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Lexique 

Adanales (plaques) = plaques chitineuses situées à proximité de l’anus. 

Alloscutum = partie dorsale non sclérifiée, postérieure au scutum, permettant le gonflement de la 
tique pendant la phase d’alimentation.  

Conscutum = partie dorsale sclérifiée chez les tiques mâles. 

Ditrope = Dixène = type de cycle pour lequel les tiques parasitent le même type d’hôte aux stases 
immatures, puis un autre type d’hôte un fois adulte. 

Diphasique = type de cycle pour lequel les individus ne tombent pas au sol au passage de larve à 
nymphe. 

Endophile = caractérise un organisme vivant dans un habitat fermé (cavité, terrier). 

Exophile = caractérise un organisme vivant dans un habitat ouvert. 

Hémimétabole = insecte dont le développement passe par un stade où la nymphe est mobile et mue.  

Hydrophile = qui affectionne les milieux humides pour se développer. 

Idiosome = partie postérieure du corps de la tique, qui supporte les quatre paires de pattes et le basis 
capituli. 

Monotrope = Monoxène = type de cycle pour lequel les tiques ne se gorgent que sur une espèce 
d’hôte. 

Péritrème = pièce qui entoure les stigmates. 

Scutum = partie dorsale sclérifiée chez les tiques femelles. 

Stase = étape du développement d’une tique incluant une métamorphose (larve, nymphe ou adulte). 

Stade = phase de mues successives n’incluant pas nécessairement de métamorphose. Chez la tique 
dure, stase et stade se superposent car chaque mue correspond à une métamorphose, contrairement 
aux tiques molles. 

Télotrope = Hétéroxène = type de cycle pour lequel les tiques se gorgent sur un hôte différent à chaque 
stase. 

Thermophile = caractérise un organisme pour lequel une température élevée est essentielle à sa vie. 

Transmission transstadiale = transmission d’un agent pathogène d’un stade à l’autre. 

Transmission transovarienne = transmission d’un agent pathogène à la descendance. 

Triphasique = tombe au sol pour muer entre chaque stase 

Thermophile = qui affectionne les températures élevées. 

Xérophile = caractérise un organisme capable de vivre dans un milieu sec. 
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Introduction 

Les tiques sont des arthropodes hématophages, parasites des vertébrés, jouant un rôle important 
dans la transmission de nombreuses maladies vectorielles d’importance médicale ou vétérinaire. Elles 
représentent le premier groupe de vecteurs de maladies infectieuses en Europe du Nord et le 
deuxième groupe après les moustiques dans le monde. En effet, au cours des repas de sang sur leurs 
hôtes de nature très variée (Homme, animaux de compagnie, animaux de rente, oiseaux, 
micromammifères, etc.), elles peuvent assurer la transmission d’un agent infectieux (viral, bactérien 
ou parasitaire) d’un hôte à un autre en l’ingérant ou en l’inoculant dans la circulation sanguine. Ce lien 
entre les tiques, leurs hôtes et les agents pathogènes transmis par les tiques forme alors des 
associations tripartites complexes dont la compréhension est essentielle à la gestion des maladies 
vectorielles d’importance médicale et vétérinaire, qu’elles soient parasitaires, bactériennes ou virales. 
Les biologistes et les vétérinaires jouent alors un rôle clé par leur connaissance dans la gestion de ces 
maladies, en s’intéressant aux trois volets de cette association. 

Les équidés, comme beaucoup d’autres animaux, sont victimes du parasitisme par les tiques dans 
les pâtures et ainsi, des agents pathogènes qui peuvent leur être inoculés à l’occasion du repas de sang 
de ces tiques. La piroplasmose équine est une maladie endémique de nombreuses régions d’Europe, 
dont la France, d’Afrique, d’Asie et d’Amérique qui, par la gravité de ses symptômes et la fréquence 
de son apparition, présente aujourd’hui un enjeu économique et vétérinaire majeur. Causée par deux 
espèces de piroplasmes intra-érythrocytaires chez les équidés, Theileria equi et Babesia caballi, elle 
est transmise aux équidés par certaines espèces de tiques dures. Si l’identité de ces tiques vectrices de 
la piroplasmose équine est relativement bien connue dans le monde, leur présence et leur répartition 
sur les équidés sur le territoire français métropolitain l’est beaucoup moins. 

