOI_R (5¶- TTC DGG RTG NCC RAA RAA TCA -3¶) (69).  

Les amplicons sont ensuite envoyés au séquençage par la technique de Sanger (Genewiz, 

Allemagne). Les séquences obtenues sont comparées à celles existantes danV GenBanK j l¶aide 

de l¶algoUiWhme BLAST eW les identifications sont réalisées au niveau spécifique si le score est 

supérieur à 99%. 

 

2.4.3. La morphométrie alaire 

 

Une WechniqXe d¶idenWificaWion deV genUeV eW eVpqceV deV individus de la famille des 

Culicidae paU l¶anal\Ve deV aileV a pWp UpcemmenW dpYelopppe, eW poXUUaiW peUmeWWUe de 

V¶affUanchiU deV mpWhodeV WUadiWionnellemenW XWiliVpeV pour la reconnaissance des espèces. Si la 

géomorphométrie alaire est en plein essor, les bases mathématiques utilisées pour le traitement 

des données sont posées depuis longtemps (70, 71). 

La morphométrie traditionnelle utilisée en biologie se base sur la mesure de distances entre 

des points homologues sur des organismes. La morphométrie géométrique, quant à elle, étudie 
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la confoUmaWion gpompWUiqXe indppendammenW de la Waille.  En V¶affUanchiVVanW dX facWeXU Waille, 

la géomorphométrie alaire permet de minimiser le nombre de variables utiles qui décrivent une 

forme (70). 

De UpcenWV WUaYaX[ dpmonWUenW qX¶il eVW poVVible de diffpUencieU leV genUeV eW leV eVpqceV de 

moXVWiqXeV paU l¶anal\Ve de leXU neUYaWion alaiUe paU analyse géomorphométrique (72-74). 

CependanW, ceWWe WechniqXe n¶a poXU le momenW pWp appliqXpe qX¶aX[ eVpqceV a\anW Xne 

impoUWance en WanW qXe YecWeXUV de paUaViWeV, de bacWpUieV oX j l¶oUigine de la WUanVmiVVion 

d¶aUboYiUoVeV paUmi leV genres Aedes, Anopheles et Culex (75-77). Ces études, au-delà des 

objectifs de caractérisation, abordent également la problématique des mouvements de 

populations. En effet, le suivi des populations vectrices est indispensable au processus de 

compréhension des épidémies de maladies vectorielles et est un prérequis indispensable à la 

miVe en place d¶acWionV de lXWWe. NoXV noXV pUopoVonV donc d¶appliqXeU la caUacWpUiVaWion 

géomorphométrique aux espèces présentes dans la Upgion. NoXV pmeWWonV l¶h\poWhqVe qXe ce 

WUaiWemenW peUmeWWUa, comme il l¶a dpjj faiW poXU ceUWaineV eVpqceV YecWUiceV, Xne diffpUenWiaWion 

certes nette des genres mais aussi des espèces autochtones. 

 La gpomoUphompWUie alaiUe eVW l¶pWXde gpompWUiqXe de diffpUenWV poinWV d¶inWpUrW deV 

ailes (dans le cadre de ce travail, nous étudierons les différents points de jonction des nervures 

alaires). La structure des nervations des ailes de culicidés est détaillée en figure 27. La 

nomenclature utilisée est celle de Harbach (78). 

 

Figure 28 : Description anatomique d'une aile de Culicidae (79) 
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Les landmarks (LM) étudiés dans ce travail seront ceux utilisés précédemment dans d¶aXWUeV 

travaux d¶idenWificaWion (77, 80) ainsi que dans des études portant sur le dimorphisme sexuel 

des ailes chez les culicidés (81). Bien que la probabilité soit faible que les espèces rencontrées 

lors de cet inventaire fassent partie des espèces vectrices les plus présentes dans la littérature, 

il semble néanmoins logique de leur appliquer le même traitement géomorphologique que les 

YecWeXUV, ceci afin d¶obWeniU deV poinWV de compaUaiVon et un référentiel.  

Le nombre et la position des landmarks utilisés dans la littérature ne sont pas constants. Si 

certains auteurs privilégient un nombre de 17 landmarks (82), nous avons pris le parti de nous 

référer au schéma le plus répandu, à savoir 18 landmarks (figure 28) peUmeWWanW d¶pWXdieU le 

dimorphisme sexuel chez les culicidés, ainsi que la séparation des genres (77, 81). Nous 

utiliserons donc 18 landmarks, répartis comme indiqué dans le tableau 5. 
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Tableau 5: Répartition des landmarks sur une aile de moustique 

Numéro du landmark Situation 

1 Jonction radius 1 (R1) et secteur radial (Rs) 

2 Jonction costa (C) et subcosta (Sc) 

3 Jonction costa (C) et radius 1 (R1) 

4 Jonction costa (C) et radius 2 (R2) 

5 Jonction costa (C) et radius 3 (R3) 

6 Jonction costa (C) et radius 4+5 (R4+5) 

7 Jonction costa (C) et media 1 (M1) 

8 Jonction costa (C) et media 2 (M2) 

9 Jonction costa et media 3+4 (M3+4) 

10 Jonction costa (C) et cubitus antérieur (CuA) 

11 Extrémité proximale de la transverse médio-cubitale (mcu) 

12 Extrémité distale de la transverse médio-cubitale (mcu) 

13 Extrémité proximale de la media 3+4 (M3+4) 

14 Base de la transverse radio-médiane (rm) 

15 Jonction radio-médiane (rm) et radius 4+5 (R4+5) 

16 Jonction radius 2+3 (R2+3) et radius 4+5 (R4+5) 

17 Apex de la cellule R2 (cR2) 

18 Apex de la cellule M1 (cM1) 



38 

 

 

Figure 29 : Numérotation et insertion des landmarks sur une aile droite d'Aedes rusticus 

femelle (grossissement x4 ; ©J-P Martinet) 

Cependant, il est possible que pour certaines espèces proches, ces landmarks ne soient 

pas suffisants pour bien les diffpUencieU. DanV ce caV, il VeUa poVVible d¶XWiliVeU des semi-

landmarks (SL). Ces SL diffèrent des landmarks « classiques » par l¶introduction d¶une notion 

de variabilité de forme de la structure étudiée. Si des landmarks ne suffisent pas à caractériser 

deux espèces entre elles, ils apportent cependant assez d¶infoUmaWionV poXU obVeUYeU deV 

YaUiaWionV de poViWion de ceUWainV d¶enWUe eX[. Il faXdUa aloUV Ve concenWUeU VXU leV landmaUkV leV 

plus variables et étudier non seulement les changements de position de ces marqueurs, mais 

aussi effectuer un suivi des contours de la cellule sur laquelle ils sont apposés. 

2.4.3.1. Préparation des échantillons  
 

LeV aileV deV indiYidXV conVeUYpV danV de l¶pWhanol 70� VeUonW dppoVpeV VXU lame, 

dpVh\dUaWpeV paU UinoageV VXcceVVifV j l¶alcool j 95� eW monWpeV danV l¶EXpaUal� VoXV lamelle 

ronde. Pour les espèces où les nombreuses écailles alaires peuvent être un obstacle à 

l¶appoViWion de landmaUkV (noWammenW che] leV femelleV), Xn WUaiWemenW aX MaUc-André à chaud 

VXiYi d¶Xn Uinoage poXUUa rWUe condXiW aYanW monWage. Un WUaiWemenW ph\Vique (brossage au 

pinceau) peut également être utilisé. Pour des échantillons où les nervures alaires seraient peu 

YiVibleV, Xne coloUaWion j la FXchVine acide deYUa rWUe miVe en °XYUe. CeWWe coloUaWion pWanW 

chronophage, elle ne sera pas mise en °XYUe V\VWpmatiquement (83).  

Compte tenu de la nature fragile des ailes de moustiques, le brossage mécanique peut 

aboutir à la rupture de la membUane alaiUe eW donc paUfoiV j la deVWUXcWion d¶Xne paUWie oX de la 

WoWaliWp de l¶aile. CependanW c¶eVW la mpWhode la plXV efficace eW c¶eVW celle qXe noXV meWWonV en 

°XYUe dans ce travail. LeV pchanWillonV d¶aileV VonW phoWogUaphipV apUqV monWage dans 

l¶Euparal® au grossissement x20 sur une loupe binoculaire Olympus® SZX10, couplé à une 
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campUa Ol\mpXV� DP26. L¶acqXiViWion deV imageV eW leXUV pYenWXelleV UeconVWUXcWionV VonW 

effectuées sur le logiciel StreamEssentials® 1.7. 

  

2.4.3.2. Traitement des images  
 

 Les images seront analysées j l¶aide de plXVieXUV logicielV. Le premier traitement 

V¶effecWXeUa j l¶aide des logiciels de la suite TPS (84). Ces logiciels permettent de compiler 

plusieurs photographies en un seul fichier, et de numériser les landmarks. TPSDig® (version 

2.29) peUmeW d¶aWWUibXeU deV cooUdonnpeV bUXWeV j ceV landmaUkV. CeV cooUdonnpeV ([,\) VonW 

dpfinieV paU leV pi[elV VXU leVqXelV elleV onW pWp appoVpeV, l¶oUigine dX UepqUe Ve WUoXYanW danV 

le coin inférieur gauche de la photo. La conversion des coordonnées du format pixel au format 

mpWUiqXe V¶effecWXe loUV de la miVe j l¶pchelle. 

Ces coordonnées brutes seront traitées avec MorphoJ® (85) qXi peUmeW d¶effecWXeU 

l¶alignemenW pUocXVWpen, d¶pWabliU leV maWUiceV de coYaUianceV eW d¶effecWXeU deV pUoceVVXV 

analytiques (Analyse en Composante Principale) et prédictifs (Analyse en Variable Canonique). 

De plus, les fonctions de comparaison permettent des représentations graphiques permettant de 

visualiser les variations de disposition des landmarks. 

Quant aux données numériques, elles seront traitées avec le logiciel RStudio (86) et le logiciel 

PAST® (87). 

2.4.3.3. Traitement statistique des échantillons  
 

 Lors de la digitalisation des landmarks, au-delà des différences naturelles des schémas 

de nervations alaires, les coordonnées obtenues ne se superposent pas. En effet, la disposition 

des ailes sur les lames, la disposition des lames lors des prises de vues produisent des 

coordonnées non alignées qui ne peuvent être analysées comme telles. Il faut donc passer par 

Xn pUoceVVXV de VXpeUimpoViWion, qXi Ya peUmeWWUe de VXppUimeU l¶allompWUie enWUe les différents 

échantillons afin de pouvoir les comparer entre eux. Ce processus est appelé General Procrustes 

Analysis (ce nom vient de Procustes, bandit de la mythologie grecque qui forçait ses victimes 

j V¶allongeU VXU Xn liW eW modifiaiW leXU Waille afin que celle-ci V¶adapWe j la longXeXU dX liW). LeV 

coordonnées (x et y) des landmarks sont disposées en matrices à 18 lignes et 3 colonnes. Ce 

procédé comporte trois étapes, dont nous résumons brièvement le contenu : 

-la première étape est le centrage des coordonnées. Pour n individus avec p landmarks 

sur un objet à k dimensions, les coordonnées sont stockées sous forme de matrices Xn de taille 
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k x p. Pour simplifier la démonstration, nous prendrons ici n=2. Cette opération est réalisée en 

considérant les coordonnées (x,y) comme des déviations par rapport à la moyenne des 

coordonnées totales, et ce centrage est obtenu par multiplication de la matrice Xn par I-P, où I 

UepUpVenWe Xne maWUice d¶idenWiWp de p [ p, eW P Xne maWUice p [ p o� WoXV leV plpmenWV Vont égaux 

à 1/p.  

-la deX[iqme pWape eVW la miVe j l¶pchelle, eW V¶effecWXe paU la foUmXle VXiYanWe : 

Xn¶=(I-P)Xn/si¶ 

Si¶=ඥ𝑡𝑟((𝐼 − 𝑃)𝑋𝑛𝑋𝑛𝑡(𝐼 − 𝑃)) 
Si¶ UepUpVenWe la Vomme deV diVWanceV aX caUUp de chaqXe landmaUk paU UappoUW aX baU\cenWUe. 

- Enfin, la UoWaWion eVW effecWXpe afin d¶obWeniU Xne Uacine caUUpe de la Vomme deV 

distances au carré minimale entre les différents points.  

Xn°= Xn¶ [ H, aYec H =ቂcos 𝜃 − sin 𝜃sin 𝜃 cos 𝜃 ቃ 
DanV le caV o� l¶pWXde deV Vemi-landmarks serait préférée à celle des landmarks, le processus 

de traitement mathématique appliqué à ces SL serait le même que pour les LM. Ces processus 

sont illustrés par la figure 28. 

 

Figure 28 : PUoceVVXV d'alignemenW : VXpeUimpoViWion (A), cenWUage (B), miVe j l¶pchelle (C) eW 

rotation (D) 

L¶allompWUie enWUe deX[ aileV diffpUenWeV peXW poUWeU VXU deX[ compoVanWeV : la Waille eW la foUme. 

Pour identifier une éventuelle allométrie de taille, nous allons étudier la distribution dans les 

différents groupes du Centroid Size (CS). Le CS est une variable continue qui est la racine 

carrée de la somme des carrés des distances par rapport au barycentre de ces coordonnées (88). 

Ceci donne une valeur à une dimension, projection du barycentre sur un axe horizontal. Son 
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unité sera le millimètre. PaU Von mode de calcXl, le CS eVW Xn bon indicaWeXU de la Waille de l¶aile. 

A noter que le CS représente un indicateur de taille, et non la Waille Upelle de l¶aile. 

La deX[iqme compoVanWe de l¶allompWUie eVW la foUme gpnpUale de l¶aile. CeWWe allompWUie VeUa 

caractérisée par la variation de position des différents landmarks apposé sur cette aile. Celle-ci 

VeUa pWXdipe paU UpaliVaWion d¶une Analyse en Variable Canonique (CVA), qui permettra de 

comparer les formes des ailes entre elles, en réalisant des histogrammes de fréquence pour une 

variable canonique la plus représentative. 

La CVA sera réalisée via le module de comparaison du logiciel MorphoJ® (85). 

 

2.5. Screening des moustiques infectés naturellement 

 

Les screenings ont été effectués afin de déterminer si les échantillons capturés pouvaient 

conWeniU leV YiUXV WNV eW USUV. LeV VcUeeningV UpaliVpV aX coXUV de l¶annpe 2018 onW pWp 

menpV paU l¶UniWp deV ViUXV EmeUgenWV de MaUVeille. PoXU l¶annpe 2018, Xn WoWal de 38 poolV 

de moustiques sauvages pUoYenanW de l¶enVemble de la Upgion (Annexe 2) (et regroupant les 

espèces Ae. annulipes, Ae. cantans, Ae. cinereus et Ae. rusticus) ont été analysés avec les 

protocoles Pan-flavivirus (89), Usutu virus (système in house) et West-Nile virus système Duo 

(90, 91). En 2019, 46 pools (annexe 3) de Culex pipiens provenant de la commXne d¶OeWing 

(Moselle) ont été analysés poXU UecheUche d¶USUV sur le campus parisien par RT-qPCR. Cette 

anal\Ve faiW VXiWe aX VignalemenW paU l¶ONCFS [(Office National de la Chasse et de la Faune 

Sauvage) depuis devenu OFB (Office Français de la Biodiversité)] de cas suspect de mortalité 

de merles (Turdus merula) poVViblemenW d� j USUV VXU la commXne d¶OeWing (MoVelle) fin 

jXilleW. De ce faiW, Xne miVVion d¶enqXrWe enWomologiqXe a pWp UpaliVpe VXU place afin de pipgeU 

les moustiques adultes présents sur site. 

CapWXUpV aX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille en 2019, 13 pools (Annexe 4) de Culex pipiens ont 

également été analysés. 

L¶ARN deV abdomenV de moXVWiqXeV a pWp e[WUaiW aYec le kiW MacheUe\-Nagel 

NucleoSpin© RNA (Hoerdt, France). Le protocole utilisé sur le campus de l¶InViWXW PaVWeXU PaUiV 

est un protocole TaqMan. La RT-qPCR a pWp miV en °XYUe VXU Xn Bio-Rad CFX96� Real-

Time PCR Detection System. Le kit utilisé est le TaqMan® RNA-to-CW� 1-Step Kit 

(ThermoFisher, USA). Le cycle est composé comme suit : 15 min à 48°C, 10 min à 95°C, puis 

45 cycles à 15s à 95°C, 1 min à 60°C et lecture des puits. Les puits ont été réalisés en duplicat.  
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Les primers et la sonde utilisés pour le screening Usutu sont : 

- UV-550F : 5¶-CACGCAACATGGGAAAAACC-3¶ 

- UV-648R : 5¶-GCATCCAGTTTGGGGCATTC-3¶ 

- UV-574P : 5¶-[6FAM]TGCTGGATTAGAGCCATGGATGTCGGGTA[BHQ1]-3¶ 

 

2.6. Expérimentations de compétence vectorielle  

 

LeV e[ppUienceV d¶infecWion e[ppUimenWaleV onW WoXWeV pWp UpaliVpeV VXU le campXV de l¶InVWiWXW 

Pasteur de Paris au sein du laboratoire de VpcXUiWp biologiqXe de niYeaX 3 (BSL3) de l¶XniWp 

Arbovirus et Insectes Vecteurs. 

 

2.6.1. Origine des populations de moustiques  
 

Les populations de moustiques soumises aux infections expérimentales ont été capturées par 

nos soins à des stades immatures et matures. Au total, 4 populations différentes ont été utilisées 

(Figure 29).  

 

Figure 30 : Carte de provenance des populations utilisées en infection expérimentale 

(©Google Earth) 
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Si les effectifs des captures étaient suffisants, nous aYonV pUiYilpgip l¶infecWion de la popXlaWion 

native (F0). Dans le cas contraire, nous avons opté pour une amplification de la population 

initiale (comme décrit dans le paragraphe 3 de ce chapitre) pour aboutir à une F1 voire à une F2. 

- La population de Culex pipiens provenant du site de Machault (Ardennes) a été capturée sous 

forme larvaire le 5 septembre 2018. La génération infectée est la F0. 

- Celle de Culex pipiens provenant du site de Verzy (Marne) sous forme de femelles hivernantes 

le 28 octobre 2019. La génération infectée est la F2. 

- Celle d¶Aedes rusticus du site de Berru (Marne) sous forme larvaire le 8 mars 2020. La 

génération infectée est la F0. 

- Celle d¶Anopheles plumbeus a pWp collecWpe paU la WechniqXe de l¶appkW hXmain j BeaXmonW 

sur Vesle (51) le 26 mai 2020. La génération infectée est la F2. 

 

2.6.2. Obtention des souches virales  
 

La VoXche YiUale XWiliVpe danV leV manipXlaWionV d¶infecWion e[ppUimenWale aYec le WNV eVW 

celle isolée en Camargue en 2000 par Murgue et al. (92). La VoXche YiUale d¶USUV eVW la VoXche 

Europe 3 isolée dans le Haut-Rhin en 2018 fournie par Madame Lecollinet (Laboratoire de 

Santé Animale de Maison-Alfort, ANSES). 

2.6.3. Infections expérimentales  
 

Les femelles âgées de 8 à 10 jours sont pUppaUpeV aX niYeaX de l¶inVecWaUiXm. ApUqV aneVWhpVie 

par le froid, les femelles sont triées et disposées en boîtes cartonnées fermées par moustiquaire 

par lot de 60. Elles sont ensuite introduites dans le BSL3 où elles sont mises à jeun pendant 

24h. L¶infection expérimentale est réalisée via un système Hemotek©. Une capsule métallique 

eVW UecoXYeUWe d¶Xne membUane d¶inWeVWin de poUc eW Uemplie d¶Xne VolXWion compoVpe 

d¶pU\WhUoc\WeV de lapinV laYpV, de VXVpenVion YiUale eW de phagoVWimXlanW (ATP). CeWWe capsule 

est ensuite posée sur les boîtes cartonnées afin que les femelles puissent effectuer leur repas de 

sang.  Après 30 minutes, les femelles sont à nouveau anesthésiées par le froid afin de pouvoir 

séparer les femelles gorgées des femelles non gorgées. Les femelles gorgées sont disposées en 

bovWeV neXYeV, eW Xne VolXWion d¶eaX VXcUpe j 10% leXU eVW foXUnie ad libitum via un petit coton 

imbibé posé sur la boîte. Les femelles gorgées sont ainsi maintenues à 28°C, 80% d¶hXmidiWp 
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relative (RH) et photopériode de 12h ; 12h (L ; D). DanV noWUe pUoWocole, deV loWV d¶aX moinV 

24 individus sont sacrifiés à 7, 14 et 21 jours post-infecWion afin d¶pYalXeU leV paUamqWUeV 

d¶infecWion, de diVVpminaWion eW de WUanVmiVVion. Cela V¶effecWXe paU la diVVecWion dX moXVWiqXe 

en WUoiV paUWieV (WrWe, WhoUa[ eW abdomen). L¶infecWion eVW le faiW qXe le moXVWiqXe pUpVenWe deV 

particules virales infectieuses au niveau abdominal (dans l¶inWeVWin mo\en oX midgut). Cela 

pUoXYe qXe le YiUXV a bien pWp ingpUp eW V¶eVW UppliqXp aX niYeaX du tube digestif. La 

dissémination virale est caractérisée par la présence de particules virales infectieuses au niveau 

de la cavité générale (tête et thorax). La transmission est caractérisée par la présence de 

particules virales infectieuses dans la salive. Afin de récupérer la salive, la femelle anesthésiée 

subit une ablation des pattes et des ailes afin de provoquer un stress qui la fera saliver. Le 

pUoboVciV eVW aloUV inVpUp danV Xn c{ne de pipeWWe conWenanW 5 �L de VpUXm de YeaX f°Wal (SVF) 

(Figure 30). La salivation dure 20 à 30 minutes, et ensuite le contenu du cône est vidé dans 

45µL de DMEM et congelé à -80°C pour futur titrage. 