S’intéresser dans un premier temps à l’identité des tiques qui parasitent les chevaux, à l’aide de 
critères d’identification précis, et étudier dans un second temps la répartition géographique de ces 
tiques sur le territoire métropolitain français est donc un premier pas dans la compréhension des 
facteurs de risques de la piroplasmose équine en France métropolitaine. 
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 Première partie : État des lieux des tiques 

chez les équidés en France métropolitaine et 

lien avec la piroplasmose 

I. Les tiques : biologie, pathogénie et lutte 

I.A Biologie générale des tiques 

I.A.1 Systématique 

Les tiques sont des Arthropodes appartenant à la classe des Arachnides, à la sous-classe des 
Acariens et à l’ordre des Ixodida, qui regroupe environ 900 espèces. On y distingue les tiques molles 
(environ 200 espèces), du sous-ordre des Argasina et les tiques dures appartenant au sous-ordre des 
Ixodina (environ 700 espèces). Les tiques dures, qui seules nous intéressent ici, se divisent en deux 
familles (cf. Tableau I) : celle des Ixodidae, pour les tiques du genre Ixodes et celle des Amblyommidae, 
pour les tiques des genres Haemaphysalis, Amblyomma, Dermacentor, Hyalomma et 
Rhipicephalus [1]. 

 
Tableau I : Classification taxonomique des tiques dures [1], [2] 

Règne Animal 

Embranchement Arthropodes 

Sous-
embranchement 

Chélicérates 

Classe Arachnides 

Sous-classe Acariens 

Ordre Ixodida 

Sous-ordre Ixodina 

Famille Ixodidae Amblyommidae 

Genre Ixodes Haemaphysalis Amblyomma Dermacentor Hyalomma Rhipicephalus 

 

I.A.2 Morphologie 

Appartenant à l’embranchement des Arthropodes, les tiques dures (que nous appellerons à 
partir de maintenant « tiques » pour simplifier la lecture) sont des invertébrés au corps segmenté, 
recouvert d’une cuticule et possédant des appendices articulés (cf. Figure 1). Sauf à la stase larvaire, 
elles possèdent quatre paires de pattes, de la même manière que les arachnides, et leur corps est 
divisé en deux parties ou tagmes : le capitulum et l’idiosome. Leur taille peut varier de 1 mm à 3 cm de 
longueur en fonction de l’espèce, de leur stase et de leur état de gorgement. 
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Figure 1 : Morphologie générale schématique d’une tique dure [3] 

 

I.A.2.a Capitulum 

Le capitulum (cf. Figure 2), comparable au gnathosome des autres acariens, est composé d’une 
base, appelée basis capituli, qui le rattache au reste du corps. Sur celui-ci s’insère latéralement et 
symétriquement une paire de palpes, divisés en 4 articles peu mobiles, au rôle strictement sensoriel. 
Médialement se trouve l’hypostome en position ventrale, composé de plusieurs dents qui servent 
d’ancrage pendant le repas de sang, et une paire de chélicères en position dorsale, composées de 
doigts griffus mobiles qui permettent de couper la peau lors de la fixation à un hôte. L’ensemble de 
ces éléments forme le rostre. Au moment d’effectuer un repas de sang, la tique se fixe grâce à ses 
puissantes chélicères cisaillant la peau et permettant l’entrée de l’hypostome. La sécrétion d’un 
cément parfait cette fixation en scellant les chélicères et l’hypostome à l’épiderme. Les palpes 
s’écartent et restent à la surface de la peau [4]. 