 

Figure 31 : Salivation d'Aedes rusticus (©L. Mousson) 

 

 

2.6.4. Titrage 
 

Les abdomens, thorax et têtes sont disposés dans 300µL de DMEM à 2% de SVF et broyés à 

l¶aide de billeV en YeUUe eW d¶Xn V\VWqme de broyage PUecell\V�. Le WXbe eVW aloUV cenWUifXgp, eW 

le VXUnageanW eVW UpcXppUp poXU WiWUage. Si Xne e[WUacWion d¶ARN doiW rWUe effecWXpe, elle VeUa 

préférentiellement pratiquée sur le culot.  
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PoXU le WNV, le WiWUage V¶effecWXe VXU cellXleV Vero (dénomination ATCC : CCL81) en plaque 

6 puits. Après inoculation, les plaques sont incubées 5 jours, puis les tapis cellulaires sont fixés 

(j l¶aide de foUmaldph\de eW cUiVWal YioleW) eW l¶effeW c\WopaWhogqne eVW obVeUYp VoXV la foUme de 

plages de lyses ou PFU (Plaque Forming Unit). Le nombre de PFU est alors compté et ramené 

à la dilution initiale pour obtenir un nombre de PFU/mL. 
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Chapitre III : espèces recensées  

3.1. Résultats 

Les résultats de présence sont présentés dans le tableau 6. 
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Tableau 6 : Espèces retrouvées en fonction des milieux 

 

 

 

 

 

 

Espèce retrouvée Reims Oeting St Brice Courcelles Machault Boult aux Bois Beaumont sur Vesle Chalons sur Vesle Saint Léonard Courlandon Berru Lac du Der Trépail Verzy Boult aux Bois Amnéville Germaine St Imoges

Aedes cantans X X X X X X X X X X X X X

Aedes annulipes X X X X

Aedes cinereus X X X X

Aedes communis X X

Aedes geminus X X X X

Aedes geniculatus X X X X X

Aedes punctor

Aedes refiki X

Aedes rusticus X X X X X X X X X X X

Aedes sticticus X X X X

Anopheles claviger X

Anopheles maculipennis X X

Anopheles messeae X

Anopheles plumbeus X X X

Coquillettidia richiardii X X

Culex hortensis X X

Culex pipiens X X X X X X X X

Culex torrentium X X

Culiseta annulata X

Culiseta longiareolata X X X

Culiseta morsitans X X X X X X X

Mileu urbain Mileu rural Milieu selvatique
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3.2. Associations espèces-gîtes-milieux 

Nous proposons ci-après des planches photographiques décrivant les différents gîtes de capture, 

avec une description qualitative des espèces principalement retrouvées au sein de ces biotopes. 

 

3.2.1. Gîtes urbains 
 

 

Figure 32 : Exemples de gîtes urbains (1 : Piège pondoir à saint-Brice Courcelles (Marne), 
2 et 3 : Egout à Oeting (Moselle), 4 : Egout à Reims (Marne), 5 : Jardin à Reims (Marne), 6 : 

Jardin de particulier à Oeting (Moselle)) (©JP Martinet) 

 

Les gîtes urbains (figure 31) sont de petite taille et possèdent une durée de mise en eau variable. 

En conditions estivales, certains peuvent se retrouver régulièrement asséchés. La qualité des 

eaux contenues dans ces récipients est variable, cependant elle est souvent très chargée en 

matières organiques. Les espèces retrouvées au cours de ce travail dans ces gîtes regroupent des 

espèces appartenant aux genres Culex, Culiseta et Anopheles. On retrouve les espèces Culex 

pipiens et Culex torrentium, dont les préférences pour ces gîtes sont bien documentées (64). 

Culex hortensis est également une espèce assez fréquemment retrouvée dans ces gîtes. L¶eVpqce 

Culiseta longiareolata a également éWp UeWUoXYpe danV Xn UegaUd aX niYeaX d¶Xn gvWe de ReimV 

(Marne), en accord avec les données disponibles sur les préférences de cette espèce (93). 

CependanW, on UeWUoXYe pgalemenW danV ceV gvWeV deV indiYidXV d¶Anopheles plumbeus.  
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3.2.2. Gîtes ruraux 
 

Les gîtes ruraux échantillonnés dans le cadre de cet inventaire sont tous situés à proximité de 

diVpoViWifV de UpcXppUaWion d¶eaX de plXie enWUeWenXV oX non (figure 32). 

 

Figure 33 : Exemples de gîtes ruraux (1 : Bidon abandonné à Saint-Léonard (Marne), 2 : 
Récupération d¶eaX de plXie j MachaXlW (AUdenneV), 3 : RpcXppUaWion d¶eaX de plXie j 

Machault, bidon enterré (Ardennes)) (©JP Martinet) 

 

Au niveau de ces gîtes on retrouve les espèces des genres Culex et Culiseta. Si on retrouve 

dans tous ce gîtes Culiseta longiareolata, la présence de Culex pipiens et Culex torrentium n¶eVW 

pas aussi systématique.  
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3.2.3. Gîtes sauvages 
 

 

Figure 34 : Exemple de gîtes sauvages (1 : Mare temporaire à Argentolles (Lac du Der-
Chantecoq, Marne), 2 : Mare temporaire à Berru (Marne), 3 : FoVVp j pUo[imiWp de l¶pWang deV 

Landres (Marne), 4 : Prairie inondable à Saint-Léonard (Marne),  5 : TUoX d¶aUbUe j 
Courlandon (Marne)) (©JP Martinet) 

 

Les espèces retrouvées dans ces gîtes (figure 33) sont des espèces appartenant aux genre Aedes, 

Culiseta et Coquilletidia. Concernant les Aedes, on retrouve préférentiellement les espèces 

forestières endémiques Ae. annulipes, Ae. cantans, Ae. communis, Ae. refiki et Ae. rusticus. Ces 

espèces sont retrouvées régulièrement en sympatrie. Pour ces espèces, les larves y sont 

présentes tôt en saison (mars-aYUil) eW VonW UeWUoXYpeV jXVqX¶au milieX d¶pWp.  
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3.2.4. Changements de préférences et dispersion 

 

Des changements de préférences de gîtes concernant deux espèces (Anopheles plumbeus et 

Aedes geniculatus) retrouvées dans cet inventaire ont été observés. Anopheles plumbeus est une 

espèce bien répartie en France métropolitaine. Elle est initialement connue pour être une espèce 

foUeVWiqUe pUincipalemenW aUboUicole, pUpfpUanW pondUe VeV °XfV danV deV WUoXV d¶aUbUeV. 

Cependant, le changement de préférences de cette espèce des gîtes forestiers pour des gîtes plus 

anthropiques a été documenté en Belgique (94). Les données acquises au cours de cet inventaire 

viennent corroborer ces dernières conclusions, car la WoWaliWp deV laUYeV d¶An. plumbeus ont été 

retrouvées dans ce type de gîtes (déchets, mobilier de jardin, pneus). Cette espèce a été 

retrouvée en sympatrie avec Aedes geniculatus (Amnéville) et Culex pipiens (Reims). 

Aedes geniculatus eVW Xne eVpqce foUeVWiqUe pondanW VeV °XfV danV leV WUoXV d¶aUbUeV. Selon 

SchaffneU, elle poVVqde Xn Yol loXUd qXi ne peUmeW paV aX[ femelleV d¶alleU cheUcheU loin leXU 

nourriture. Cependant, nous avons retrouvé cette espèce dans des gîtes anthropiques (tels que 

deV pneXV), eW noXV aYonV UpgXliqUemenW UeWUoXYp deV °XfV de ceWWe eVpqce danV deV piqgeV 

pondoirs destinés à Ae. albopictus. Sa présence dans des gîtes artificiels humains, sa capacité à 

Ve goUgeU VXU l¶homme eW Va capacité de vol limitée pourra certainement créer des nuisances si 

son implantation près des habitations est maintenue.  

EgalemenW, noXV noWonV la pUpVence inaWWendXe de l¶eVpqce Culex hortensis. Cette espèce 

possède des préférences trophiques particulières, ne se gorgeant que sur des animaux à sang 

froid (reptiles ou amphibiens). Absente des derniers inventaires  de la région (95), nous avons 

pu observer sa présence dans de nombreux gîtes artificiels  dans deux des départements où nous 

avons été collectés (Marne et Moselle).



52 

 

 

 

3.3. Résultats des inventaires des parcs zoologiques 
 

 LeV eVpqceV UeWUoXYpeV aX Vein dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille VonW liVWpeV danV le tableau 7. 

Tableau 7 : InYenWaiUe dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille :  

Numéro du site Détails Espèces retrouvées 

AL1 

Grotte proximité 
Flamands roses 

et grotte des 
lemmings 

Cx. pipiens, Cs. annulata 

AL2 Zone technique Cx. hortensis, Cx. pipiens 

A3 
Ecuries 

TigerWorld 
Cs. annulata 

A4 
Volières rapaces 

animations 1 
Cx. pipiens, Cs. annulata 

A5 
Volières rapaces 

animations 2 
Cx. pipiens, Cs. annulata 

A6 Volières Strix 1 Cx. pipiens 

AL7 Volières Strix 2 Cx. pipiens 

A8 Volière Strix 3 Cx. pipiens 

AL9 Volière Vautour Ae. rusticus 

A10 
Bassin extrémité 

Parc 
Ae. cantans, Ae. cinereus, Ae. rusticus 

A11 Enclos Jaguar Cx. pipiens 

A12 
Grotte 

Chiroptères 
An. messeae 

L13 
Bauge 

Rhinoceros 
Cx. hortensis 

AL14 Enclos Géladas Ae. japonicus, Ae. geniculatus, An. plumbeus, Cx. pipiens  
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Les espèces retrouvées au sein du parc de Sainte-Croix sont listées dans le tableau 8. 

Tableau 8 : Inventaire du parc de Sainte-Croix 

Numéro du site Détails Espèces retrouvées 

A1 Parc des Rennes  
Cs. annulata, Cx. 

pipiens 

A2 
Zones des volières (Chouettes, tétras et renards 

polaires) Cx. pipiens 

A3 Site Yellowstone (galeries, fort) Cx. pipiens 

A4 Volière (Grand-duc, Corbeau) Cx. pipiens 

L1 Zone technique  
Cx. hortensis, Cx. 

pipiens 

L2 Etang des pélicans Cx. pipiens 

L3 Lodge Cerf / Sanglier Cx. pipiens 

L4 Mare face aux volières Cx. pipiens 

L5 Parcours pieds nus  Cx. pipiens 

 

Les espèces retrouvées au sein du parc zoologique de Mulhouse sont listées dans le tableau 9. 

Tableau 9 : Inventaire du parc zoologique de Mulhouse 

Numéro du site Détails Espèces retrouvées 
A1 Grotte lion Cx, pipiens 

A2 Manchot  Cx. hortensis, Cx. pipiens 

A3 Volière Grand-duc / Grue Cx. pipiens 

A4 
Volières multiples / 

Cistude 
Cx. hortensis, Cs. annulata 

L1 Tortues de Floride  An. maculipennis, Cx. hortensis 

L2 Pneu panthère nébuleuse  Cx. hortensis 

L4 Jardin jurassien An. maculipennis, Cx. pipiens 

L5 Poubelle «Okapi »  Cx. hortensis, Cx. pipiens 

L7 Flamand rose  An. maculipennis, Cx. pipiens, Cs. annulata 

L8 Barhal / Takin An. maculipennis 

L10 Regards et vasque Zèbre  Cx. pipiens 

L11 Cistude  An. maculipennis, Cx. hortensis, Cs. annulata 

L12 Regards volière C. pipiens 
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3.4. MenWion d¶Aedes japonicus 

 

LoUV de noV pUoVpecWionV danV le paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille, noWUe attention a été attirée 

par un décor constitué d¶Xn empilemenW de pneXV (site N°14, enclos des géladas) (figure 34).  

 

Figure 35 : DpcoU dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille (�JP MaUWineW) 

Les prospections de larves effectuées au sein de ce décor ont mené à la découverte de 12 larves 

de stades IV appaUWenanW j l¶eVpqce Aedes japonicus. Les larves ont été identifiées 

morphologiquement et laissées en cage au laboratoire. Les adultes, mâles et femelles, issus des 

nymphes ont été identifiés morphologiquement et moléculairement comme décrit dans le 

chapitre I partie 4.2. 

Après confirmation de la diagnose de cette espèce non recensée dans le département de la 

Moselle, une déclaration conjointe avec les vétérinaires du parc zoologique a été effectuée 

aXpUqV de l¶ECDC Yia la plaWefoUme VecWoUNeW le 15 mai 2019. 

L¶eVpqce a pWp UeWUoXYpe loUV de ce pUplqYemenW en V\mpaWUie aYec deV laUYeV d¶AnRSheleV 

plumbeus. Elle a été observée j l¶pWaW laUYaiUe leV 25 aYUil eW 7 mai 2019 (10 larves de stade 4). 

DepXiV, aXcXn aXWUe indiYidX de ceWWe eVpqce (adXlWe oX laUYe) n¶a pWp capWXUp.  
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3.5. Identification des repas sanguins 
 

Entre les mois de juillet et août 2019, quinze femelles appartenant aux genres Culex et Culiseta 

ont été capturées présentant un repas sangXin fUaiV aX niYeaX abdominal. L¶anal\Ve de ceV UepaV 

sanguins a été conduite comme décrit au chapitre I paragraphe 4.2. LeV UpVXlWaWV d¶idenWificaWion 

sont synthétisés dans le tableau 10. Le biotype des individus Culex n¶onW paV pWp dpWeUminpV. 

Tableau 10 : IdenWificaWion deV UepaV VangXinV dX paUc ]oologiqXe d¶AmnpYille (Les espèces 
capWiYeV VonW UepUpVenWpeV en UoXge. LeV eVpqceV pUpVenWeV en capWiYiWp eW j l¶pWaW VaXYage VonW 
représentées en vert. Les espèces sauvages sont représentées en noir). 

Espèce de 
moustique 

Date 
capture 

Lieu capture Hôte du repas sanguin  
Séquences de comparaison 

(GenBank) 

Culex pipiens s.l. 11/07/2019 Volières lapones 
Chouette lapone 

Strix nebulosa 
KF525370  

Culex pipiens s.l 11/07/2019 Volières lapones 
Tourterelle turque 

Streptopelia decaocto 
NC037513  

Culex pipiens s.l 11/07/2019 Volières lapones 
ChRXeWWe de l¶OXUal 

Strix uralensis 
 NC038218 

Culex pipiens s.l 11/07/2019 Volières lapones Homo sapiens  MG952802.1 

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Grotte lemmings 
Grand-duc indien 

Bubo bengaliensis 
 NA 

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Grotte lemmings 
Grand-duc indien 

Bubo bengaliensis 
 NA 

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Volières lapones 
Pie 

Pica pica 
KP252235  

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Volières lapones 
Chouette leptogramme 

Strix leptogrammica 
KL953095  

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Volières lapones 
Tourterelle turque 

Streptopelia decaocto 
NC037513  

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Volières lapones 
Tourterelle turque 

Streptopelia decaocto 
NC037513   

Culex pipiens s.l 08/08/2019 Volières lapones 
Pigeon ramier 

Columba palumbus 

palumbus 

 MN122869 

Culex pipiens s.l 06/08/2019 Ecuries rapaces 
Buse de Harris 

Parabuteo unicinctus 
 KR017964 

Culex pipiens s.l 06/08/2019 Volières lapones 
Pigeon ramier 

Columba palumbus 

palumbus 

 MN122869 

Culiseta annulata 06/08/2019 
Ecuries 

TigerWorld 
Cheval 

Equus caballus 
 MW534083 

Culiseta annulata 06/08/2019 Volières Arènes 
Corneille noire 

Corvus corone  
 MT773172 
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PoXU l¶idenWificaWion dX GUand-dXc indien, noXV n¶aYionV paV de UpfpUence GenBank 

satisfaisante, nous avons alors séquencé à partir de plumes du spécimen à proximité du site de 

capture. 

Nous observons ici que les moustiques du parc se gorgent aussi bien sur faune captive que faune 

sauvage, ce qui pourrait faciliter une circulation virale entre une faune captive et un réservoir 

sauvage. 
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Chapitre IV : Apport de la géomorphométrie alaire 

 

4.1. La technique de géomorphométrie alaire 

 

Au cours des années 2000 une technique d'étude des critères morphologiques des individus a 

connu une expansion sans précédent, c'est la technique de géomorphométrie. Elle repose sur 

l'étude de caractères constants retrouvés chez les espèces, et en ce qui concerne la morphométrie 

alaire chez les moustiques, l'étude des landmarks présents sur les ailes. Brièvement, cette 

technique consiste à placer des points de repère sur des photographies de structures anatomiques 

d'intérêt (= landmarks) afin de comparer ces différentes structures dans l'espace et d'obtenir des 

projections qui permettent de comparer les différents spécimens entre eux. Cette technique, née 

dans les années 1970 avec l'avènement des premiers ordinateurs, a permis le développement 

des outils statistiques nécessaires à l'analyse des données obtenues. Couramment utilisée dans 

d'autres domaines que l'entomologie, notamment dans l'imagerie médicale, cette technique a 

pWp laUgemenW miVe en °XYUe poXU l'pWXde de gUoXpeV enWomologieV d'inWpUrW mpdical o� 

vétérinaire (80, 96-98). De nombreuses espèces de moustiques ont été analysées par cette 

technique, notamment les espèces jouant un rôle en santé humaine ou animale, à savoir les 

espèces vectrices de virus ou de parasites. Chez les espèces vectrices de virus nous pouvons 

citer les espèces Aedes aegypti et Ae. albopictus qui sont les principaux vecteurs au niveau 

mondial des virus de la dengue, de Chikungunya et de Zika (99, 100). Ces groupes, en raison 

de leur importance médicale et vétérinaire, ont été fortement étudiés au cours de ces dernières 

années. Avec l'avènement d'une informatique de pointe et de traitements de données plus 

rapides, mais également des ordinateurs portables très performants, ces travaux peuvent être 

menés aussi bien au laboratoire que sur le terrain. Cette technique désormais arrivée à maturité 

permet dorénavant d'analyser des populations d'importance moindre en médecine humaine et 

vétérinaire, et représente un outil efficace d'identification des différentes espèces. 
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4.2. Analyse géomorphométrique des ailes 

 

En complément des données soumises à publication, nous synthétisons ci-apUqV l¶enVemble deV 

donnpeV de gpomoUphompWUie alaiUe iVVXeV de l¶pWXde de WoXWeV leV eVpqceV UecenVpeV loUV deV 

missions de terrain. 

Nous avons appliqué la technique de géomorphométrie alaire aux espèces que nous avons 

retrouvées lors de nos prospections. La liste des espèces est synthétisée dans le tableau 11.  

 

Tableau 11 : Femelles analysées par géomorphométrie alaire. Les espèces marquées* ne 

proviennent pas de notre échantillonnage mais ont été collectées par Eva Krupa et Bruno 

MaWhieX danV le cadUe d¶Xne collaboUaWion aYec l¶UniYeUViWp de SWUaVboXUg. 

Espèce Provenance Effectif 
Aedes albopictus* Schiltigheim* 31 

Ae. annulipes Chalons sur Vesle 5 
Ae. cantans Chalons sur Vesle 20 
Ae. cinereus Berru 26 

Ae. communis Berru 3 
Ae. geniculatus Berru 4 
Ae. japonicus* Schiltigheim* 10 

Ae. refiki Courlandon 6 
Ae. rusticus Berru 33 
Ae. sticticus Berru 32 

  

Anopheles maculipennis Germaine 1 

An. plumbeus 

Beaumont sur 
Vesle 17 

      
Culex hortensis Mulhouse 24 

Cx. pipiens Machault 28 
  

Culiseta annulata Berru 7 
Cs. longiareolata Reims 9 

Cs. morsitans Berru 16 
 

Les landmarks ont été analysés suivant les méthodes décrites dans le chapitre I.  Les 

positions moyennes des landmarks ont été comparées deux à deux pour les individus 

appartenant aux mêmes genres. Une CVA a été réalisée sur les genres et les espèces (figures 35 

et 36). Les figures représentant la variation de position des landmarks des coXpleV d¶eVpqceV 



59 

 

sont disponibles en annexe 5 et 7. Des validations croisées post CVA ont été réalisées et sont 

disponibles en annexe 6. Pour les espèces à faible effectif (N<10), les tests statistiques ne 

peuvent être significatifs. Cependant, il nous a tout de même semblé intéressant de voir la 

dispersion des landmarks.  

 

Figure 36 : Analyse en Variable Canonique des quatre genres de moustiques Aedes, 
Anopheles, Culex et Culiseta 

Les p-values des tests de permutation en distance Procrustéennes (1000 permutations) entre les 

différents groupes sont toutes significatives (p<0,0001). Dans le plan, les genres sont 

relativement bien séparés, surtout les individus du genre Anopheles. 
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Figure 37 : Analyse en Variable Canonique des di[ eVpqceV d¶Aedes retrouvées sur le terrain 

Pour les espèces appartenant au genre Aedes, les espèces ont correctement différenciées entre 

elles, avec des valeurs de p-value du test de permutation en distance Procrustéennes (1000 

permutations) toutes inférieures à 0,05. Le détail des valeurs est disponible dans le tableau 12. 
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Tableau 12 : P-values des test de permutation en distance Procrustéennes (1000 permutations) entre les différentes espèces du genre Aedes 

 

 

 Ae.  

albopictus 

Ae.  

annulipes 

Ae.  

cantans 

Ae.  

cinereus 

Ae.  

communis 

Ae. 

geniculatus 

Ae. 

 japonicus 

Ae.  

refiki 

Ae.  

rusticus 

Aedes annulipes <.0001         

Ae. cantans <.0001 <.0001        

Ae. cinereus <.0001 <.0001 <.0001       

Ae. communis <.0001 0,0159 0,0004 0,0002      

Ae. geniculatus <.0001 <.0001 <.0001 <.0001 0,0002     

Ae. japonicus <.0001 <.0001 <.0001 <.0001 0,0001 <.0001    

Ae. refiki <.0001 0,0025 <.0001 <.0001 0,0004 0,0001 <.0001   

Ae. rusticus <.0001 <.0001 <.0001 <.0001 0,0001 <.0001 <.0001 <.0001  

Ae. sticticus <.0001 0,0009 <.0001 <.0001 0,003 <.0001 <.0001 0,0004 <.0001 



  

  

Pour les espèces du genre Anopheles, le trop faible effectif ne permet pas de comparaison 

entre les deux espèces.  

Pour les espèces du genre Culex, la différenciation est également significative (p-

value<0,001). C¶eVW pgalemenW le caV poXU leV eVpqceV dX genUe Culiseta. Le détail des 

variations de position des landmarks et des tests de validation croisée pour ces deux genres 

sont disponibles en annexes 7 et 8 respectivement. 

Comme précédemment reporté dans plusieurs études, la technique de géomorphométrie 

alaire est efficace pour séparer les différents genres (Aedes, Anopheles, Culex et Culiseta), 

ainsi que la majorité des espèces au sein de ces genres. Afin de valoriser ces données, nous 

avons choisi de soumettre pour publication les données relatives à un échantillonnage 

regroupant plXVieXUV eVpqceV d¶Aedes. Cet article est détaillé dans le chapitre suivant. 
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4.3. Publication 

 

Article N°1 soumis pour publication à Insects : Wing Morphometrics of Aedes Mosquitoes 

from North-Eastern France 
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Article 

Wing Morphometrics of Aedes Mosquitoes from 
North-Eastern France 

Jean-Philippe Martinet1,2,*, Hubert Ferté 1,3, Pacôme Sientzoff1, Eva Krupa4, Bruno Mathieu4 and 

Jérôme Depaquit 1,3 

1 Université de Reims Champagne-Ardenne, Faculté de Pharmacie,  
SFR Cap Santé, EA7510 ESCAPE Ȯ USC VECPAR, 51 rue Cognacq-Jay, 51096 Reims CEDEX, France ; 
j.martinet.p@gmail.com, pacome.sientzoff@gmail.com 
2  Institut Pasteur, Département de Virologie, Arbovirus et Insectes Vecteurs, 25-27 rue du docteur Roux, 75015 
Paris, France ; 
3 Laboratoire de Parasitologie, Hôpital Maison-Blanche, CHU de Reims, 45 rue Cognacq-Jay, 51100 Reims, 
France ; jerome.depaquit@univ-reims.fr ; hubert.ferte@univ-reims.fr 
4  Université de Strasbourg, DIHP UR 7292, Institut de Parasitologie et de Pathologie Tropicale de Strasbourg, 3 
rue Koeberlé, 67000 Strasbourg ; e.krupa@unistra.fr ; bmathieu@unistra.fr 

 

* Correspondence: jerome.depaquit@univ-reims.fr 

 

Abstract: Background: In the context of the increasing circulation of arboviruses, a simple, fast and 
reliable identification method for mosquitoes is needed. Geometric morphometrics have proven 
useful for mosquito classification and have been used around the world on known vectors such as 
Aedes albopictus. Morphometrics applied on French indigenous mosquitoes would prove useful in the 
case of autochthonous outbreaks of arboviral diseases.  
Methods: We applied geometric morphometric analysis on six indigenous and invasive species of the 
Aedes genus in order to evaluate its efficiency for mosquito classification.  
Results: Six species of Aedes mosquitoes (Ae. albopictus, Ae. cantans, Ae. cinereus, Ae. sticticus, 
Ae. japonicus, Ae. rusticus) were successfully differentiated with Canonical Variate Analysis of a 
Procrustes dataset of superimposed coordinates of 18 wing landmarks.  
Conclusions: Geometric morphometrics are effective tools for the rapid, inexpensive and reliable 
classification of at least six species of the Aedes genus in France. 

Keywords: geometric morphometrics; mosquito wings; Culicidae 



 

 65 

 

1. Introduction 

Identification of mosquitoes is a matter of public health. Numerous mosquitoes are proven 
vectors of human or zoonotic arboviruses, such as dengue (DENV), chikungunya (CHIKV), West Nile 
(WNV) or Usutu (USUV). Recently, Southern Europe suffered autochthonous dengue epidemics (1). 
These highlight the need for rapid vector identification, surveillance and control. Morphological 
methods, initially used for the description of original species and their comparisons, are the main 
means to quickly identify mosquitoes. They rely upon dichotomic/polytomous keys, illustrated 
simplified keys and interactive keys (2). The latter, with regard to the European fauna, were firstly 
developed in 2000 (3) and were recently updated using the Xper2 software (4) leading to MosKeyTool 
(5). This interactive identification key for mosquitoes of the Mediterranean region requires updates 
on fauna composition and morphological data, but also well-preserved specimens analyzed by expert 
personnel. While such morphological tools are very helpful, their routine use can turn out to be time-
consuming. With the advent of molecular biology, molecular tools were developed in order to 
accurately identify mosquito species. Mostly based on barcoding techniques (analysis of the 
Cytochrome Oxidase I gene) (6), the sequencing and comparison of sequences with online databases 
(GenBank, BOLD) provide a reliable identification method (7, 8). However, some cryptic species like 
those of the Culex pipiens complex require further analysis of the ACE2 (acetylcholinesterase) gene 
and microsatellites to achieve accurate identification (9, 10). In addition to barcoding techniques, 
more precise molecular tools were developed in order to identify mosquitoes belonging to the same 
species complex. For instance, the multiplex allele-specific PCR technique was used to diagnose 
similar Aedes mosquitoes from the Stegomyia subgenus (11), and mosquitoes from the Anopheles 
gambiae and Anopheles barbirostris complexes (12, 13). In another area of molecular biology, loop-
mediated isothermal amplification (LAMP) assays were created with possible outcomes in field 
surveillance of invasive species (14). Finally, proteomic approaches have recently flourished in 
entomological identification. The MALDI-ToF technique has been successfully applied for mosquito 
(both adults and larvae) and blood-meal identification (15-17). These approaches appear to be 
accurate, but are time-consuming, somewhat expensive and need consequent laboratory equipment 
to be performed. Barcoding can however be of help to identify collections or damaged specimens. 

Inȱ�heȱŘŖŖŖȂsǰȱthe emergence of geometric morphometrics (GM) opened a new field in mosquito 
identification and analysis. GM is defined as the statistical analysis of 
form based on Cartesian landmark coordinates (18). This approach is 
based on the analysis of point coordinates on the wings. A 
mathematical transformation can be used to extract data and then 
classify mosquito species (19). GM became widely used after the 
ȃre�ol��ionȱinȱmorphome�ricsȄȱ hichȱocc�rredȱinȱ�heȱŗşşŖȂsȱ(20). This 
technique shows a broad range of applications in biology in fields such 
as medical imaging, anthropology or even botany (21-23). In the field 
of medical entomology, the use of GM made it possible to further 
analyze insect populations. As the emergence of arboviruses is on the 
rise, populations of vectors have been of interest for GM studies. Quite 
naturally, insect families such as Muscidae, Reduvidae, Ceratopogonidae 
or Culicidae have been exhaustively studied (24).  

Currently, GM is used in mosquito classification and the survey of 
the effects of biotic and abiotic factors on mosquito populations (25-28). 
However, this technique is mostly applied to the three main arbovirus 
vectors: Aedes, Anopheles, and Culex mosquitoes. GM has proven 
reliable in the identification of the genus Aedes, Ae. aegypti and Ae. 
albopictus (the main vectors of dengue fever) and to compare life and 
trait variations among these populations (28, 29). For the Anopheles 
genus, GM was able to improve reliable diagnosis for some sympatric 

Citation: Lastname, F.; Lastname, F.; 

Last-name, F. Title. Insects 2021, 12, 

x. https://doi.org/10.3390/xxxxx 

Received: date 

Accepted: date 

Published: date 

Publisher’s Note: MDPI stays 

neutral with regard to jurisdictional 

claims in published maps and 

institutional affiliations. 

 

Copyright: © 2020 by the authors. 

Submitted for possible open access 

publication under the terms and 

conditions of the Creative Commons 

Attribution (CC BY) license 

(http://creativecommons.org/licenses/b

y/4.0/). 



 

 66 

Anopheles species in South America, for instance An. cruzii, An. homunculus and An. bellator (30). 
Within the Culex genera, reliable morphological discrimination between Cx. pipiens and Cx. torrentium 

relies on GM to separate females and observe the genitalia of males (31). Since vector groups are 
substantially found in GM literature, entomologists begin to show interest in species of lesser 
epidemiological importance (32). Nevertheless, as there is a non-negligible possibility of vector 
competence of these species, such studies increase preparedness in the case of unexpected 
arboviruses emergence. GM studies performed on vectors in metropolitan France have been mostly 
applied to the Psychodidae and Ceratopogonidae families such as the genus Phlebotomus or Culicoides 

(33, 34). Mosquito vectors of metropolitan France belong to the genera Aedes and Culex. French Ae. 
albopictus has been assessed as an effective vector of DENV, CHIKV and ZIKV (35-37). Cx. modestus 
and Cx. pipiens from southern France have been characterized as competent for WNV transmission 
(38). However, to the best of our knowledge, none of the autochthonous or invasive populations of 
French Aedes mosquitoes have been submitted to GM analysis.  

In the present study, we propose an analysis of wing traits and the classification of mosquito 
species endemic to north-eastern France. Our sampling challenges several arbovirus vectors 
(Ae. albopictus, Ae. cinereus s.l., Ae. sticticus, Ae. japonicus) (39) and includes a couple of species without 
any proven vector status (Ae. cantans, Ae. rusticus). 

 

2. Materials and Methods  

Female mosquitoes were captured from 2018 to 2019 in the Grand-Est region, in the localities of 
Berru, Châlons-sur-Vesle, Reichstett and Schiltigheim (Figure 1). Females were collected with BG 
Sentinel© traps and by human-landing techniques. Samples were brought back to the laboratory and 
placed into cages prior to identification, except for Ae. albopictus and Ae. japonicus which were stored 
in 70% ethanol until dissection and analysis. Mosquitoes were anesthetized by cold, morphologically 
identified at the species level using taxonomic keys [Schaffner et al. and Möhrig (3, 40)] and 
euthanatized. Right wings were dissected under stereomicroscope, underwent mechanical treatment 
to remove scales (41), dehydrated in successive ethanol baths and mounted on slides with Euparal 
mounting medium (7356.1, Carl Roth©). 

Figure 1. Sampling map. 
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Legs were used for molecular identification. Samples were randomly chosen within each group 
and went through a molecular barcoding identification. DNA was extracted with the DNeasy Blood 
and Tissue extraction kit (Qiagen, Germany) following the man�fac��rerȂsȱins�r�c�ionǯȱPol¢meraseȱ
Chain Reaction performed on a 648 bp fragment of the COI gene was set as follows: initial 
denaturation at 94°C for 30 s, followed by 5 cycles at 94°C for 30 s, 45°C for 30 s and 72°C for 1 min, 
then 35 cycles at 94°C for 30 s, 51°C for 30 s, 72°C for 1 min and a final elongation step at 72°C for 
10 min.  

The primers used were:  
- LEPF1 ǻśȂ-TTTCTACAAATCATAAAGATATTGG- řȂǼ, and 
- LEPR1 ǻśȂ- TAAACTTCTGGATGTCCAAAAAATCA-řȂ) (42).  

Amplicons went through Sanger sequencing (Genewiz, Germany). Sequences were compared 
to existing GenBanK sequences with the BLAST algorithm (43) and identification was considered 
accurate above 99% of similarity. 

Pictures were taken using the Stream Essentials software version 1.7 and a DP-26 video camera 
connected to a SZX10 stereomicroscope (Olympus, Japan). All specimens were captured with a X2 
magnification. Pictures were saved in JPEG format, and work files were built with TPS Util© version 
1.76. 18 landmarks were manually digitized by one of the authors (JPM) with TPSDig© version 2.31 
(44), as shown in Figure 2. 

 

Figure 2. Position of 18 landmarks on an Aedes cinereus wing (scale bar = 500 µm). 

-Error assessment: 
 In order to evaluate the error in landmarks digitization, we performed a Pearson correlation 
test on a subset of 76 randomly chosen pictures digitized twice by the same operator (JPM).  

  
 

- Landmark analysis: 
Coordinates of 18 landmarks were imported in Rstudio software (version 1.2.5019) (45) and 

processed within the geomorph package (version 3.2.1) (46). Coordinates were aligned by performing 
Procrustes superimposition (Figure 3). Mean positions of the landmarks per species are shown in 
Figure 4. Plots exported from R were made with either the generic plot function or the ggpubr package 
(version 0.3.0) (47). 
 Coordinates in TPS format were imported in MorphoJ software version 1.07a (48). Multivariate 
regression over Procrustes coordinates was performed in order to evaluate allometric influence of size 
over shape. Canonical Variate Analysis (CVA) was applied on the coordinates and Mahalanobis 
distances were computed to study the similarity between species. Pairwise cross-validated species 
reclassification tests with 1000 permutation runs were conducted. This test aims to quantify the rate of 
correct reclassification between samples. 
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 Cross-validation over Mahalanobis distances was performed, and a Neighbor Joining tree 
including a population of Culex torrentium (N=14) as outgroup was computed over 100 bootstraps 
using PAST v2.17c (49).  

3. Results 

3.1. Mosquito collection and identification  

Table 1. Localization of mosquito species. 

Species Collection Date City 

 

Latitude 

 

Longitude Number of specimens 

Aedes albopictus 09.19.2019 Shiltigheim 48.603253 7.734191 31 
Aedes cantans 04.24.2018    Châlons/Vesle 49.288187 3.924016 20 
Aedes cinereus 06.29.2018 Berru 49.267750 4.133623 25 
Aedes sticticus 06.29.2018 Berru 49.267750 4.133623 31 
Aedes japonicus 10.01.2019 Reichstett 48.648827 7.757608 8 
Aedes rusticus 05.23.2018 Berru 49.267750 4.133623 33 

Sequences of the specimens sequenced in the present study are available in GenBank under 

accession numbers MW843020 to MW843031. 

3.2 Error measurement 

 Pearson correlation test on our data subset showed a good repeatability of our digitization 

process (correlation coefficient of 0.9999639, 95 percent confidence interval: 0.9999611-

0.9999665, p-value<0.0001). 

3.3. Mean shapes 

Procrustes superimposition performed on raw coordinates made it possible to align all landmarks 

positions (Figure 3). For each species, the median position of each landmark was processed and 

allowed to draw the following composite and observe the maximum deviation for landmarks 10 to 

18. (Figure 4).  
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Figure 3. Landmark positions after Procrustes superimposition. 

 

Figure 4. Mean position of 18 landmarks by mosquito species. 

3.4. Allometric regression 

Multivariate regression of Procrustes coordinates on CS shows an allometric effect of wing size 
on wing shape (3.95%, P<0.0001). We did not chose to remove it as we consider, like Wilke et al., that 
allometric size variation is a part of the process of species identification (19). 

 

3.5. Canonical Variate Analysis 

 

Figure 5. Canonical Variate Analysis of Procrustes coordinates of Aedes mosquitoes. 
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Canonical Variate Analysis performed on our dataset accounted for 86.73% of the total variance 
on the first two canonical variates. The specimens from the six species studied here belong to four 
subgenera: Ae. albopictus belongs to the subgenus Stegomyia, Ae. japonicus to the subgenus Finlaya, 
Ae. cinereus s.l. to the subgenus Aedes, Ae. cantans, Ae. rusticus and Ae. sticticus to the subgenus 
Ochlerotatus. Figure 5 shows a relative clustering between the Stegomyia and Aedes subgenera. Species 
appear to be well segregated with low overlapping. The pairwise cross-validated species 
reclassification test shows an accuracy of 98%. The detailed pairwise cross-validated species 
reclassification test is available in Table 2. A neighbor-joining tree was performed on Mahalanobis 
distances between these species (Figure 6).  
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Table 2. Pairwise cross-validated species reclassification test. Values below the diagonal correspond 
to the proportion of group 1 specimens correctly identified after comparison with group 2. Values 
above the diagonal correspond to the proportion of group 2 specimens correctly identified after 
comparison with group 1. 

  

Group 2 

Aedes 

albopictus 

Aedes 

cantans 

Aedes 

cinereus 

Aedes 

sticticus 

Aedes 

japonicus 

Aedes 

rusticus 

G
ro

u
p

 1
 

Aedes 

albopictus 
x 100% 100% 100% 75% 100% 

Aedes 

cantans 
97% x 100% 94% 100% 100% 

Aedes 

cinereus 
100% 95% x 100% 100% 100% 

Aedes 

sticticus 
97% 100% 100% X 100% 100% 

Aedes 

japonicus 
90% 100% 96% 100% x 100% 

Aedes 

rusticus 
100% 100% 100% 97% 100% x 

The pairwise cross-validated reclassification test was efficient to 
separate the specimens. The lowest values were obtained between Ae. 

albopictus and Ae. japonicus (75%-90%).The high values shared by the 
other taxa can be explained by the disparity of the morphological 
characters separating the processed species as well as their respective 
sizes. 

 

Figure 6. neighbor-joining tree performed over Mahalanobis distances and computed over 100 
bootstrap replicates. 

This tree shows the branching of Ae. cantans, Ae. rusticus and Ae. sticticus all members of the 
subgenus Ochlerotatus, well supported by a bootstrap rate of 100%. The branch including Ae. 

albopictus, Ae. cinereus and Ae. japonicus is not supported by bootsrap.  
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4. Discussion 

In the present paper, we show that morphometric tools are efficient to classify Aedes mosquitoes 
from north-eastern France. We focused our sampling on this genus because it includes most of the 
vectors of mosquito-borne arboviruses. Ae. albopictus is an efficient vector of DENV, although less 
efficient than Ae. aegypti (50). French populations of Ae. albopictus are competent for DENV (37) and 
can also transmit CHIKV and ZIKV (35, 36). In Germany, the Netherlands and Switzerland, 
Ae. japonicus was shown to be an effective vector of CHIKV, DENV, USUV and ZIKV (51-54). The 
vector competence of Ae. cantans, Ae. cinereus, Ae. rusticus and Ae. sticticus remains mostly unknown, 
although Ae. cantans has been found positive for WNV in some recent screenings (55). Despite the 
lack of data about their vector competence, these species could be locally abundant and responsible 
for nuisance (personal observation). 

The goal of the neighbor-joining tree built (Figure 6) is not to analyze the evolution patterns of 
these species, as both the sampling and the methods used are not appropriate for this purpose. The 
tree emphasizes that the three members of the subgenus Ochlerotatus (Ae. cantans,Ae. rusticus and Ae. 

sticticus) are clustered together. This means that their wings share more similarities than with the 
wings of other species. The origin of these similarities could be of phylogenetical inheritance 
providing similar structures (they belong to the same subgenus) or could be linked to their wing sizes 
which are the largest of our sampling (personal observation). Conversely, Ae. albopictus and 
Ae. japonicus are branched together, despite the fact that they belong to different subgenera. 

Morphometrics have been successfully used in different applications such as the discrimination 
and identification of mosquitoes [including sibling species, such as Cx. pipiens and Cx. torrentium (31) 
or sympatric Anopheles (30)], and to assess the influence of biotic or abiotic factors on mosquito wings 
(26).  

GM have proven effective in the entomological field for species differentiation or the analysis of 
cryptic complexes. In this study, we successfully applied geometric morphometrics on French 
indigenous and invasive Aedes wings. This technique allowed a rapid and effective classification of 
six species of the Aedes genus: Ae. albopictus, Ae. cantans, Ae. cinereus s.l., Ae. japonicus, Ae. rusticus and 

Ae. sticticus. GM has already been used in Europe to identify female mosquitoes of autochthonous 
and invasive species (56). Nevertheless, this technique is still struggling to differentiate between 
closely-related species such as Ae. annulipes and Ae. cantans (19, 56). Our results are in accordance 
with other studies performed in Europe.   

In all the morphometric literature, researchers are building a consequent database of wing 
patterns. It would be interesting if all this worldwide data could be merged in order to create a global 
catalog of mosquito wing patterns. As some authors have shown, the landmark disposition of two 
geographically isolated mosquito populations from the same species can show pattern variation (28). 
Nonetheless, such large databases could be of help to create worldwide tools for mosquito 
identification. 

GM is a valuable tool to prepare for the emergence of arboviruses. Exhaustive databases could 
be built and made available to that end. Integration of GM tools in identification software (like 
MoskeyTool) could help ease the process of identification, allowing beginner field entomologists to 
make accurate identifications, and confirmed entomologists to save valuable time in the case of an 
epidemic event. 

 

5. Conclusions 

Geometric morphometrics are a proven efficient tool in mosquito classification (19). They allow 
the rapid and reliable identification of mosquito species, including closely-related species and genera. 
Six autochthonous and invasive Aedes species from the north-east of France were successfully 
segregated in this study, with a correct reclassification rate of 98%.  

As the number of morphological experts decreases, morphometric identification could be of 
assistance when molecular identification cannot be performed (i.e., specimens deposited in curated 
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collections, especially type-specimens stored in museums). Today, we are witnessing an increasing 
number of outbreaks of mosquito-borne emerging and re-emerging diseases. In this context, field 
studies are mandatory to assess the presence of known vectors. Morphometrics could reduce the 
processing time of samples caught in the field and directly decrease latency between entomological 
investigation and targeted vector control operations. 

Geometric morphometrics are a developing field of biological studies. The principal flaw of this 
technique is that landmarks must be placed manually, meaning human error is a variable in the 
rigorous mathematical treatment of this method. Advances in machine learning and computer vision 
will hopefully make it possible to automatize the entire analysis process in the near future.  
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RpVXmp de l¶aUWicle N�1 : 

 

Introduction : L'identification des moustiques est une question de santé publique. De 

nombreux moustiques sont des vecteurs avérés d'arbovirus humains ou zoonotiques, tels que 

la dengue (DENV), le chikungunya (CHIKV), le West Nile (WNV) ou l'Usutu (USUV). 

Récemment, l'Europe du Sud a souffert d'épidémies autochtones de dengue. Ceux-ci mettent 

en évidence la nécessité d'une identification, d'une surveillance et d'un contrôle rapides des 

vecteurs. Les méthodes morphologiques, initialement utilisées pour la description des 

espèces originales et leurs comparaisons, sont les principaux moyens d'identifier rapidement 

leV moXVWiqXeV. IlV UepoVenW VXU deV clpV d¶idenWificaWion dichoWomiqXeV / pol\WomiqXeV, deV 

clés simplifiées illustrées et des clés interactives. Si de tels outils morphologiques sont très 

utiles, leur utilisation de routine peut s'avérer chronophage. Avec l'avènement de la biologie 

moléculaire, des outils ont été développés afin d'identifier avec précision les espèces de 

moustiques. Principalement basés sur des techniques de codes-barres (analyse du gène de la 

cytochrome oxydase I), le séquençage et la comparaison de séquences avec des bases de 

données en ligne (GenBank, BOLD) fournissent une méthode d'identification fiable. Dans 

un autre domaine de la biologie moléculaire, des tests d'amplification isotherme à médiation 

en boucle (LAMP) ont été créés avec des résultats possibles dans la surveillance sur le terrain 

des espèces envahissantes. Enfin, les approches protéomiques ont récemment prospéré dans 

l'identification entomologique. La technique MALDI-ToF a été appliquée avec succès pour 

l'identification des moustiques (adultes et larves) et des repas de sang. Ces approches 

prennent du temps, demeurent coûteuses et nécessitent un équipement de laboratoire 

conséquent pour les réaliser. 

DanV leV annpeV 2000, l¶pmeUgence de la moUphompWUie gpompWUiqXe (GM) a oXYeUW Xn 

noXYeaX champ danV l¶idenWificaWion eW l¶anal\Ve deV moXVWiqXeV. La géomorphométrie est 

défini comme l'analyse statistique de la forme basée sur des coordonnées de repère 

cartésiennes. Cette approche est basée sur l'analyse des coordonnées des points sur les ailes. 

Une transformation mathématique peut être utilisée pour extraire des données puis classer les 

espèces de moustiques. La GM est devenue largement utilisé après la « révolution 
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morphométrique » qui a eu lieu dans les années 1990. Cette technique montre un large 

éventail d'applications en biologie dans des domaines tels que l'imagerie médicale, 

l'anthropologie ou encore la botanique. Dans le domaine de l'entomologie médicale, 

l'utilisation de la GM a permis d'analyser plus avant les populations d'insectes. Alors que 

l'émergence des arbovirus est en augmentation, les populations de vecteurs ont suscité un 

intérêt pour les études basées sur la GM. Tout naturellement, des familles d'insectes comme 

les Muscidae, Reduvidae, Ceratopogonidae ou Culicidae ont été étudiées de manière 

conséquente. 

Actuellement, la GM est utilisée dans la classification des moustiques et l'étude des effets 

des facteurs biotiques et abiotiques sur les populations de moustiques. Cependant, cette 

technique est principalement appliquée aux trois principaux vecteurs d'arbovirus et de 

parasites : les moustiques Aedes, Anopheles et Culex. La géomorphométrie s'est avéré fiable 

dans l'identification du genre Aedes et dans la comparaison de populations (répartition 

géographique, influence de facteurs abiotiques) (97). Pour le genre Anopheles, la 

géomorphométrie a pu améliorer le diagnostic fiable de certaines espèces sympatriques 

d'Anopheles en Amérique du Sud, par exemple An. cruzii, An. homunculus et An. bellator 

(101). Au sein des genres Culex, une séparation morphologique fiable entre Cx. pipiens et 

Cx. torrentium s'appuie sur cette technique (102). Comme une littérature abondante 

commence à être disponible sur les espèces de vecteurs, les entomologistes commencent à 

s'intéresser aux espèces de moindre importance épidémiologique. Néanmoins, comme il 

existe une possibilité non négligeable de compétence vectorielle pour ces espèces, de telles 

études permeWWenW d¶rWUe pUrW loUV d'émergence inattendue d'arbovirus.  

Résultats : L¶anal\Ve deV baU\cenWUeV (oX CenWUoid Si]e) montre une certaine disparité entre 

les espèces. Bien que Ae. rusticus et Ae. cantans aient les plus grandes ailes de cet ensemble 

de données, aucune différence statistique n'est observée entre eux. Aedes cinereus, Ae. 

geniculatus et Ae. japonicus ne montrent aucune différence significative relative à la taille de 

leurs ailes. PoXU l¶enVemble deV données, trois groupes de CS sont observés : i) Ae. 

albopictus, ii) Ae. cinereus, Ae. geniculatus, Ae. japonicus, iii) Ae. rusticus, Ae. cantans. 
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L'analyse en Variable Canonique effectuée sur notre ensemble de données représentait 

86,73% de la variance totale sur les deux premières dimensions. Les espèces semblent bien 

séparées avec un faible chevauchement. Le test de reclassification à validation croisée par 

paire des différents groupes montre une précision de 98%. 

Discussion : Dans cet article, nous démontrons que les outils géomorphométriques sont 

efficaces pour classer différentes espèces du genre Aedes du nord-est de la France. Nous 

avons concentré notre échantillonnage sur ce genre car il comprend la plupart des vecteurs 

d'arbovirus. Aedes albopictus est un vecteur efficace de DENV, bien que moins efficace que 

Ae. aegypti. Les populations françaises d'Ae. albopictus sont compétents pour le DENV et 

peuvent également transmettre le CHIKV et le ZIKV. En Allemagne, aux Pays-Bas et en 

Suisse, Ae. japonicus s'est avéré être un vecteur efficace de CHIKV, DENV, USUV et ZIKV. 

Aedes geniculatus a été testé compétent pour la transmission du CHIKV en Europe. La 

compétence vectorielle d'Ae. cantans, Ae. cinereus et Ae. rusticus reste inconnue, bien qu'Ae. 

cantans a été trouvé positif pour le WNV lors de certaines analyses récentes. Malgré le 

manque de données sur leur compétence vectorielle, ces espèces pourraient être localement 

abondantes et responsables de nuisances.  

Cette technique a permis une classification rapide et efficace de six espèces du genre Aedes : 

Ae. albopictus, Ae. cantans, Ae. cinereus s.l., Ae. geniculatus, Ae. japonicus et Ae. rusticus. 

La géomorphométrie a déjà été utilisée en Europe pour identifier les moustiques femelles 

d'espèces autochtones et envahissantes. Néanmoins, cette technique a encore du mal à 

différencier les espèces étroitement apparentées telles que Ae. annulipes et Ae. cantans, et 

nos résultats sont conformes aux autres études réalisées en Europe (103). 

La géomorphométrie est un outil précieux pour se préparer à l'émergence possible 

d¶arbovirus. Des bases de données exhaustives pourraient être créées et mises à disposition 

à cette fin. L'intégration d'outils de géomorphométrie dans un logiciel d'identification 

(comme MoskeyTool) pourrait aider à faciliter le processus d'identification, permettant aux 

entomologistes débutants de faire des identifications précises et aux entomologistes 

confirmés de gagner un temps précieux en cas d'épidémie.   
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Chapitre V : Compétence vectorielle 

5.1. État des connaissances 

DanV le cadUe d¶Xne UeYXe, leV donnpeV bibliogUaphiqXeV conceUnanW l¶enWomofaXne de six 

pa\V d¶EXUope de l¶oXeVW onW pWp anal\VpeV afin de meWWUe j joXU l¶inYenWaiUe de la faXne 

cXlicidienne eW d¶obVeUYeU leV eVpqceV XbiqXiVWeV aX Vein de la zone. En parallèle, toutes les 

infections expérimentales ayant été réalisées sur des populations de moustiques prélevées 

danV la ]one d¶pWXde onW pWp UecenVpeV. Afin de UpaliVeU ceWWe UeYXe, noXV aYonV XWiliVp le 

protocole PRISMA (104). Les bases de données PubMed et Web of Science ont été 

examinées du 11 janvier au 15 août 2019. Des articles en texte intégral en anglais contenant 

des informations sur la compétence des moustiques vecteurs ont été sélectionnés. Des articles 

dans d'autres langues contenant des informations critiques ont été inclus dans l'ensemble de 

données comme « identifiés par d'autres sources ». 

Article N°2, publié dans Viruses le 14 novembre 2019 : Mosquitoes of North-Western 

Europe as Potential Vectors of Arboviruses: A Review 
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Abstract: Background: The intensification of trade and travel is linked to the growing number of 
imported cases of dengue, chikungunya or Zika viruses into continental Europe and to the expansion 
of invasive mosquito species such as Aedes albopictus and Aedes japonicus. Local outbreaks have 
already occurred in several European countries. Very little information exists on the vector 
competence of native mosquitoes for arboviruses. As such, the vectorial status of the nine mosquito 
species largely established in North-Western Europe (Aedes cinereus and Aedes geminus, Aedes cantans, 
Aedes punctor, Aedes rusticus, Anopheles claviger s.s., Anopheles plumbeus, Coquillettidia richiardii, Culex 
pipiens s.l., and Culiseta annulata) remains mostly unknown. Objectives: To review the vector 
competence of both invasive and native mosquito populations found in North-Western Europe (i.e., 
France, Belgium, Germany, United Kingdom, Ireland, The Netherlands, Luxembourg and 
Switzerland) for dengue, chikungunya, Zika, West Nile and Usutu viruses. Methods: A 
bibliographical search with research strings addressing mosquito vector competence for considered 
countries was performed. Results: Out of 6357 results, 119 references were related to the vector 
competence of mosquitoes in Western Europe. Eight species appear to be competent for at least one 
virus. Conclusions: Aedes albopictus is responsible for the current outbreaks. The spread of Aedes 

albopictus and Aedes japonicus increases the risk of the autochthonous transmission of these viruses. 
Although native species could contribute to their transmission, more studies are still needed to assess 
that risk. 

Keywords: Aedes; Culex; Anopheles; Culiseta; transmission; West Nile; Usutu; dengue; Zika; 
chikungunya 

 

1. Introduction 

Emerging or re-emerging disease outbreaks caused by arboviruses are increasing in Europe. 
Usually confined to tropical or subtropical countries, their risk of occurrence in Europe (especially in 
the countries of Western Europe) was considered as relatively low. In a context of global change, with 
an increase in travel, arboviruses can more easily expand outside of their historical range. Over the 
last two decades, arboviruses such as dengue, Zika or chikungunya achieved incursions in European 
countries [1Ȯ3], causing autochthonous human infections [4Ȯ6]. Susceptible vertebrate hosts and 
competent vectors can interact, under appropriate environmental and climatic conditions, to cause 
outbreaks. Knowledge about the vector competence of native species and their distribution, however, 
remains limited. As such, overwintering thermophilic species are less likely to establish in northern 
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European countries, as the annual isotherm becomes colder. At the present time, Aedes albopictus is 
considered as the vector species in autochthonous outbreaks of dengue and chikungunya in France 
[5]. While the vector competence of invasive species is widely studied [7Ȯ11], only a few studies are 
available on native species [12]. Competent native mosquitoes might have the potential to contribute 
to or to cause local outbreaks in addition to the risk related to invasive species [13]. 

In this work, we investigated the vector competence for dengue virus (DENV), Zika virus 
(ZIKV), chikungunya virus (CHIKV), West Nile virus (WNV) and Usutu virus (USUV) according to 
the geographical distribution of mosquitoes in eight Western European countries (France-Corsica 
excluded, Belgium, Germany, United Kingdom, Ireland, The Netherlands, Luxembourg and 
Switzerland). 

 

2. Materials and Methods 

O�rȱareaȱofȱin�eres�ȱisȱdefinedȱasȱ�heȱȃCfbȄȱclima�eȱofȱ�heȱKãppen-Geiger climate classification 
[14]. Cfb defines a temperate oceanic climate (C) without a dry season (f) but with a warm summer 
(b) [15]ǯȱMainlandȱFranceȱ asȱin�es�iga�edȱal�ho�ghȱ�heȱso��hȱofȱFranceȱisȱcharac�eri£edȱasȱaȱȃCsaȄȱ
ǻ�empera�eȱ i�hȱaȱdr¢ȱandȱho�ȱs�mmerǼȱorȱȃCsbȄȱǻ�empera�eȱ i�hȱaȱdr¢ȱandȱ arm summer) category. 
TheȱislandȱofȱCorsicaȱca�egori£edȱasȱȃCsbȄȱ asȱe¡cl�dedȱfromȱo�rȱanal¢sisȱ[15]. Mosquito inventories 
were then selected in our area of interest. The last European global inventory compiled by Schaffner 
et al. in 2001 [16] was used, completed with more recent national sources and finally compared with 
the last review available [17]. For invasive species, updated European Center for Disease Prevention 
and Control (ECDC) maps were used (https://www.ecdc.europa.eu/en/disease-vectors/surveillance-
and-disease-data/mosquito-maps). The vectorial status of mosquitoes was inferred from 
experimental data using infections in laboratory and/or viral detections in field-collected 
populations. 

This review follows the PRISMA Journal Publishing protocol workflow [18]; the PubMed and 
Web of Science databases were screened from 11 January to 15 August 2019, with keywords presented 
on Supplementary File 1. Full-text articles in English language containing information on mosquito 
vector competence were selected. Articles in other languages containing critical information were 
incl�dedȱ inȱ �heȱda�aȱ se�ȱasȱȃiden�ifiedȱb¢ȱo�herȱ so�rcesȄǯȱTheȱPRISMAȱflo ȱchar�ȱ isȱdescribedȱ inȱ
Figure 1. 
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Figure 1. PRISMA flow chart. 

3. Results 

The compilation of mosquito inventories is summarized in Table 1. A detailed checklist is shown 
in Table 2, with the nine ubiquitous species highlighted in grey. Some species complexes (i.e., Aedes 
cinereus/geminus, Anopheles maculipennis complex, and Culex pipiens complex) were not identified at 
the species and/or biotype level. In these cases, the species denomination was annotated with an 
asterisk. 

Detailed vector competence studies by species are presented in Table 3. Positive and negative 
results reported here are related to our area of study. Vector competence is defined as the ability of a 
mosquito to ingest, replicate and transmit a virus by biting. Firstly, species are considered to be 
competent if viral replication and detection of viral particles in saliva have been demonstrated. On 
the other hand, we do not consider the detection of viral RNA in mosquito pools as a relevant 
indication of vector competence. This information, however, may suggest an active virus circulation 
which could warrant further vector competence studies to identify potential vectors. 

Results from experimental infections of European mosquito populations are listed in Table 4. 

Table 1. Number of mosquito species recorded per country [16,19Ȯ25]. 

 Belgium France Germany Ireland Luxembourg Switzerland The Netherlands UK 

No. of species 33 57 49 20 15 35 38 34 
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Table 2. Checklist of mosquitoes recorded per country. Species in grey rows were recorded in all the countries investigated in the study. X: species recorded; -: 
species not recorded; i: introduced species; species complexes for which final identification could not be achieved are labelled with an asterisk. 

 Belgium France Germany Ireland Luxembourg Netherlands Switzerland United Kingdom 

Aedes (Acartomyia) mariae (Sergent and Sergent, 1903) - X - - - - - - 

Aedes (Aedes) cinereus Meigen, 1818 * and Aedes (Aedes) geminus Peus, 1970 * X X X X X X X X 

Aedes (Aedes) rossicus Dolbeskin, Gorickaja and Mitrofanova, 1930 - X X - - - - - 

Aedes (Aedimorphus) vexans (Meigen, 1830) X X X - - X X X 

Aedes (Dahliana) geniculatus (Olivier, 1791) X X X - X X X X 

Aedes (Fredwarsius) vittatus (Bigot, 1861) - X - - - - - - 

Aedes (Hulecoeteomyia) japonicus (Theobald 1901) X X X - - X X - 

Aedes (Hulecoeteomyia) koreicus (Edwards 1917) X - i - - - X - 

Aedes (Ochlerotatus) annulipes (Meigen, 1830) X X X - X X X X 

Aedes (Ochlerotatus) berlandi Séguy, 1921 - X - - - - - - 

Aedes (Ochlerotatus) cantans (Meigen, 1818) X X X X X X X X 

Aedes (Ochlerotatus) caspius (Pallas, 1771) X X X X - X X X 

Aedes (Ochlerotatus) cataphylla Dyar, 1916 - X X - - - X - 

Aedes (Ochlerotatus) coluzzi Rioux, Guilvard and Pasteur, 1998 - X - - - - - - 

Aedes (Ochlerotatus) communis (DeGeer, 1776) X X X - - X X X 

Aedes (Ochlerotatus) detritus Haliday, 1833 X X X X - X - X 

Aedes (Ochlerotatus) diantaeus Howard, Dyar and Knab, 1912 - X X - - - - - 

Aedes (Ochlerotatus) dorsalis (Meigen, 1830) X X X X - X X X 

Aedes (Ochlerotatus) excrucians (Walker, 1856) - - X - - X X - 

Aedes (Ochlerotatus) flavescens (Müller, 1764) X X X - - X X X 

Aedes (Ochlerotatus) leucomelas (Meigen, 1804) - - X - - X - X 
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 Belgium France Germany Ireland Luxembourg Netherlands Switzerland United Kingdom 

Aedes (Ochlerotatus) nigrinus (Eckstein, 1918) - X X - - X - - 

Aedes (Ochlerotatus) pulcritarsis (Rondani, 1872) - X - - - - - - 

Aedes (Ochlerotatus) pullatus (Coquillett, 1904) - X X - - - X - 

Aedes (Ochlerotatus) punctor (Kirby, 1837) X X X X X X X X 

Aedes (Ochlerotatus) riparius Dyar and Knab, 1907 - - X - - X - - 

Aedes (Ochlerotatus) sticticus (Meigen, 1838) X X X - X X X X 

Aedes (Ochlerotatus) surcoufi (Theobald, 1912) - X - - - - - - 

Aedes (Rusticoidus) refiki Medschid, 1928 - X X - - - X - 

Aedes (Rusticoidus) rusticus (Rossi, 1790) X X X X X X X X 

Aedes (Stegomyia) aegypti (Linnaeus,1762) - - - - - i - - 

Aedes (Stegomyia) albopictus (Skuse, 1894) X X X - - X X - 

Anopheles (Anopheles) algeriensis (heobald, 1903 - X X X - X - X 

Anopheles (Anopheles) atroparvus Van Thiel, 1927 X X X X - X - X 

Anopheles (Anopheles) claviger (Meigen, 1804) sensu stricto X X X X X X X X 

Anopheles (Anopheles) hyrcanus (Pallas, 1771) - X - - - - - - 

Anopheles (Anopheles) maculipennis Meigen, 1818 sensu lato* X X X - - X X - 

Anopheles (Anopheles) melanoon Hackett, 1934 - X - - - X - - 

Anopheles (Anopheles) messeae Falleroni, 1926 X X X X - X - X 

Anopheles (Anopheles) petragnani Del Vecchio, 1939 - X X - - - - - 

Anopheles (Anopheles) plumbeus Stephens, 1828 X X X X X X X X 

Coquillettidia (Coquillettidia) buxtoni (Edwards, 1923) - X - - - - X - 

Coquillettidia (Coquillettidia) richiardii (Ficalbi, 1889) X X X X X X X X 

Culex (Barraudius) modestus Ficalbi, 1889 - X X - - X X X 
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 Belgium France Germany Ireland Luxembourg Netherlands Switzerland United Kingdom 

Culex (Culex) mimeticus Noé, 1899 - X - - - - - - 

Culex (Culex) pipiens Linnaeus, 1758 sensu lato* X X X X X X X X 

Culex (Culex) pipiens biotype pipiens Linnaeus, 1758 X - X X - - - X 

Culex (Culex) pipiens biotype molestus Forskål, 1775 X - X - - - - X 

Culex (Culex) theileri Theobald, 1903 - X - - - - - - 

Culex (Culex) torrentium Martini, 1925 X X X - X X X X 

Culex (Maillotia) hortensis Ficalbi, 1889 X X X - - - X - 

Culex (Neoculex) europaeus Ramos et al., 2003 (syn. Culex territans Walker, 1856) X X X - X X X X 

Culex (Neoculex) impudicus Ficalbi, 1890 - X - - - - - - 

Culex (Neoculex) martinii Medschid, 1930 - X X - - - X - 

Culiseta (Allotheobaldia) longiareolata (Macquart, 1838) - X X - - - X X 

Culiseta (Culicella) fumipennis (Stephens, 1825) X X - - - X x X 

Culiseta (Culicella) litorea (Shute, 1928) - X - X - - - X 

Culiseta (Culicella) morsitans (Theobald, 1901) X X X X - X X X 

Culiseta (Culicella) ochroptera (Peus, 1935) - - X - - X - - 

Culiseta (Culiseta) alaskaensis (Ludlow, 1906) - X X X - X X X 

Culiseta (Culiseta) annulata (Schrank, 1776) X X X X X X X X 

Culiseta (Culiseta) glaphyroptera (Schiner, 1864) - X X - - - - - 

Culiseta (Culiseta) subochrea (Edwards, 1921) X X X X - X - X 

Orthopodomyia pulcripalpis (Rondani, 1872) X X - - - - - X 

Uranotaenia (Pseudoficalbia) unguiculata Edwards, 1913 - X X - - - - - 
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Table 3. Vector competence studies on European mosquito populations. Negative and positive experiments are written in normal and bold typeface, respectively. 
Studies related to our area of concern are indicated by a reference number. Studies related to experiments carried out outside of our area of concern are indicated 
with a reference number and an additional letter: E: Europe; W: elsewhere in the world. Since no capture of chikungunya virus (CHIKV), dengue virus (DENV) and 
Zika virus (ZIKV) has been reported in our area of concern, these viruses are not mentioned in the field data part of the table. 

 Laboratory Experiment Field Data 

 Dengue Chikungunya Zika  Usutu West Nile Usutu West Nile 

Aedes cinereus *, Aedes geminus * - - - - - - [26], W [27] 

Aedes rossicus - - - - - - [26], E [28] 

Aedes vexans - E [13] W [29,30] - W [31] E [32] [26], E [32], W [27,33,34] 

Aedes geniculatus - E [35] - - [36] - [26] 

Aedes japonicus [11] [11] [37] - [10,38] - W [39] 

Aedes koreicus - E [9] - -  - - 

Aedes annulipes - - - - - - [26] 

Aedes cantans - - - - - - E [40] 

Aedes caspius - - - - [41] - E [42] 

Aedes detritus [12] [12] - - [12] E [42] - 

Aedes dorsalis - - - - W [43] - W [34] 

Aedes sticticus - - W [30] - - - [26], W [34] 

Aedes albopictus W [44] [45] [8,46] E [47] W [48] E [42] W [49] 

Anopheles claviger sensu lato - - - - - - [26] 

Anopheles maculipennis sensu lato * - E [13] - - - E [42] [26] 

Anopheles plumbeus - - - - [36] - [26] 

Coquillettidia richiardii - - - - - - [26], E [40] 

Culex modestus - - - - [41,50] - [26], E [42] 
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Culex pipiens sensu lato * - - [8] [51,52] [41,51,53–56] [6,57–60], E [42] [26,61], E [42] 

Culex torrentium - - [8], E [8,62] - [56] [59] - 

Culex europaeus - - - - - E [32] W [34] 

Culiseta annulata - - - - - E [32,42] [26] 

Culiseta morsitans - - - - - - W [40] 

Uranotaenia unguiculata - - - - - - E [63–65] 

*: species complexes for which final identification could not be achieved
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Table 4. Experimental infections performed with North-Western European mosquito populations. 

Species Country Locality Titer of Blood Meal Virus Strain Infection Transmission 
Days Post 

Infection 
Reference 

Aedes vexans France Câ�eȱdȂA£�r 107 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 NA - 12Ȯ14 [7] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Switzerland Zürich 107 ffu/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 + + 14 [11] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Switzerland Zürich 107 ffu/mL 

DENV Serotype 2, Bangkok 

Thailand 
+ + 14 [11] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Switzerland Zürich 106 TCID50/mL 

West Nile virus (WNV) lineage 

1 FIN Italy 
+ + 14 [10] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Germany Stuttgart 2 × 107 PFU/mL WNV lineage 1 strain NY99 - - 14 [38] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Switzerland Zürich 106 TCID50/mL WNV lineage 1 strain NY99 + + 14 [10] 

Aedes japonicus 

japonicus 
Germany - 107 PFU/mL ZIKV_FB-GWUH-2016 + + 14 [37] 

Aedes caspius France Câ�eȱdȂA£�r 107 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 NA + 12Ȯ14 [7] 

Aedes caspius France Camargue 1010,3 PFU/mL WNV PaAn001 AY268135 + - 14 [41] 

Aedes detritus France Câ�eȱdȂA£�r 107 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 NA + 12Ȯ14 [7] 

Aedes detritus United Kingdom Little Neston 107 PFU/mL CHIKV NC/ 2011-568 - - 17 [12] 

Aedes detritus United Kingdom Little Neston 107 PFU/mL 
DENV Serotype 2, Bangkok 

Thailand 
- - 17 [12] 

Aedes detritus 
United 

Kingdom 
Little Neston 2 × 106 PFU/mL WNV NY-99 + + 17 [12] 

Aedes albopictus France Bar-sur-Loup 106,5 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 + + 3,5,7 [45] 

Aedes albopictus France Câ�eȱdȂA£�r 107 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 NA + 12Ȯ14 [7] 

Aedes albopictus France Bar-sur-Loup 106,5 PFU/mL CHIKV 20235 2013 + + 3,5,7 [45] 
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Aedes albopictus France Nice 107 TCID50/mL ZIKV strain (NC-2014-5132) + + 14 [46] 

Aedes albopictus Germany - 107 PFU/mL ZIKV_FB-GWUH-2016 + + 21 [8] 

Culex modestus France Camargue 1010,3 PFU/mL WNV PaAn001 AY268132 + + 14 [50] 

Culex modestus France Camargue 1010,3 PFU/mL WNV PaAn001 AY268134 + + 14 [41] 

Culex pipiens hybrid 

form 
United Kingdom - 106 PFU/mL 

Usutu virus (USUV) African strain 

SAAR-1776 
- - 14 [52] 

Culex pipiens hybrid 

form 
Netherlands - 5.2 × 107 TCID50 /mL WNV lineage 2 strain Greece 2010 + + 14 [54] 

Culex pipiens 

molestus 
Germany 

Heidelberg,Wendland, 

and Langenhelsten 
1Ȯ1.6 × 107 PFU/mL WNV lineage 1 strain NY99 + + 14 [56] 

Culex pipiens 

molestus 
Netherlands Amsterdam 5.2 × 107 TCID50 /mL WNV lineage 2 strain Greece 2010 + + 14 [54] 

Culex pipiens 

molestus 
Germany Langenhelsten 107 PFU/mL ZIKV_FB-GWUH-2016 + - - [8] 

Culex pipiens pipiens United Kingdom - 106 PFU/mL USUV African strain SAAR-1776 + + 14 [52] 

Culex pipiens pipiens Germany Hamburg 1Ȯ1.6 × 107 PFU/mL WNV lineage 1 strain NY99 + + 14 [56] 

Culex pipiens pipiens Netherlands Best 5.2 × 107 TCID50 /mL WNV lineage 2 strain Greece 2010 + + 14 [54] 

Culex pipiens pipiens Germany - 107 PFU/mL ZIKV_FB-GWUH-2016 + - - [8] 

Culex pipiens s.l. France Câ�eȱdȂA£�r 107 PFU/mL CHIKV 06.21 La Réunion 2005 NA - 12Ȯ14 [7] 

Culex pipiens s.l. Netherlands Brummen 4 × 107 TCID50/mL USUV Bologna 2009 + + 14 [51] 

Culex pipiens s.l. Switzerland Zürich 102.6 to 104.2 PFU/mL WNV lineage 1 FIN Italy + - 14 [55] 

Culex pipiens s.l. Switzerland Zürich 102.6 to 104.2PFU/mL WNV lineage 1 strain NY99 + + 14 [55] 

Culex pipiens s.l. Netherlands Brummen 1.4 × 108 TCID50/ml WNV lineage 2 strain Greece 2010 + + 14 [53] 

Culex pipiens s.l. Netherlands Brummen 4 × 107 TCID50/mL 
WNV lineage 2 strain Greece 

2010 
+ + 14 [51] 

Culex pipiens s.l. France Camargue 1010,3 PFU/mL WNV PaAn001 AY268133 + + 14 [41] 
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Culex torrentium Germany Hamburg 1Ȯ1,6 × 107 PFU/mL WNV lineage 1 strain NY99 + + 14 [56] 

Culex torrentium Germany - 107 PFU/mL ZIKV_FB-GWUH-2016 + - 14,21 [8] 
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A Brief Summary of the Reviewed Arboviruses Is Presented Below 

3.1. Chikungunya Virus 

Chikungunya virus (genus Alphavirus, family Togaviridae) was reported for the first time in 1952Ȯ
1953 in Tanzania [66]. The original anthroponotic cycle allows the virus to circulate from Aedes 
mosquitoes to non-human primates. Outbreaks occur when an anthropophilic or opportunistic 
mosquito (e.g., Aedes aegypti, Ae. albopictus) completes the bridge between zoonotic and anthroponotic 
cycles. The girst reported outbreaks occurred in the southern hemisphere during the 1960s [67]. Since 
then, three lineages have been identified: West-African, East-Central-South-African, and Asian lineages. 
During the 2000s, a new variant harboring a point mutation at the E1 glycoprotein gene (E1-A226V) was 
isolated during the outbreak in the islands of the Indian Ocean, making Ae. albopictus more efficient for 
the transmission of CHIKV [68]. In Europe, the autochthonous transmission of CHIKV was first 
reported in Italy in 2007 [69]. In our area of interest, the first autochthonous cases of CHIKV occurred 
in 2010 in Southern France [70]. According to the ECDC, the six countries in this study reported 214 
imported cases (Switzerland excluded) in 2012Ȯ2016 [71]. An autochthonous circulation of CHIKV was 
observed in France 2014 and 2017 [4,70,72]. An autochthonous outbreak of CHIKV also occurred in Italy 
in 2017 [73]. 

French Ae. albopictus and German Ae. japonicus are competent for CHIKV [11,45]. Aedes detritus from 
the UK was found inefficient to transmit CHIKV [12]. Aedes vexans from Northern Italy showed a low 
disseminated infection rate and its role in CHIKV transmission should not be neglected [13]. In Europe, 
the declaration of imported cases of CHIKV shows three temporal peaks, namely February, April, and 
August to November (Figure 2) [71]ȯperiods at which travelers return from endemic areas. While 
mosquitoes are absent in February, they become active in April; the dynamics of Ae. japonicus, Ae. 

koreicus and Ae. albopictus coincide with the peaks of imported cases promoting autochthonous 
transmission. 

 

Figure 2. Number of imported cases of chikungunya, dengue and Zika viruses in Europe in 2016 
(adapted from [71,74,75]). 
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3.2. Dengue Virus 

Dengue virus (genus Flavivirus, family Flaviviridae) includes four serotypes (DENV-1 to DENV-4). 
It is the most widespread arbovirus in the world and is reported in over 100 countries [76]. Aedes aegypti 
and Ae. albopictus are the main vectors of DENV acting in urban cycles. According to the latest ECDC 
annual epidemiological report, covering the 2012Ȯ2016 period, 1562 cases (Switzerland excluded) were 
reported in our study area [74]. The first autochthonous cases of dengue fever were reported in our area 
of interest (France) in 2010 [77]. Other outbreaks in 2013 and 2015 also occurred in Southern France 
[5,78], where Ae. albopictus is well established and found in abundance [7]. 

Field-collected Ae. japonicus (Germany) and Ae. detritus (United Kingdom) were tested for their 
competence toward a DENV Serotype 2 isolated in Bangkok (Thailand); only Ae. japonicus was 
competent [12,55]. 

According to the ECDC [74], the frequency of imported cases shows three peaks: January, from 
March to April, and from August to September (Figure 2). Mosquitoes are only active during the second 
and third peaks. 

3.3. Zika Virus 

Zika virus (genus Flavivirus, family Flaviviridae), was first isolated in the Zika forest of Uganda in 
1947 [79]. Since the Yap island epidemic in 2007, ZIKV has circulated on all continents except Europe 
[80]. There are three main lineages: two from Africa and one from Asia [81]. It is transmitted to humans 
(urban cycle) and primates (sylvatic cycle) by mosquitoes of the Aedes genus. In North-Western Europe, 
Ae. albopictus (France, Germany) and Ae. japonicus (Germany) are competent mosquitoes [8,37,46]. 
Conversely, Culex pipiens s.l. and Cx. pipiens molestus are not competent for ZIKV [8]. 

According to the ECDC 2016 annual epidemiological report [75], ZIKV case reports are steadily 
increasing from January to reach a peak in August then decrease rapidly to end in October (Figure 2). 
European Ae. albopictus is competent to transmit ZIKV [8] and Ae. japonicus is poorly competent [37]. 

3.4. Usutu Virus 

Usutu virus (genus Flavivirus, family Flaviviridae) was initially isolated in South Africa in 1959 
[82]. USUV was considered as exclusively transmitted in Africa until the first European outbreak 
occurred in Italy in 1996 [83]. Since then, USUV emerged in five countries studied in this paper (Belgium, 
France, Germany, Switzerland, and The Netherlands) [84]. USUV antibodies have been detected in 
resident and migratory birds in each country of our area of concern [85Ȯ90], except Ireland and 
Luxembourg. There are eight lineages of USUV. Five are European (European lineage 1Ȯ5) and three 
are African (African lineage 1Ȯ3) [84]. The first human cases were reported in Africa in 1981 [91], and 
the first human neuroinvasive cases were reported in Italy in 2009 [92]. USUV is transmitted in Europe 
by Cx. pipiens mosquitoes [51]. The reservoir hosts of USUV are migratory and resident birds. USUV or 
antibodies have been detected in 58 bird species belonging to 26 families and 13 orders [93]. Blackbirds 
(Turdus merula) seem to have the highest mortality rate among bird species affected by USUV [94]. An 
exhaustive review about WNV and USUV has been published [93]. Cx. pipiens s.l. from The Netherlands 
and the UK have been tested as competent for USUV strains, Bologna 2009 and SAAR-1776 [51,52]. 

While Cx. pipiens s.l. is considered the principal vector in temperate regions, Italian Ae. albopictus 
has been experimentally tested for USUV, with no clear-cut results [47]. Ae. japonicus from Austria has 
been found positive to virus dissemination [95]. To our knowledge, no other mosquito species of NW 
Europe has been demonstrated to be competent for USUV. 

3.5. West Nile Virus 

West Nile virus (genus Flavivirus, family Flaviviridae) was first recorded in the West Nile district 
of Uganda in 1937 [96]. In natural conditions, it circulates between birds and bird-feeding mosquitoes. 
Mammals (mainly horses and humans) are considered dead-end hosts [97]. In Europe, WNV is mainly 
transmitted by Culex mosquitoes. The first documented introduction of WNV in metropolitan France 
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dates from 1962, in Camargue [98]. The vector incriminated in 1964 was Culex modestus [99]. During the 
following 40 years, WNV did not cause any human cases in France, and a low prevalence of antibodies 
was observed in human and equine populations during the 1970s [98]. The resurgence of WNV in 
France occurred in 2000 with 76 laboratory confirmed equine cases. Sporadic detections of positive 
serology in humans and birds occurred during the following 15 years [88,100], until a new epidemic 
outbreak occurred in 2015 in southern France [101]. Three years later, an outbreak occurred for the first 
time in Germany [102]. The number of cases reported to the ECDC for 2018 was exceptionally high [103]. 

European mosquitoes display a variable susceptibility to WNV infection and transmission. Culex 

spp. from France, The Netherlands, Switzerland and Germany are competent for WNV lineages 1 and 
2. Culex pipiens biotype pipiens, Culex pipiens biotype molestus and Culex torrentium from the studied area 
(France, The Netherlands, Switzerland and Germany) are competent for WNV lineage 1 and 2 
[41,51,53,55,56,104]. Culex pipiens s.l. from Switzerland is susceptible to WNV infection but is not 
competent for WNV lineage 1 FIN Italy [55]. The competence of Ae. detritus (United Kingdom) was 
demonstrated for WNV lineage 1 strain NY99 [12]. 

The vector competence of other field-collected species has not been successfully demonstrated for 
WNV: Ae. caspius (France) is susceptible to infection but not able to transmit [41]. Ae. japonicus 

(Germany) could not be infected nor transmit WNV lineage 1 strain NY99 [38]. 

4. Discussion 

North-Western Europe is at risk for emerging or re-emerging arboviruses. The epidemiology of 
arboviruses such as DENV, ZIKV or CHIKV is very different in Europe as compared to tropical or sub-
tropical countries. In the latter countries, the existence of sylvatic cycles involving wild animals as 
reservoir hosts and arboreal canopy dwelling mosquitoes as vectors sustain a viral circulation of viruses 
all year long [105]. Epidemics only occur when anthropo-zoophilic mosquitoes act as bridge vector for 
the transmission of the virus from animals to humans. In Europe, in the absence of any sylvatic cycle, 
autochthonous transmission is only caused when a competent vector becomes infectious after feeding 
on an imported human case. 

The number of imported human cases of CHIKV, DENV and ZIKV peaks in January, MarchȮApril, 
and SeptemberȮOctober [71,74,75], corresponding to vacations in Europe. The last two peaks may allow 
the launch of local transmissions. Regarding the January peak, there is no mosquito activity at that time 
in the considered area. Consequently, this peak will probably have no consequences regarding a local 
transmission. During the MarchȮApril peak, DENV and CHIKV can be transmitted by Ae. japonicus [23], 
and ZIKV by Ae. vexans if European mosquitoes appear to be competent (such as Canadian ones do) 

[30]. The summer peak is highly correlated with the activity of Ae. albopictus. The competence of native 
populations has been characterized for CHIKV and ZIKV [8,45,46]. Outbreaks have already occurred in 
southern European countries such as the occurrence of chikungunya in Italy [73] and dengue in France 
[5]. Established vectors Ae. albopictus are also competent for transmitting ZIKV in Italy and Spain 
[106,107]. 

To date, Ae. albopictus and Ae. japonicus are the main species that could represent a risk of the 
transmission of the considered arboviruses in our area of interest. Indeed, native Ae. albopictus and Ae. 
japonicus can transmit CHIKV, DENV, ZIKV [11,37,45,46]. 

This work highlights that invasive species represent the most probable candidates for the 
circulation of CHIKV, DENV, and ZIKV in our area of interest. To date, three species are established in 
our area of interest: Ae. albopictus, Ae. koreicus and Ae. japonicus. Ae. albopictus was first introduced in 
France in 1999 and has been established since 2004 [49]. It is now widespread and abundant in the 
southern part of the country. It is also reported as established in the north-eastern part of France, in 
Germany, in Switzerland, in The Netherlands, and occasionally found in Belgium and the UK [108]. 
Similarly, Ae. japonicus is well established in Belgium, France, Luxembourg, Germany, The Netherlands, 
and Switzerland [109,110]. Ae. koreicus is implanted in Germany, Switzerland, and Belgium [111]. While 
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invasive species benefit from globalization (increased transportation of goods and people) to expand, 
native species are also experiencing ecological upheavals and contribute to increase the risk of arboviral 
emergences. Recently, An. plumbeus has switched from natural breeding sites to man-made sites [112] 
leading to consider its potential role as a vector for WNV [36]. 

While the vector competence of Ae. albopictus for the five viruses considered in this study has been 
largely examined, European native mosquitoes (Anopheles, Culiseta, Coquillettidia, Uranotaenia) were 
poorly investigated. The role of ornithophilic species, such as Cs. morsitans, and opportunistic species 
(mosquitoes that feed on mammalians as well as on birds or amphibians) like An. plumbeus or Ae. 

geniculatus, is still unknown, especially in the transmission of USUV and WNV. An. plumbeus, however, 
was tested competent for WNV, and Ae. geniculatus for CHIKV and WNV [35,36]. 

For USUV and WNV, the entanglement of mosquito populations with avian populations is 
necessary for sustaining the enzootic cycle. Recent years have shown a sharp increase in WNV cases 
[103]. Although serological and molecular screening is regularly carried out in human [113,114] and 
avian populations [39,87,115], the screening of mosquito populations is less systematic. Also, WNV 
antibodies are more prevalent in migratory birds, while USUV are more prevalent in resident birds 
[115]. USUV was more commonly found in mosquitoes than WNV [115]. 

Epizootics of WNV are episodic [98]; after the first emergence of WNV in France in 1962 [98], the 
virus was only detected again in the 2000s [116]. Outbreaks were noted from 2004 to 2018 in mainland 
France [101,103,117], and in 2018 in Germany [102]. The circulation of USUV was suspected in European 
birds in 2000Ȯ2005 [85,118]. USUV emerged in Germany in 2011 [59], and then in France in 2015 [119]. 
In 2016, an epizootic has globally affected France, Belgium, Germany and The Netherlands [84]. The 
species involved in these outbreaks were probably members of the genus Culex (e.g., Cx. pipiens s.l.) 
[51,52]. 

These recent episodes recall our knowledge gaps on the vector competence of native and invasive 
species such as Ae. vexans, Ae. japonicus and other Aedes species for ZIKV, CHIKV and DENV; An. 
plumbeus, Ae. geniculatus, Cs. annulata, and Cx. torrentium for USUV and WNV. In the future, attention 
should be given to ubiquitous species which could be of importance if their vector competence happens 
to be demonstrated. 
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RpVXmp de l¶aUWicle N�2 : 

 

Introduction : Les émergences ou ré-pmeUgenceV d¶aUboYiUXV VonW en aXgmenWaWion en EXUope. 

Habituellement confinés aux pays tropicaux ou subtropicaux, leur risque d'apparition en Europe 

(en particulier dans les pays d'Europe occidentale) a longtemps été considéré comme 

relativement faible. Dans un contexte de changement global, avec une augmentation des 

déplacements, les arbovirus peuvent plus facilement se développer en dehors de leur aire de 

répartition historique. Au cours des deux dernières décennies, des arbovirus tels que ceux de la 

dengue, de Zika ou de chikungunya ont réalisé des incursions dans les pays européens, 

provoquant des infections humaines autochtones. Les hôtes vertébrés sensibles et les vecteurs 

compétents peuvent interagir, dans des conditions environnementales et climatiques 

appropriées, pour provoquer des épidémies. Les connaissances sur la compétence vectorielle 

des espèces autochtones et leur répartition restent cependant limitées. En tant que telles, les 

espèces thermophiles incapableV d¶hiYeUneU VonW moinV VXVcepWibleV de V'pWabliU danV leV pa\V 

du nord de l'Europe, car l'isotherme annuel baisse au gré de la septentrionalisation. À l'heure 

actuelle, Aedes albopictus est considéré comme le vecteur des foyers autochtones de dengue et 

de chikungunya en France. Si la compétence vectorielle des espèces invasives est largement 

étudiée, seules quelques études sont disponibles sur la compétence des espèces autochtones. 

Les moustiques autochtones compétents pourraient avoir le potentiel de contribuer ou de 

pUoYoqXeU deV ppidpmieV localeV, V¶ajoXWanW aX UiVqXe lip aX[ eVpqceV enYahiVVanWeV. 

Dans ce travail bibliographique, nous avons étudié la compétence des vecteurs pour le virus de 

la dengue (DENV), le virus Zika (ZIKV), le virus chikungunya (CHIKV), le virus du Nil 

occidental (WNV) et le virus Usutu (USUV) en fonction de la répartition géographique des 

moustiques dans huit pays d¶EXUope occidentale (France hors Corse, Belgique, Allemagne, 

Royaume-Uni, Irlande, Pays-Bas, Luxembourg et Suisse). 

Résultats et discussion : La France métropolitaine possède une faune culicidienne composée de 

57 espèces recensées sur le territoire, ce qui en fait le pays le plus riche en biodiversité pour les 

moXVWiqXeV. NeXf eVpqceV VonW XbiqXiWaiUeV danV la ]one d¶pWXde : Aedes cinereus (ou Ae. 

geminus), Aedes cantans, Aedes punctor, Aedes rusticus, Anopheles claviger s.s., Anopheles 

plumbeus, Coquillettidia richiardii, Culex pipiens s.l. et Culiseta annulata.  

La comppWence YecWoUielle de cinq eVpqceV d¶Aedes et de trois espèces de Culex a été 

caractérisée par des infections expérimentales. Pour les espèces du genre Aedes, deux sont 
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compétentes pour DENV (Aedes japonicus japonicus et Aedes detritus), trois sont compétentes 

pour CHIKV (Aedes japonicus japonicus, Aedes caspius, Aedes detritus), deux pour le ZIKV 

(Aedes japonicus japonicus, Aedes albopictus) et deux sont compétentes pour WNV (Aedes 

japonicus japonicus, Aedes detritus). Pour les espèces du genre Culex, les trois espèces 

considérées (Culex modestus, Culex pipiens, Culex torrentium) sont compétentes pour 

transmettre le WNV. Seule la compétence de Culex pipiens pour USUV a été caractérisée.  

Discussion : L'Europe du Nord-Ouest est à risque d'arbovirus émergents ou réémergents. À ce 

jour, Ae. albopictus et Ae. japonicus sont les principales espèces qui pourraient représenter un 

risque de transmission des arbovirus considérés dans notre zone d'intérêt. En effet, les 

popXlaWionV aXWochWoneV d¶Ae. albopictus et Ae. japonicus peuvent transmettre les CHIKV, 

DENV, ZIKV. 

Ce travail met en évidence que les espèces envahissantes représentent les candidats les plus 

probables pour la circulation du CHIKV, du DENV et du ZIKV dans notre zone d'intérêt. À ce 

jour, deux espèces invasives sont établies dans notre région : Ae. Albopictus et Ae. japonicus. 

Aedes albopictus a été introduit pour la première fois en France en 2000 et est établi depuis 

2004. Il est maintenant répandu et abondant dans le sud du pays. Il est également signalé comme 

établi dans le nord-est de la France, en Allemagne, en Suisse, aux Pays-Bas ainVi qX¶en Belgique 

et au Royaume-Uni. De même, Ae. japonicus est bien établi en Belgique, en France, au 

Luxembourg, en Allemagne, aux Pays-Bas et en Suisse. Autre espèce pouvant bientôt être 

introduite en France métropolitaine, Ae. koreicus est implantée en Allemagne, en Suisse et en 

Belgique. Alors que les espèces invasives profitent de la mondialisation (transport accru des 

biens et des personnes) pour se développer, les espèces indigènes connaissent également des 

bouleversements écologiques et contribuent à augmenter le risque d'émergence d'arboviroses. 

Ces dernières années, An. plumbeus a ajouté à ses sites strictement naturels de reproduction des 

sites artificiels (105), ce qui a conduit à considérer son rôle potentiel en tant que vecteur du 

WNV. 

Alors que la compétence vectorielle d'Ae. albopictus pour les cinq virus considérés dans cette 

étude a été largement examinée, les moustiques indigènes européens (Anopheles, Culiseta, 

Coquillettidia, Uranotaenia) ont été peu étudiés. Le rôle des espèces ornithophiles, telles que 

Cs. morsitans, et les espèces opportunistes (les moustiques qui piquent aussi bien les 

mammifères que les oiseaux ou même les amphibiens) comme An. plumbeus ou Ae. 

geniculatus, est encore inconnue, en particulier dans la transmission de l'USUV et du WNV. 
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Anopheles plumbeus, cependant, a été testé compétent pour WNV et Ae. geniculatus pour 

CHIKV et WNV. 

Pour l'USUV et le WNV, l'enchevêtrement des populations de moustiques avec les populations 

aviaires est nécessaire pour maintenir le cycle enzootique. Les dernières années ont montré une 

forte augmentation des cas de WNV. Bien que des criblages sérologiques et moléculaires soient 

régulièrement effectués dans les populations humaines et aviaires, l¶anal\Ve des populations de 

moustiques est moins systématique. De plus, les anticorps anti-WNV sont plus répandus chez 

les oiseaux migrateurs, tandis que les USUV sont plus répandus chez les oiseaux résidents. 

L'USUV est plus fréquemment retrouvé chez les moustiques que le WNV. 

Ces récents épisodes rappellent nos lacunes dans nos connaissances sur la compétence 

vectorielle des espèces indigèneV eW enYahiVVanWeV WelleV qXe qX¶Ae. vexans, Ae. japonicus et 

d'autres espèces d'Aedes pour ZIKV, CHIKV et DENV; Anopheles plumbeus, Ae. geniculatus, 

Cs. annulata et Cx. torrentium pour USUV et WNV. À l'avenir, il conviendrait de surveiller les 

espèces autochtones qui pourraient devenir préoccupantes si leur compétence vectorielle était 

démontrée pour ces virus.   
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5.2. Détection sur les populations sauvages 

 

Les screenings effectués dans le cadre de cette thèse (97 pools regroupant 1671 individus) se 

sont tous révélés négatifs. Cependant, les faibles effectifs des lots analysés ne permettent pas 

d¶e[clXUe Xne ciUcXlaWion j baV bUXiW dX YiUXV UVXWX danV la Upgion.  

 

5.3. Résultats des infections expérimentales 

 

Les expérimentations de compétence vectorielle des moustiques autochtones du nord de la 

France pour le WNV nécessitent une expérimentation complémentaire (titrage des abdomens 

de Cx. pipiens ardennais j UefaiUe poXU YpUificaWion deV WaX[ d¶infecWion). LeV e[ppUimentations 

concernant USUV n¶onW malheXUeXVemenW paV encoUe aboXWi, dX faiW d¶Xn pUoblqme de Waille 

rencontré avec les cellules utilisées pour le titrage. Le titrage de virus nécessite une bonne 

peUmiVViYiWp deV cellXleV XWiliVpeV, ainVi qX¶Xne bonne UepUoductibilité. Malheureusement, les 

titrages préliminaires effectués sur les cellules dont nous disposons (cellules Vero CCL81) 

montrent une différence de deux logs entre le titre viral théorique et le titre retrouvé. Nous avons 

essayé de changer de cellules, mais les résultats ne sont pas constants. Afin de ne pas perdre les 

données des infections par USUV sur les populations d¶Anopheles et de Culex, nous allons 

réaliser la recherche du virus dans les différents compartiments du moustique (abdomen, thorax, 

tête et salive) par RT-PCR. Bien qXe ceWWe mpWhode ne pXiVVe noXV donneU d¶infoUmaWion VXU 

l¶infecWiYiWp dX YiUXV UeWUoXYp danV leV diffpUenWeV VWUXcWXUeV anaWomiqXeV, noXV poXUUonV WoXW 

de même évaluer sa dissémination et sa transmission par nos échantillons. Les données issues 

deV manipXlaWionV conceUnanW le WNV VonW dpWaillpeV danV l¶aUWicle 3. 
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Article 3 en préparation pour soumission à Plos Neglected Tropical Diseases : West-Nile virus 

vector competence of Northern France populations of Aedes rusticus, Anopheles plumbeus and 

Culex pipiens. 
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Abstract: West Nile virus (WNV) is a reemerging virus in mainland France where it is 

transmitted by Culex modestus and Culex pipiens mosquitoes. From its first detection in the 

Camargue region in 1964 and its return in 2000, WNV has extended its geographical 

distribution causing more and more cases in animals and humans. Although avian migratory 

routes and resting sites are present in the Grand-Est region, neither introduction nor circulation 

of WNV have ever been assessed. Whereas vector competence of Cx. pipiens populations from 

southern France is more documented, no data related to the vector competence of mosquito 

populations from northern France is available. We aim to test the hypothesis that the absence 

of vector competence of local mosquitoes could explain the absence of WNV in northern 

France. We collected populations of autochtonous mosquitoes (Aedes rusticus, Anopheles 

plumbeus and Culex pipiens) in order to assess their vector competence for WNV. Aedes 

rusticus showed transmission as soon as seven days post-infection. If Anopheles plumbeus 

showed no transmission of WNV, two Cx. pipiens populations showed contrasted results. More 

studies on autochtonous mosquitoes from northern France is requested to improve our 

knowledge on the risk of emergence of WNV in temperate regions in Europe. 
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Introduction: 

West-Nile virus (WNV) is an arbovirus belonging to the genus Flavivirus and the family 

Flaviviridae (1). It belongs to the Japanese encephalitis antigenic complex and circulates 

between birds and mosquitoes of the Culex genera. The first detection of WNV in mainland 

France occurred in 1962 in the region of Camargue, in horses presented neurological disorders. 

WNV infection was first characterized in 1964 with isolation of the virus from Culex modestus 

mosquitoes and humans, and the virus circulated in southern France from 1964 to 1965 (2, 3). 

Between 1965 and 2000, only sporadic traces of WNV have been found. In September 2000, 

two cases of WNV equine encephalitis were reported (4). From September to November, a total 

of 131 horses presenting neurologic disorder led to 76 laboratory confirmed cases of WNV. 

Phylogenetic analysis showed that the circulating viral strain was belonging to the lineage 1 

(4). WNV has since caused epidemics in southern France in 2003, 2004 and 2006 followed by 

a period of silence. In 2015, WNV re-emerged in the Camargue region, with 49 infected horses 

reported, and circulation of WNV was found in 2015, 2018 and 2019 (5). From the beginning 

of WNV circulation in mainland France, no trace of the virus was found outside of the southern 

area (Eastern Pyrenees, Herault, Gard, Vaucluse, Var, Bouches du Rhône, Alpes maritimes and 

Corsica). Vectors involved in the viral circulation appears to be Culex modestus and Culex 

pipiens, the two most abundant mosquitoes in this area during summer (6). To date, northern 

France seems to be spared from WNV circulation. North-eastern France is on a migration route 

of birds and has several biotopes that could host these birds on their journey. If Culex modestus 

has not yet been found in this area (personal communication), Culex pipiens is well established 

and becomes abundant from June to October (7). As migrating birds can import WNV in the 

area, we hereby evaluate whether the absence of circulation of WNV is due to a low or null 

vector competence of local mosquitoes. We assessed vector competence of four populations 

belonging to three mosquito species (Aedes rusticus, Anopheles plumbeus and Culex pipiens) 

captured in the field in north-eastern France for WNV lineage 1a. 

Methods: 

Ethics statement 

 



 

 108 

The Institut Pasteur animal facility has received accreditation from the French Ministry of 

Agriculture to perform experiments on live animals in compliance with the French and 

European regulations on care and protection of laboratory animals. This study was approved by 

the Institutional Animal Care and Use Committee (IACUC) at the Institut Pasteur. No specific 

permits were required for the described field studies in locations which are not protected in any 

way and did not involve endangered or protected species. 

 

1. Mosquito collection and rearing 

a. Aedes rusticus 

Immature stages of Ae. rusticus (stage IV larvae) were collected in March 2020 in the Berru 

(Marne) locality. Larvae disposed in vials were transferred to the Institut Pasteur insectaria 

where batches of 200 individuals were set in pans, fed with yeast and left at 22°C, 60% relative 

humidity (RH). Every couple of days, pupae were transferred in cages for emergence. Emerged 

adults were fed on solutions of 10% sucrose ad libitum and left in cages for 10 days. F0 was 

used for the experiment. 

b. Anopheles plumbeus 

Adults Anopheles plumbeus were captured in May 2020 in the vicinity of Beaumont-sur-Vesle 

(Marne) with mouth-capturators using the human-landing techniques. Individuals were 

transferred in cages to the Institut Pasteur insectaria at 22°C, 60% RH. F0 were allowed to feed 

on mice according to our protocol. Pans with floating foam were disposed in cages in order to 

allow engorged specimen to lay eggs. Eggs were transferred in pans and stage I to IV larvae fed 

with yeast. Every couple of days, pupae were transferred in cages for emergence. Emerged 

adults were fed on solutions of 10% sucrose ad libitum and left in cages for 10 days. The F2 

was used for the experiment. 

c. Culex pipiens 

The Cx. pipiens populations used in this study was originated from two different locations. 

First, larvae of Cx. pipiens from Machault (Ardennes) were collected in September 2018. As 

the number of individuals was too low to perform direct experiments, F0 were allowed to feed 

on mice according to our protocol. Eggs rafts were set in pans and stage I to IV larvae fed with 

cat food. Emerged adults were fed on solutions of 10% sucrose ad libitum and left in cages for 

10 days. The F3 was used for the experiment. Secondly, hivernating gravid females of Cx. 

pipiens were captured with mouth aspirators in a hivernating site in Verzy (Marne). Individuals 
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were transferred in cages to the Institut Pasteur insectaria at 22°C, 60% RH. Gravid females 

were allowed to lay eggs. Egg rafts were set in pans and stage I to IV larvae fed with cat food. 

Every couple of days, pupae were transferred in cages for emergence. Emerged adults were fed 

ad libitum on 10% sucrose solution and left in cages for 10 days. The F2 was used for the 

experiment. Details about mosquito collection site are available in Figure 1 and Table 1. 

 

Figure 1: Sampling map of mosquito populations 

Species Collection site 
Date of 

collection 

Stage of 

collection 
Generation used 

Ae. rusticus Berru 3/8/2020 Larvae F0 

An. plumbeus Beaumont/Vesle 5/26/2020 Imago F2 

Cx pipiens Machault 9/5/2018 Larvae F3 

Cx. pipiens Verzy 10/28/2019 Imago F2 

Table 1: Details of mosquito populations 

2. Mosquito preparation: 

Seven to ten days-old females were starved for 24 hours prior to experiment in the BSL3 

facility. They were maintained in a climatic chamber at 25°C, 80% RH on a 12h:12h 

photoperiod. 
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3. Virus preparation: 

After isolation and passages on Vero cells, WNV isolated from an equine case (8) was 

produced on C6/36 mosquito cells. Aliquots were stocked at -80°C for further use. 

4. Experimental infection: 

Females were exposed to an infectious blood-meal containing 1.4 mL of washed rabbit 

erythrocytes (New Zealand White rabbit, Charles River) collected the day before experiment 

and 700 ȝL of YiUal VXVpenVion VXpplemenWed ZiWh a phagoVWimXlanW (ATP) aW a final 

concentration of 5 mM. For each population, 4±6 boxes of 60 mosquitoes each were exposed 

to the WNV (strain 1a) using Hemotek© system. The titer of infectious blood-meals was 106.4 

Plaque Forming Unit/mL (PFU/mL). After the infectious blood-meal, engorged females were 

anesthetized by cold, transferred to small containers and fed with 10% sucrose in a chamber 

maintained at 25°C, 80% RH on a 12h:12h photoperiod until dissection at planned days post-

infection (dpi).  

Infection, dissemination and transmission analysis: 

For each population, batches of 20 to 24 mosquitoes were analyzed. For each dpi, Infection 

Rate (IR), Dissemination Rate (DR) and Transmission Rate (TR) were determined. Infection 

Rate is the proportion of females with infected abdomens. Dissemination Rate is the proportion 

of females in which the virus may have crossed the anatomic barrier of the midgut and is present 

in the general cavity. The Transmission Rate is the proportion of mosquitoes in which infective 

particles of virus can be found in the saliva. In order to assess these parameters, abdomen, 

WhoUa[ and head ZeUe indiYidXall\ gUoXnd in 300 ȝL of DXlbecco¶V Modified Eagle MediXm 

(DMEM) supplemented with 2% fetal bovine serum (FBS). Homogenates were centrifuged at 

10,000 g for 5 min and supernatant was stored at -80°C for further use. For salivation, 

mosquitoes were anesthetized, wings and legs removed, and the proboscis was inserted into a 

20 ȝL Wip conWaining 5 ȝL of FBS. AfWeU 20-30 min, FBS containing saliva was expelled in 0.2 

mL WXbeV conWaining 45 ȝL of DMEM for titration. 

As our mosquito populations originated from the field and were struggling with laboratory 

conditions such as depressurized atmosphere, we had to adapt our protocols to optimize the data 

collection. 

Due to extra mortalities after the infectious blood meal, Ae. rusticus population was examined 

at only 7 dpi. Anopheles plumbeus population was analyzed at 7, 14 and 20 dpi. Culex pipiens 

originated from the Ardennes and Marne were analyzed at 10 and 14 dpi and 7 and 14 dpi 

respectively. 
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Virus titration:  

Samples were titrated by the plaque forming unit method (PFU). Shortly, tenth-fold dilutions 

were distributed on six wells plates containing monolayers of Vero cells (CCL81) with several. 

The plates were incubated five days at 37°C, then the inoculum was removed, and the cells 

were fixed and stained using a safranine solution (0.5% in 10% formaldehyde and 10% ethanol). 

After washing, we looked for the presence of cytopathic effect. 

Results: 

a) Aedes rusticus 

The feeding rate for Ae. rusticus was 47%. At 7 dpi, 30 females were analyzed for IR, DR and 

TR. Fifty percent of the mosquitoes (N=15) showed infected abdomens (IR=50%). On these 

infected specimens, four individuals showed viral dissemination (DR=13%). Virus was 

detected in the saliva of two individuals (TR=7%), showing effective transmission of WNV at 

7 dpi. Data for IR, DR and TR are summarized in Figure 2. 

 

Figure 2: Infection Rate, Dissemination Rate and Transmission rate of WNV for Aedes 

rusticus at 7 dpi. 

b) Anopheles plumbeus 

Anopheles plumbeus showed a feeding rate of 79%. At 7 dpi, 21 females were analyzed versus 

22 at 14 dpi and 17 at 20 dpi. Infection and Dissemination Rates were higher at 14 dpi than at 

7 or 20 dpi (33% and 18% respectively). No transmission was observed for this species (Figure 

3). 
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Figure 3: Infection Rate, Dissemination Rate and Transmission rate of WNV for An. 

plumbeus at 7, 14 and 20 dpi. 

c) Culex pipiens 

A total of 64 individuals were analyzed in the Culex pipiens population from Ardennes. At 10 

dpi, 19% of the mosquitoes were infected and capable of viral dissemination and 24% at 14 dpi. 

At 10 dpi, one saliva were infectious versus two salivas at 14 dpi (Figure 4).  

 

Figure 4 : Infection Rate, Dissemination Rate and Transmission rate of WNV for Cx. pipiens 

from Ardennes at 10 and 14 dpi. 

For the Cx. Pipiens mosquitoes originating from Marne, 14 females were analyzed at 7 dpi 

and 26 at 14 dpi. None of the specimens dissected at 7 dpi showed signs of infection. At 14 

dpi, only two females were found infected, but no dissemination was found. 
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Discussion: 

We assessed vector competence for four autochtonous populations and three species of north-

eastern France (Ae. rusticus, An. plumbeus and Cx. pipiens).  

Aedes rusticus is ubiquitous in northern France and is actually present in 8 countries of western 

Europe (9). This species is present from April to August and is a nuisance in forested areas as 

it is active all day in the shades. It is opportunistic, and can feed on man, mammals and birds 

(7). In our experiment, this species shows viral transmission as soon as 7 dpi indicating that the 

extrinsic incubation period (EIP) seems to be very short for this mosquito. In natural conditions, 

the poor vector competence of this species (TR 7%) could be compensated by the abundance 

of mosquitoes during the season and its opportunistic feeding behavior. Furthermore, the 

biotope of Ae. rusticus consists in forested areas and is in direct contact with bird populations 

of resting sites from the Grand-Est region (personal observation). The introduction of WNV via 

its reservoir in those areas could lead to the carriage of this virus by Ae. rusticus, and can cause 

local outbreaks which can be undetected. Due to its feeding behavior and vector competence, 

it could be considered as a neglected bridge species for the transmission of WNV. Ae. rusticus 

is the fourth Aedes species of north-eastern Europe competent to WNV (Ae. caspius, Ae. 

detritus and Ae. japonicus)(10-12). Concerning field data, we found no evidence of field-

captured infected individuals in the literature (9). 

Anopheles plumbeus is present in northern Europe where it was a local vector for the 

transmission of malaria (13). It is present from late spring to the end of September, and females 

are persistent biters feeding mostly on mammals (14). This species has been tested as competent 

for the transmission of WNV in Vermeil in 1960 (15). As knowledge on WNV lineages was 

quite limited in the 1960s, the identity of WNV lineage used was unclear but several data lean 

for a WNV strain of lineage 2 collected in Uganda (16). We found contradictory results; An. 

plumbeus was not competent for WNV1. More knowledge is required to determine the status 

of An. plumbeus. If competent, the risk for WNV to reach the norther regions of France is real 

(5). Screenings performed on An. plumbeus in Germany in 2007-2008 showed no evidence of 

WNV infected specimens (17). 

Culex pipiens populations used in this work were collected in two different environments. Culex 

pipiens from Ardennes was collected in a rural area, at proximity of human habitations and 

domestic animals. The population from Marne was collected in a sylvatic environment often 
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visited by hikers. To our knowledge, no nuisance from this species in both sites, was reported. 

This is the first experiment using Culex populations from northern France beside mosquitoes 

from southern France where more data are available (12, 18). Populations from west-European 

countries (Germany, The Netherlands, Switzerland, United-Kingdom) were found 

experimentally capable to transmit WNV (19-22). Furthermore, circulation of WNV in 

Germany has been reported in 2018 (23). We found variable levels of competence of these 

populations for WNV (TR of 5%-6% for Cx. pipiens from Ardennes and 0% Cx. pipiens from 

Marne) highlighting the need for further investigations. As the capture sites are only 40 km 

apart, we suggest that WNV transmission depends on the mosquito population. Therefore, a 

finer sampling of Culex populations will help us in defining the risk of emergence of WNV in 

regions beyond Southern France where WNV is more actively detected. 
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RpVXmp de l¶aUWicle N�3 : 

 

Introduction : Le virus du Nil occidental (WNV) est un arbovirus appartenant au genre 

Flavivirus et à la famille des Flaviviridae. Il appartient au complexe antigénique de 

l'encéphalite japonaise et circule entre les oiseaux et les moustiques du genre Culex. La 

première apparition du WNV en France métropolitaine a eu lieu en 1962 dans la région de 

Camargue, lorsque les chevaux présentaient des troubles neurologiques. Cependant, l'infection 

par le VNO a été caractérisée pour la première fois en 1964 par l'isolement du virus des 

moustiques Culex modestus et des humains, et le WNV a circulé dans le sud de la France de 

1964 à 1965. Entre 1965 et 2000, seules des traces sporadiques du WNV ont été trouvées. En 

septembre 2000, deux cas d'encéphalite équine à WNV ont été signalés. De septembre à 

novembre, un total de 131 chevaux présentant un trouble neurologique a conduit à 76 cas 

confirmés de WNV en laboratoire. L'analyse phylogénétique a montré que la souche virale 

circulante appartenait à la lignée 1. Le WNV a depuis provoqué des épidémies dans le sud de 

la France en 2003, 2004 et 2006 avant d'entrer en pause. En 2015, le WNV est réapparu en 

Camargue, avec l'infection de 49 chevaux. Une circulation a été observée en 2015, 2018 et 

2019. Dès le début de la circulation du virus en France métropolitaine, aucune trace de lui n'a 

été retrouvée en dehors de la zone sud (Pyrénées-Orientales, Hérault, Gard, Vaucluse, Var, 

Bouches du Rhône, Alpes maritimes et Corse). Les vecteurs impliqués dans la circulation virale 

semblent être Culex modestus et Culex pipiens, les deux moustiques les plus abondants dans 

cette zone pendant l'été. À ce jour, le nord de la France semble épargné par la circulation du 

WNV. Cependant, son émergence à des latitudes équivalentes aux nôtres comme en Allemagne 

en 2018 peut nous alerter sur le fait qu'une émergence du WNV pourrait être possible dans le 

nord de la France. Le nord-est de la France est sur une route de migration des oiseaux et dispose 

de plusieurs biotopes qui pourraient accueillir ces oiseaux lors de leur migration. Si nous 

n¶aYonV peUVonnellement n'a pas encore trouvé Culex modestus dans cette zone, Culex pipiens 

est bien implanté et apparaît abondant de juin à octobre. Comme les oiseaux migrateurs peuvent 

importer le virus dans la zone, nous avons voulu tester l'hypothèse selon laquelle l'absence 

d¶pmeUgence YiUale eVW dXe j Xn manqXe de comppWence YecWoUielle deV moXVWiqXeV locaX[. 

Nous avons évalué la compétence des vecteurs pour trois espèces de moustiques (Aedes 

rusticus, Anopheles plumbeus et Culex pipiens) capturées sur le terrain dans le nord-est de la 

France pour la lignée 1 du WNV. 
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Résultats : À 7 jours post-infecWion, 30 femelleV d¶Aedes rusticus ont été analysées pour la 

meVXUe deV WaX[ d¶infecWion, de diVVpminaWion eW de WUanVmiVVion. CinqXanWe poXU cenW deV 

moustiques (N = 15) présentaient des abdomens infectés (IR = 50%). Sur ces spécimens 

infectés, quatre individus ont montré une dissémination (DR = 13%). Des effets cytopathogènes 

ont été observées dans la salive de deux individus (TR = 7%), montrant une transmission 

efficace du WNV à 7 jours post-infection.  

Anopheles plumbeus a montré un taux de gorgement de 79%. À 7 jours post-infection, 21 

femelles ont été analysées contre 22 à 14 jours et 17 à 20 jours post-infection. Les taux 

d'infection et de dissémination étaient plus élevés à 14 jours qu'à 7 ou 20 jours post-infection 

(33% et 18% respectivement). Aucune transmission n'a été observée pour cette espèce.  

Au total, 64 individus ont été analysés dans la population de Culex pipiens originaire des 

Ardennes. À 10 jours post-infection, 19% des moustiques ont montré des signes d'infection et 

de dissémination, 24% à 14 jours. À 10 jours post-infection, une salive a provoqué un effet 

cytopathique sur les cellules Vero, et deux salives à 14 jours post-infection. 

Pour le Cx. pipiens originaires de la Marne, 14 femelles ont été analysées à 7 jours post-

infection et 26 à 14 jours. Aucun des échantillons analysés à 7 jours n'a montré de signes 

d'infection. À 14 jours, seules deux femelles ont été trouvées infectées, mais aucune 

dissémination n'a été trouvée. 

Discussion : Nous avons évalué la compétence vectorielle pour quatre populations de trois 

espèces de populations de moustiques autochtones du nord-est de la France (Ae. rusticus, An. 

plumbeus et Cx. pipiens). 

Aedes rusticus est omniprésent dans le nord de la France et est actuellement présent dans 8 pays 

d'Europe occidentale. Cette espèce est présente d'avril à août et est une nuisance dans les zones 

boisées car elle est active toute la journée. Elle est opportuniste et peut piquer homme, 

mammifères et oiseaux. Dans nos expérimentations, cette espèce montre des signes de 

transmission virale dès 7 jours après infection. Bien que les titres viraux dans la salive ne soient 

pas élevés, la période d'incubation extrinsèque semble très courte pour ce moustique. Dans des 

conditions naturelles, la faible compétence vectorielle de cette espèce pourrait être compensée 

par l'abondance des moustiques pendant la saison et son mode d'alimentation qui s'est révélé 

très opportuniste. De plus, le biotope d'Ae. rusticus est constitué de zones boisées et est en 

contact direct avec les populations d'oiseaux des aires de repos de la région Grand-Est 

(observation personnelle). L'introduction du WNV via son réservoir dans ces zones pourrait 



 

 119 

entraîner le portage de ce virus par les populations d'Ae. rusticus, et peut provoquer des 

épidémies locales qui pourraient ne pas être détectées. En raison de son comportement 

alimentaire et de sa compétence vectorielle, cette espèce pourrait être considérée comme une 

« bridge species » pour la transmission du WNV. Il s'agit de la quatrième occurrence de 

compétence vectorielle pour le WNV par les espèces du genre Aedes du nord-est de l'Europe 

avec Ae. caspius, Ae. detritus et Ae. japonicus. 

Anopheles plumbeus est présent dans le nord de l'Europe où il était un vecteur local de 

transmission du paludisme. Il est présent de la fin du printemps à la fin septembre, et les 

femelles sont des piqueuses persistantes qui se gorgent principalement sur mammifères. Cette 

espèce a été testée comme compétente pour la transmission du WNV par Vermeil en 1960. 

Comme dans les années 60, une faible connaissance des lignées de WNV était disponible, nous 

ne pouvons pas être sûrs de la lignée utilisée dans cette expérience. Comme décrit dans l'article, 

la souche virale a été obtenue auprès du Dr Haddow. Une recherche documentaire dans le 

«Bulletin de la Société de Pathologie Exotique» montre que le Dr Haddow était en poste en 

Ouganda à l'époque, et nous supposons que la souche virale provenait de là. D'autres articles de 

ce journal montrent plus de détails sur la souche virale (par exemple, le nombre de passages sur 

des souris). Sur la base de ces éléments, on peut s'attendre à ce que la souche virale appartienne 

à la lignée 2. Comme il s'agit du seul aUWicle diVponible VXU la comppWence YecWoUielle d¶An. 

plumbeus pour le WNV, il est cité dans les travaux de préparation où le risque d'émergence du 

WNV est évalué. L'absence de compétence vectorielle pour An. plumbeus pour WNV1 dans 

notre expérience ne peut infirmer les conclusions de Vermeil. Si la comppWence d¶An. plumbeus 

pour WNV2 était avérée, cela deviendrait une préoccupation certaine car cette lignée a été 

retrouvée en circulation en France métropolitaine en 2018. En effet, avant 2018, les émergences 

du WNV en France métropolitaine ont toutes été imputées à la lignée 1. 

Les populations de Culex pipiens utilisées dans ce travail ont été collectées dans deux 

environnements différents. Les Culex pipiens des Ardennes ont été collectés dans une zone 

rurale, avec une présence humaine et animale concomitante. La population de la Marne a été 

collectée en milieu selvatique avec occasionnellement des activités humaines telles que la 

randonnée. Dans les deux sites, aucune nuisance due à cette espèce n'a été signalée à notre 

connaissance. Ces deux populations ont des compétences vectorielles différentes pour le WNV, 

avec une compétence limitée pour la population ardennaise et absente pour la population 

marnaise. La compétence variable de ces populations pour la transmission du WNV nous 

montre la nécessité de poursuivre les recherches sur cette espèce dans le nord de la France. Les 
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sites de capture étant distants de seulement 40 km, nous constatons ici que la transmission du 

WNV est très dépendante de la population de moustiques. Par conséquent, les expériences de 

compétence vectorielle réalisées sur des populations provenant de sites éloignés doivent être 

prises en compte mais leXUV UpVXlWaWV ne VonW paV e[WUapolableV j l¶enVemble deV popXlaWionV. 

  



 

 121 

Discussion et perspectives  

 

Le travail présenté dans ce manuscrit est un travail préliminaire. En effet, LO V¶LPbULTXH GaQV 

XQH G\QaPLTXH G¶acTXLVLWLRQ GH cRQQaLVVaQcHV cRQcHUQaQW XQH ]RQH SHX pWXGLpH GX SRLQW GH 

vue de la transmission de virus par les moustiques, à savoir la région Grand-Est. Cette région 

peut sembler a priori GH IaLbOH LQWpUrW SRXU O¶pWXGH GHV cRPSpWHQcHV YHcWRULHOOHV. EOOH Q¶HVW SaV 

cRQcHUQpH SaU Oa cLUcXOaWLRQ G¶aUbRYLURVHV WHOOH TXH Oa GHQJXH RX OH cKLNXQJXQ\a, cRQWUaLUHPHQW 

au sud de la France où des cas de transmission autochtones pour ces deux virus ont déjà été 

rapportés. Elle semble exempte de circulation pour le West-NLOH, GX IaLW TX¶aXcXQ LVROHPHQW 

Q¶a pWp HIIHcWXp QL cKH] O¶HRPPH, QL cKH] O¶aQLPaO HW QL cKH] GH SRWHQWLHOV YHcWHXUV. PRXU cHV 

pathogènes, leur émergence semble étroitement corrélée au climat méditerranéen. Cependant, 

la circulation au cours de ces six dernières années du virus Usutu a suscité dans la communauté 

HQWRPRORJLTXH XQ UHJaLQ G¶LQWpUrW SRXU Oa FUaQcH VHSWHQWULRQaOH. CH Yirus, qui a émergé en 

EXURSH GaQV OH GpbXW GHV aQQpHV 2000, V¶HVW UpSaQGX VXU GHV WHUULWRLUHV R� OHV VXUYHLOOaQcHV 

entomologiques semblaient peu justifiées. Son expansion foudroyante de 2018 est encore 

LQH[SOLTXpH. SL O¶RQ QH SHXW SRXU O¶LQVWaQW SaV aSSUpKender ce virus dans la totalité de ses 

composantes épidémiologiques (réservoirs incriminés, mode de dispersion), le préalable pour 

identifier son vecteur esW G¶LQYHQWRULHU OHV HVSqcHV SUpVHQWHV GaQV Oa ]RQH. NRXV aYRQV GaQV Oa 

limite de nos possibilités apporté XQH cRQWULbXWLRQ j O¶LQYHQWaLUH HQWRPRORJLTXH GH Oa UpJLRQ. 

NRXV aYRQV SX RbVHUYHU O¶H[SaQVLRQ JpRJUaSKLTXH G¶HVSqcHV MXVTX¶aORUV SHX UHcHQVpHV GaQV Oa 

région (Anopheles plumbeus, Culex hortensis) ayant certes des intérêts épidémiologiques 

variable pour les virus West-Nile et Usutu. Une fois identifiées les espèces en présence, nous 

avons choisi sur la base de la littérature ainsi que sur notre curiosité de terrain de tester la 

cRPSpWHQcH YHcWRULHOOH G¶HVSqcHV SHX pWXGLpHV (Aedes rusticus, Anopheles plumbeus). Ces 

H[SpULHQcHV RQW GpPRQWUp XQH SRVVLbOH cRPSpWHQcH YHcWRULHOOH G¶Ae. rusticus, espèce ubiquiste 

HQ EXURSH GH O¶OXHVW, cRQVLGpUpH cHUWHV cRPPH XQH QXLVaQcH PaLV MaPaLV pYRTXpH cRPPH 

possible vecteur. En revisitant 60 ans après les premières expérimentations de la compétence 

G¶Anopheles plumbeus, nous voyons des différences de compétences possiblement dues aux 

caractéristiques des différentes souches virales employées, mais aussi possiblement dues aux 

GLIIpUHQcHV HQWUH OHV SRSXOaWLRQV G¶XQH PrPH Hspèce. 

CHV GRQQpHV SUpOLPLQaLUHV GRLYHQW G¶rWUH aSSURIRQGLHV. EQ PXOWLSOLaQW OHV SRSXOaWLRQV GH 

moustiques de différentes origines, en diversifiant les lignées virales avec lesquelles nous les 
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infectons, notre connaissance des cycles épidémiologiques possibles dans notre région se 

verront dévoilés peu à peu.  

C¶HVW O¶RbMHcWLI GX SURMHW a\aQW GpbXWp HQ VHSWHPbUH GHUQLHU. CH SURMHW, MRVTXLTZR, ILQaQcp 

SaU O¶ANSES aX VHLQ G¶XQ aSSHO G¶RIIUH JpQpULTXH, a SRXU bXW G¶pYaOXHU Oa cLUcXOaWLRQ QaWXUHOOH 

ainsi que les compétences vectorielles de moustiques de la région (Anopheles plumbeus, Culex 

pipiens, Culiseta annulata) pour les virus West-Nile et Usutu. Ce projet de trois ans permettra 

GH VXUYHLOOHU HW G¶pYaOXHU Oa cLUcXOaWLRQ aYpUpH RX K\SRWKpWLTXH GH cHV GHX[ YLUus dans la région. 

Les outils utilisés seront les mêmes que ceux employés ici et avec des partenaires permettant 

QRWaPPHQW G¶aSSURIRQGLU HW GH GLYHUVLILHU OHV caSWXUHV VXU OH WHUUaLQ. LHV WHcKQLTXHV GH 

screenings par RT-PCR ainsi que les infections expérimentales restent des outils indispensables 

pour ce travail. AXVVL Oa SRUWabLOLWp accUXH G¶aSSaUHLOOaJHV SHUPHWWaQW GH IaLUH GX NH[W 

Generation Sequencing pourraient permettre de transposer cette technique de la paillasse au 

WHUUaLQ, HVW G¶aXJPHQWHU Oa UpacWivité en cas de détection virale. 

EQ EQWRPRORJLH cRPPH HQ ESLGpPLRORJLH, TRXW cRPPHQcH VXU O¶RbVHUYaWLRQ GX WHUUaLQ. NRWUH 

VRXKaLW HVW TXH cH SURMHW SHUPHWWUa G¶RbWHQLU GHV pOpPHQWV cRPSOpPHQWaLUHV VXU OH SRWHQWLHO RX 

non de la circulation des virus West-Nile et Usutu dans le Grand-Est. 
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Conclusion 

 

Les travaux d'inventaire menés dans le cadre de cette thèse ont permis de compléter les données 

de présence pour les moustiques de la région grand-est. En effet, une cartographie des espèces 

présentes dans la région permet dans le cadre d'un changement global d'être plus réactif dans le 

cadre d'une émergence éventuelle de virus zoonotiques. 

Même si les travaux de screening n'ont pas permis de mettre en évidence la circulation 

silencieuse des virus WNV et USUV, nous ne pouvons exclure leur circulation au sein des 

moustiques autochtones. S'il semble peu probable que le virus West Nile circule à bas bruit, il 

n'en est pas de même pour le virus Usutu dont les caractéristiques épidémiologiques semblent 

très différentes de celle de West Nile, pourtant deux virus phylogénétiquement très proche du 

virus de l'encéphalite japonaise. Les vecteurs de ces deux virus sont présents et abondants au 

sein de notre zone d'étude, et les expérimentations d'infection menées sur ces populations de 

vecteurs ont permis de mettre à jour la compétence vectorielle de Culex eW d¶Aedes autochtones 

de notre région.   

En ce qui concerne Anopheles plumbeus, les données obtenues au cours de ce travail peuvent 

sembler rassurantes. Cette espèce a été décrite comme compétente pour transmettre le virus 

West Nile au sein d'expérimentations menées dans les années 1960 (106). Or, ces 

expérimentations ne précisaient pas quelle lignée virale a été utilisée. Les expérimentations que 

nous avons menées ont été effectués avec la lignée 1a du virus, isolé lors d'un épisode de 

circulation virale en Camargue en 2000 (92). Il semblerait que la souche virale utilisée dans les 

expérimentations de Vermeil appartienne à la lignée 2, d¶oUigine afUicaine. Cette notion de 

comppWence YecWoUielle d¶An. plumbeus a été considérée comme la possibilité de circulation du 

virus West Nile dans les pays septentrionaux tels que la Grande-Bretagne. Aussi nous pouvons 

émettre l'hypothèse d'une éventuelle compétence vectorielle de cette espèce pour la lignée 2 

d¶apUqV leV infoUmaWionV iVVXeV de la liWWpUaWXUe. Si cette espèce ne peut pas transmettre de virus 

de la lignée 1, Uien ne confiUme l¶abVence de Va comppWence YiV j YiV de ce virus sensu lato du 

faiW ceV deUniqUeV annpeV de l¶appaUiWion d¶une introgression de la lignée 2 du virus West Nile en 

France métropolitaine où historiquement ne circulait que la lignée 1. En raison de ses préférences 

trophiques et de son changement d'habitat vers des zones de plus en plus anthropisées, 

Anopheles plumbeus est une espèce qui mpUiWeUaiW d¶rWUe étroitement surveillée. Des expériences 
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complémentaires doivent être menées afin de d¶affiUmeU oX d¶infiUmeU sa compétence 

vectorielle vis-à-vis de la lignée 2 du virus West Nile.  

C'est à notre connaissance la première mise en évidence de la compétence vectorielle 

d¶Aedes rusticus pour WNV. Cette compétence peut être un facteur majeur dans la circulation 

du virus en raison des caractéristiques de cette espèce : abondance dans la région, tendance 

majoritairement forestière et son caractère hautement anthropophile. C'est une espèce 

opportuniste qui peut se gorger aussi bien sur les mammifères que les oiseaux, et donc peut 

servir de WUaiW d¶Xnion entre les réservoirs aviaires et les populations humaines. Si sa compétence 

est faible vis à vis du virus, elle peut être contrebalancée par les gros effectifs présents au cours 

de la saison. Elle ne pique pas directement les réservoirs connus du WNV mais son 

comportement et sa faible sélectivité d'hôte au niveau du repas sanguin peuvent faire de cette 

espèce un vecteur secondaire du virus.  Le fait majeur à retenir de la compétence vectorielle de 

cette espèce pour ce virus est sa faible période d'incubation extrinsèque qui réduit la période à 

7 jours post infection. Le faible effectif de moustiques utilisé dans notre étude et la difficulté 

de maintenir ces populations en élevage au sein du laboratoire P3 nous incitent à reconduire des 

travaux sur cette espèce en espérant de disposer d¶effectifs suffisants pour conduire une 

cinpWiqXe d¶infecWion VXU ceWWe eVpqce et tester la compétence vectorielle de cette espèce vis-à-

vis d'autres lignées du virus West Nile.   

Une VXUYeillance deV popXlaWionV d¶Ae. rusticus aux confins du lac du Der-Chantecoq, spot de 

paVVage d¶Xn gUand nombUe d¶oiVeaX[ migUaWeXUV, Ya Ve jXVWifieU danV Xn fXWXU pUoche VXiWe aX[ 

possibilités d'introduction répétée de souches de virus West Nile sur le territoire métropolitain..    

Concernant les compétences vectorielles des populations de Culex testées dans notre thèse, elles 

laissent apparaître une réceptivité variable des différentes populations au sein de la région 

Grand-Est. Cependant ces populations sont très présentes au cours des saisons estivales et, à 

notre connaissance, aucune opération de régulation n'est effectuée pour lutter contre leur 

nuisance. En effet nous sommes dans une région ne nécessitant pas la mise en place d'opérations 

systématiques de démoustication du fait de l'absence supposée d'espèces invasives vectrices de 

virus anthroponotiques. Concernant l'éducation des populations qui représente le premier axe 

de lutte anti vectorielle, ce volet mériterait à être amplifié en région Grand-Est.  
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Highlights 

� We isolated mermithids from three French Aedes species 

� It is the second report of mermithids from French mosquitoes 

� They could belong to the same species than that isolated from African Anopheles 

Abstract  

We report from Northern France the infection of 12 mosquito females belonging to the species 
Aedes cantans, Ae. communis and Ae. rusticus by mermithids closely related to specimens 
previously isolated from Senegalese Anopheles gambiae. The sequencing of partial 18S rDNA 
shows a 100% sequence homology for all the processed specimens. However, it does not 
provide a reliable identification of the worms due to the dearth of available data in Genbank. 
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These specimens are closely related to Strelkovimermis spiculata but it could belong to other 
genera never sequenced in the past i.e. Empidomermis, the only mermithid recorded from 
mosquitoes in France 

Graphical abstract 

 

Keywords 

mermithids, mosquito, Aedes.  

1. Introduction 

Mermithids nematodes are obligate endoparasites of Arthropoda, especially insects. Mermithids 
are considered to be host specific, usually at the host-species or to the family-species level 
(Poinar, 1979). The species parasitizing mosquitoes have probably be the most studied one, 
taking into account they can be used as biological agents able to control the host populations 
(Platzer, 1981; Paily et al., 2013; Abagli et al., 2019; di Battista et al., 2020).  

In France, there is a lack of data related to the presence of mosquito mermithids, except the 
description of a new species from Aedes detritus in South of France (Doucet et al., 1979). 

During a program related to mosquito arbovirus, mosquitoes were sampled in Northern France. 
We reported Mermithids in different mosquito species analyzed by sequencing of a part of their 
18 S ribosomal DNA. 

2. Material and Methods 

2.1. Material 

In an epidemiological program focusing on mosquito arbovirus, mosquito larvae were sampled 
in 2019 in two selected localities from North-Eastern France: Berru on April, 1st (49.267533 N 
4.133583 E) and in the vicinity of the Der-Chantecoq lake on April 16th (48.576553 N 4.692353 
E). 

Water puddles located in sylvatic environments were sampled by hand and the collected larvae 
were placed in jars containing water from the source, then immediately transported to the 
laboratory where larvae were placed in two labelled cages waiting the emergence of the adults. 
Each population was then monitored daily in the laboratory. 

 

2.2. Methods 

2.2.1. Mosquitoes processing 
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Mosquitoes were anesthetized by cold, morphologically identified at the species level using 
MosKeyTool taxonomic key (Gunay & Robert, 2017).  

Legs were used for molecular identification. DNA was extracted with the DNeasy Blood and 
TiVVXe e[WUacWion kiW (Qiagen, GeUman\) folloZing Whe manXfacWXUeU¶V inVWUXcWion. Pol\meUaVe 
Chain Reaction performed on a 648 bp fragment of the COI gene thanks to the primers LEPF1 
(5¶-TTTCTACAAATCATAAAGATATTGG-3¶) and LEPR1 (5¶- 
TAAACTTCTGGATGTCCAAAAAATCA-3¶) accoUding Wo Whe e[peUimenWal condiWionV 
proposed by Hebert et al. (2004). 

2.2.2. Mermithids processing 

The anterior and posterior parts of each worm were cut off and cleared in Amman lactophenol 
between slide and cover slide. These specimens are available upon request to the authors. 
Pictures were taken using the Stream Essentials software version 1.7 and a DP-26 video camera 
connected to a SZX10 stereomicroscope (Olympus, Japan). 

Genomic DNA was extracted from the middle part of the worm.  The molecular identification 
of Mermithids was obtained by amplification and sequencing of partial 18S rDNA thanks to 
c\cleV and pUimeUV MeUm foUZaUd 5¶-CAAGGACGAAAGTTAGAGGTTC-3¶ and MeUm 
UeYeUVe 5¶-GGAAACCTTGTTACGACTTTTA-3¶ pUopoVed b\ Kob\linVki eW al (2012). 

In order to amplify COI mtDNA, we also tried to use several couples of primers obtained in the 
literature (St Onge et al., 2008) or designed by alignment of sequences from other mermithids 
obtained from GenBank and making consensus primers. The forward primers were  

5¶-ARAACAAAATGAAAGTG-3¶;  

5¶-AGTTAATAACATAGTAATAGC-3¶;  

5¶-ACKACAAARTAKGTRTCATG-3¶.  

The reverse primers selected were  

5¶-ATTYTWCCTGYBTTTGG-3¶;  

5¶-CCTGARGTWTAYRTWYTAATT-3¶;  

5¶-ATAATTTTTTTTATRGTTATACC-3¶. 

All these primers were combined and tested at hybridization temperatures ranging from 40°C 
to 55°C.  

2.2.3. Molecular analysis 

Amplicons were sequenced through Sanger technology (Genewiz, Germany). One the one 
hand, sequences were compared to existing GenBanK sequences with the BLAST algorithm 
(Altschul et al, 1990) and identification was considered accurate above 99% of similarity. 

On the other hand, sequences were edited and aligned using the software Muscle (Edgar, 2004). 
The GTR+G model of molecular evolution was determined with ModelTest-NG (Darriba et al., 
2020) and the phylogenetic tree was constructed using Maximum Likelihood (ML) method 
thanks to MEGA7 (Kumar et al., 2016).  
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3. Results 

3.1 Mosquitoes 

The population of mosquito larvae caught in Berru included 45 females (12 Aedes cantans, one 
Ae. communis and 32 Ae. rusticus) whereas the population of Der-Chantecoq lake included 55 
Ae. rusticus females. 

In the first population, six females were infected by Mermithids: five Ae. cantans and one Ae. 

communis representing a global prevalence of 13.33%. 

In the second population, six females were infected by Mermithids (figure 1) for a prevalence 
of 10.9%. 

The identification of the infected mosquitoes was done according to morphological characters 
as well as by showing more than 99% of similarity with the reference sequences (MT001361, 
MT0013359 and MT731111 for Ae. cantans; MT149960 for Ae. communis; MK403533 for Ae. 
rusticus). 

Sequences of mosquitoes sequenced in the present study are available in Genbank under 
accession numbers XXXXXX to XXXXXX. 

 

 

3.2 Mermithids 

The observation of the parasite larval stages emphasized a posterior part with a straight spur 
(figure 1). 

We analyzed an alignment of 750 bp of partial 18S rDNA sequences and compared with 
homologous sequences available in Genbank. The sequences we obtained from the Mermithids 
isolated from the 12 infected females are all similar (100% homology: no variability observed). 
They are available in Genbank under accession numbers XXXXXX to XXXXXX. 

The BLAST analyze shows the closest sequence is that of a Mermithid isolated from some 
Anopheles gambiae from Senegal (99.21% homology with sequence KC243312) followed by 
several sequences of Strelkovimermis spiculatus  (95.67% homology). 

THE ML tree obtained is shown on figure 2. 

The DNA amplifications carried out on COI were unfortunately all unsuccesfull. 

 

 

4. Discussion and Conclusion 

A reliable morphological identification of Mermithids has to be performed on adults, which 
constitutes a free stage of these parasites. Unfortunately, in the present study, we were not able 
to observe such stages and consequently, a reliable identification cannot be performed on the 
stages we observed.  According to Nickle (1972), the parasites we observed could belong to 
several genera. 
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According to 18S rDNA sequences, our specimens are very closely to specimens isolated from 
Senegalese mosquitoes malaria vectors Anopheles gambiae (Kobylinski et al., 2012) which 
remained unidentified according to i) the difficult identification of parasites stages using 
morphological characters and ii) to the lack of matching with other sequences available in 
GenBank. 

The specimens we processed in the present study exhibit 6 mutations versus these Senegalese 
mermithids (GenBank accession number KJ636371), meaning they are 99.21% homologous. 
Taking into account that 18S rDNA is a highly conserved molecular marker, we can conclude 
that the mermithids isolated from several Aedes French species could belong to the same 
species but we cannot yet conclude they belong to the same species than those isolated from 
African Anopheles. Unfortunately, our assays to amplify COI mtDNA all failed, despite several 
repeats. Finally, we conclude they could belong to the same species or to a very closely related 
one. There are no Empidomermis, Culicimermis, Hydromermis, or Perutilimermis 18 S rDNA 
entries in GenBank, therefore the exact identification remains impossible. 

To date, no field record of any Strelkovimermis species has occurred in France. To our 
knowledge, the only available report of a mermithid nematode from French mosquitoes is 
related to the original description of Empidomermis riouxi from Aedes detritus in South of 
France (Doucet et al., 1979). We cannot exclude, based on our results, that the specimens 
processed in the present study could belong to this species. 

The dearth of available data prohibits positive identification of the parasites we processed as 
previously encountered for mermithid parasitism of bees (Tripodi & Strange, 2018). However, 
taking into account the importance of these nematodes in the biocontrol of mosquitoes, our 
work will inform future investigations on the mermithids  
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Figure 1: maximum-likelihood tree based on partial 18S rDNA sequences available in Genbank 
including the sequence of mermithids processed in the present study (in red). 
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Figure 2: Aedes rusticus parasitized by a Mermithid (A) and microphotographies of mermithids 
specimens at parasite stages isolated from Ae. rusticus. B, E: head, C, F: tail showing details, 
exhibiting a spur, D: vagina.  
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Annexes  

 

Annexe 1 : Gîtes de captures 
 

Référence 

gîte 

Lieux de 

capture 
Détail Type de gîte 

Adultes 

(A) ou 

Larves 

(L) 

Latitude Longitude 
Type de 

milieu 

1 Oeting Lotissement Egout A L 49.168360 49.168360 Urbain 

2 Reims 

Bâche 
Collection 

d'eau 
L 49.253724 4.019492 Urbain 

Parking Bouche égout L 49.242256 4.066819 Urbain 

Fontaine 

parc 
Fontaine L 49.238567 4.053500 Urbain 

Bassin par 

public 

Bassin 

permanent avec 

brassage 

L 49.253039 4.020678 Urbain 

3 
St Brice 

Courcelles 

Jardin en 

ville 

Capture sur 

humain 
A L 49.258149 3.989406 Urbain 

Pièges pondoir L 49.258149 3.989406 Urbain 

4 
Boult aux 

Bois 

Jardin 

campagne 

Mare 

permanente 
L 49.430243 4.838670 Rural 

Cave Cave habitation A 49.430297 4.838619 Intérieur 

5 Machault 
Jardin 

campagne 

Cuve de 

récupération 

d'eau de pluie 

avec matières 

organiques 

A L 49.354776 4.497298 Rural 

6 Amnéville 
Forêt 

proche parc 

Mare 

temporaire 
L 49.244551 6.141867 Selvatique 

7 
Beaumont 

sur Vesle 

Sous-bois 
Proche jardins 

municipaux 
A 49.173953 4.193291 Selvatique 

Jardin 

municipal 

Cuve de 

récupération 

d'eau de pluie 

L 49.173299 4.193755 Rural 
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avec matières 

organiques 

Sous-bois 
Mare 

temporaire 
L 49.174251 4.192989 Selvatique 

8 Berru 

Forêt bas 
Mare 

temporaire 
A L 49.267533 4.133583 Selvatique 

Forêt haut 
Mare 

temporaire 
A L 49.262167 4.142623 Selvatique 

9 
Boult aux 

Bois 
Forêt 

Mare 

temporaire 
A L 49.423165 4.835998 Selvatique 

10 
Chalons sur 

Vesle 
Sous-bois Sous-bois sec A 49.288435 3.924521 Selvatique 

11 Courlandon 
Sous-bois Trou d'arbre L 49.322405 3.737927 Selvatique 

Sous-bois Ornière L 49.322335 3.737605 Selvatique 

12 Germaine Forêt Ornière L 49.111577 4.030096 Selvatique 

13 Lac du Der 

Forêt Marais A L 48.576553 4.692353 Selvatique 

Forêt 
Mare 

temporaire 
A L 48.574945 4.696332 Selvatique 

Etang Mares A L   Selvatique 

14 
Saint 

Léonard 

Sous-bois 

entrée 

Bidon de 

récupération 

d¶eaX de pluie 

sans matières 

organiques 

A L 49.223266 4.089945 Selvatique 

Mare Ouest 
Mare 

temporaire 
A L 49.222037 4.089124 Selvatique 

Bras mort Bras stagnant A L 49.219159 4.084989 Selvatique 

Marais 
Plaine inondée 

temporaire 
A L 49.222466 4.082975 Selvatique 

Fossé Fossé A L 49.222599 4.083675 Selvatique 

Bois Est Forêt A L 49.224029 4.083736 Selvatique 

15 St Imoges 
Fossé Fossé L 49.107450 3.967986 Selvatique 

Forêt Ornière L 49.107232 3.962340 Selvatique 

16 Trépail Sous-bois Crayères A 49.110079 4.176804 Intérieur 

17 Verzy Sous-bois 
Mare 

temporaire 
A L 49.140818 4.156953 Selvatique 
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Sous-bois Bunker L 49.140978 4.156046 Intérieur 
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Annexe 2 : Pools de moustiques screenés (Région, 2018) 
 

N° 
Lot Espèces 

Date de 
prélèvement Lieu N 

1 Aedes rusticus 23/05/18 Der 30 
2 Aedes rusticus 23/05/18 Der 22 
3 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 30 
4 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 30 
5 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 30 
6 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 30 
7 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 7 
8 Aedes rusticus 31/05/18 Berru 30 
9 Aedes rusticus 06/06/18 Leu 30 

10 Aedes cinereus 06/06/18 Leu 2 
11 Aedes communis 31/05/18 Berru 1 
12 Aedes communis 23/05/18 Der 6 
13 Aedes cinereus 31/05/18 Berru 30 
14 Aedes annulipes 25/07/18 Leu 28 
15 Aedes cantans 25/07/18 Leu 30 
16 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
17 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
18 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
19 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
20 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
21 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
22 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
23 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
24 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
25 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
26 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
27 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
28 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
29 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
30 Aedes cantans 03/05/18 Berru 21 
31 Aedes cantans 23/05/18 Berru 30 
32 Aedes cantans 23/05/18 Berru 30 
33 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
34 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
35 Aedes cantans 23/05/18 Der 17 
36 Aedes cantans 06/06/18 Leu 10 
37 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 
38 Aedes cantans 06/06/18 Leu 30 

  Total : 984 
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Annexe 3 : Pools de moustiques screenés (Oeting, 2019) 
 

N° Lot Espèces Date de prélèvement Lieu N 

1 Culex pipiens 14/08/2019 CDC gîte 6 20 

2 Culex pipiens 15/08/2019 CDC gîte 6 20 

3 Culex pipiens 16/08/2019 CDC gîte 6 20 

4 Culex pipiens 17/08/2019 CDC gîte 6 20 

5 Culex pipiens 18/08/2019 CDC gîte 6 20 

6 Culex pipiens 19/08/2019 CDC gîte 6 20 

7 Culex pipiens 20/08/2019 CDC gîte 6 20 

8 Culex pipiens 21/08/2019 CDC gîte 6 20 

9 Culex pipiens 22/08/2019 CDC gîte 6 20 

10 Culex pipiens 23/08/2019 CDC gîte 6 20 

11 Culex pipiens 24/08/2019 CDC gîte 6 20 

12 Culex pipiens 25/08/2019 CDC gîte 6 20 

13 Culex pipiens 26/08/2019 CDC gîte 6 20 

14 Culex pipiens 27/08/2019 CDC gîte 6 20 

15 Culex pipiens 28/08/2019 CDC gîte 6 20 

16 Culex pipiens 29/08/2019 CDC gîte 6 20 

17 Culex pipiens 30/08/2019 CDC gîte 6 20 

18 Culex pipiens 31/08/2019 CDC gîte 6 20 

19 Culex pipiens 01/09/2019 CDC gîte 6 20 

20 Culex pipiens 02/09/2019 CDC gîte 6 20 

21 Culex pipiens 03/09/2019 CDC gîte 6 20 

22 Culex pipiens 04/09/2019 CDC gîte 6 20 

23 Culex pipiens 05/09/2019 CDC gîte 6 20 

24 Culex pipiens 06/09/2019 CDC gîte 6 17 

25 Culex pipiens 07/09/2019 
BG terrasse 

1 20 

26 Culex pipiens 08/09/2019 
BG terrasse 

1 20 

27 Culex pipiens 09/09/2019 
BG terrasse 

1 20 

28 Culex pipiens 10/09/2019 
BG terrasse 

1 20 

  Total : 557 
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Annexe 4 : Pools de moustiques screenés (Amnéville) 
Les effectifs à un individu correspondent à des femelles gorgées. 

N° 
Lot Espèces 

Date de 
prélèvement Lieu N 

A1 Culex pipiens 11/07/2019 Volières lapones 10 

A2 Culex pipiens 11/07/2019 Volières lapones 10 

A3 Culex pipiens 11/07/2019 Volières lapones 10 

A4 Culex pipiens 11/07/2019 Volières lapones 10 

A5 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A6 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A7 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A8 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A9 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A10 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A11 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A12 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A13 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

A14 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 1 

P1 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 20 

P2 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 20 

P3 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 20 

P4 Culex pipiens 11/07/2019 Grotte lemmings 20 

  Total : 130 
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Annexe 5 : CompaUaiVon deV poViWionV deV landmaUkV paU coXpleV d¶eVpqceV dX genUe Aedes 
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Annexe 6 : Validation croisée des CVA pour les espèces du genre Aedes 
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Annexe 7 : comparaison des positions des landmarks validation croisée des ACV pour les 

espèces du genre Culex 
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Annexe 8 : comparaison des positions des landmarks validation croisée des ACV pour les 

espèces du genre Culiseta 
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Les moustiques de la région Grand-Est : biodiversité et compétence vectorielle pour des virus zonotiques  

Depuis les années 1960, la France métropolitaine a subi des émergences et des réémergences des virus Usutu (USUV) et West-Nile (WNV). Ces 

arbovirus (Arthropod Borne viruses) ont pour réservoir les populations aviaires et sont transmises par un moustique vecteur du genre Culex. En 

Fƌance͕ le WNV a connƵ plƵƐieƵƌƐ émeƌgenceƐ donƚ la fƌéƋƵence Ɛ͛accélèƌe depƵiƐ leƐ annéeƐ ϮϬϬϬ͘ A ce joƵƌ͕ la ciƌcƵlaƚion de ce virus est limitée 

aƵ ƐƵd de la Fƌance͕ Ɛ͛éƚendanƚ depƵiƐ Ɛon foǇeƌ hiƐƚoƌiƋƵe ƐiƚƵé danƐ la ƌégion de la Camargue. Régulièrement, des cas humains sont détectés. 

Son vecteur Culex pipiens est ubiquitaire sur le territoire. Le virus Usutu a quant à lui émergé en France métropolitaine en 2015, causant des 

épisodes de mortalité aviaires chez des espèces sensibles telles que le merle (Turdus merula) ou encore la chouette lapone (Strix nebulosa). 

UƐƵƚƵ Ɛ͛eƐƚ ƌapidemenƚ diƐƐéminé ƐƵƌ le ƚeƌƌiƚoiƌe méƚƌopoliƚain͕ ƚoƵchanƚ deƐ popƵlaƚionƐ aǀiaiƌeƐ ƌéƐidenƚeƐ de la ƌégion Grand-Est. Dans ce 

contexte, nous avons poursƵiǀi deƐ ƚƌaǀaƵǆ d͛inǀenƚaiƌeƐ deƐ moƵƐƚiƋƵeƐ de la ƌégion poƵƌ acƚƵaliƐeƌ leƐ donnéeƐ de pƌéƐence͘ DanƐ Ƶn pƌemieƌ 
ƚempƐ noƵƐ aǀonƐ ǀoƵlƵ appoƌƚeƌ noƚƌe conƚƌibƵƚion à l͛idenƚificaƚion deƐ eƐpèceƐ aƵƚochƚoneƐ paƌ Ƶne appƌoche diƚe de géomoƌphométrie 

alaire ;Wing Geomeƚƌic MoƌphomeƚƌicƐ oƵ WGMͿ͕ ƚechniƋƵe ƋƵi Ɛ͛eƐƚ aǀéƌée fiable danƐ noƚƌe conƚeǆƚe ƌégional͘ NoƵƐ aǀonƐ ƌeǀƵ l͛ensemble 

deƐ infecƚionƐ eǆpéƌimenƚaleƐ ƌéaliƐéeƐ ƐƵƌ deƐ popƵlaƚionƐ de moƵƐƚiƋƵeƐ oƌiginaiƌeƐ d͛EƵƌope de l͛OƵeƐƚ͘ DanƐ ceƚƚe opƚiƋƵe, nous avons testé 

la compétence vectorielle de trois espèces de moustiques endémiques dans la région Grand-Est pour WNV et USUV (Aedes rusticus, Anopheles 

plumbeus et Culex pipiensͿ͘ LeƐ donnéeƐ acƋƵiƐeƐ paƌ ceƐ eǆpéƌimenƚaƚionƐ poƵƌƌonƚ peƌmeƚƚƌe à l͛aǀenir une meilleure préparation et une 

meilleƵƌe pƌiƐe en chaƌge d͛Ƶne hǇpoƚhéƚiƋƵe émeƌgence de WNV oƵ d͛USUV danƐ la ƌégion Gƌand-Est. 

Moustiques, Compétence vectorielle, Géomorphométrie, virus du Nil occidental, virus Usutu  

Mosquitoes of the Grater East region : biodiversity and vector competence for zoonotic arboviruses  

Since the 1960s, metropolitan France has undergone the emergence and re-emergence of the Usutu (USUV) and West-Nile (WNV) viruses. These 

arboviruses (Arthropod Borne viruses) circulate between avian populations reservoir and their vector (mosquito belonging to the Culex genus). 

In France, WNV has experienced several emergences, with accelerated frequency since the 2000s. To date, the circulation of this virus is limited 

to the south of France, extending from its historic area located in the region of Camargue. Regularly, human cases are detected. Its Culex pipiens 

vector is ubiquitous in France. The Usutu virus emerged in metropolitan France in 2015, causing episodes of bird mortality in sensitive species 

such as blackbird (Turdus merula) or the great gray owl (Strix nebulosa). Usutu quickly spread across metropolitan territory, affecting bird 

populations resident of the Grand-Est region. In this context, we carried out inventory work on mosquitoes in the region in order to update the 

presence data. In order to improve the responsiveness of the sampling in the event of an emergence in the region, we applied identification 

techniques known as Wing Geometric Morphometrics (WGM) to our samples. This technique has proven to be reliable in classifying mosquito 

species. We reviewed all the experimental infections performed on mosquito populations originating from Western Europe. Finally, we tested 

the vector competence of three endemic mosquito species in the Grand-Est region for WNV and USUV (Aedes rusticus, Anopheles plumbeus and 

Culex pipiens). The data acquired by these experiments may allow better preparation and better management of a hypothetical emergence of 

WNV or USUV in the Grand-Est region in the future. 
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