 

Figure 2 : Morphologie générale d’un capitulum de tique dure [3] 
A : vue ventrale ; B : vue dorsale 
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I.A.2.b Idiosome 

L’idiosome, partie postérieure au rôle sacculaire, supporte crânialement le basis capituli et 
quatre paires de pattes. 

i Face dorsale 

Chez les tiques, l’idiosome possède différentes parties, sclérifiées ou souples (cf. Figure 3). En 
face dorsale, chez les femelles, les nymphes ou les larves, le scutum sclérifié représente la moitié 
antérieure de l’idiosome. La partie postérieure, ou alloscutum, plus souple, permet un gonflement lors 
de repas de sang et une prise de poids pouvant aller jusqu’à 200 fois celui de départ [3]. Chez le mâle, 
le scutum recouvre la totalité du corps, empêchant le gonflement par sa sclérification, et prend le nom 
de conscutum. Chez certaines espèces, le scutum et le conscutum portent latéralement une paire 
d’yeux, alors visible à toutes les stases [3], [4]. 

 

Figure 3 : Morphologie générale des tiques dures adultes en vue dorsale [4] 
 A : Femelle ; B : Mâle 

 

ii Face ventrale 

L’idiosome (cf. Figure 4) porte sur sa face ventrale quatre paires de pattes (sauf chez les larves, 
qui n’ont que trois paires de pattes), l’orifice génital (ou gonopores) chez l’adulte uniquement et 
l’orifice anal, ainsi que 2 stigmates respiratoires en position ventrolatérale (sauf chez les larves, qui 
n’en ont pas). Les différents sillons ventraux ont un rôle important dans la différenciation entre les 
deux familles d’Ixodina et entre les différents genres d’Amblyommidae. 
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Figure 4 : Morphologie générale des tiques dures adultes mâles en vue ventrale [4] 

 

I.A.2.c Pattes 

Les tiques adultes ainsi que les nymphes possèdent quatre paires de pattes, portées par le 
podosome. Celles-ci sont divisées en six segments (cf. Figure 4) articulés aux corps par les coxae, 
encore appelées hanches. En région antérieure des tarses de la première paire de pattes se trouve 
l’organe de Haller (cf. Figure 5), décrit par Haller en 1881.  

 

Figure 5 : Tarse d’Ixodina et organe de Haller [4] 

Celui-ci possède des sensilles capables de détecter les odeurs (dégagement de CO2, de NH2, de 
H2S et autres métabolites), la chaleur et d’autres facteurs externes comme l’hygrométrie. En revanche, 
il ne serait pas impliqué dans la gustation. Aussi, selon des études menées en 2017, l’activité de cet 
organe est modulée en fonction des besoins, puisqu’après un repas de sang chez les femelles, les 
transcriptomes sensoriels seraient régulés à la baisse. Le rôle de cet organe est donc prépondérant, 
puisqu’il permet l’évitement et l’attraction chimique, assurant le repérage des tiques dans leur 
environnement et la détection des hôtes lorsqu’ils passent à proximité [5].  

 

I.A.2.d Particularités de la larve et de la nymphe 

Les tiques présentent au cours de leur croissance deux métamorphoses, permettant le passage 
de la larve à la nymphe et de la nymphe à l’adulte. La distinction avec l’adulte repose sur l’absence de 
pore génital et d’aires poreuses sur la face ventrale chez la larve et la nymphe. La larve quant à elle se 
distingue de la nymphe et l’adulte par sa petite taille, ses trois paires de pattes et son absence de 
stigmate respiratoire. 
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I.A.3 Cycles et développement 

I.A.3.a Types de cycles 

i Généralités 

Les tiques sont des parasites hémimétaboles, pour lesquels le passage aux stases nymphales et 
adultes se réalise par un système de mue et non pas par une phase immobile. Les Ixodina étant des 
parasites hématophages stricts, leur métamorphose est dépendante d’un repas sanguin avant chaque 
stase, permettant des modifications morphologiques importantes. Un cycle biologique se compose 
donc de différentes phases avec une alternance de périodes parasitaires sur hôtes, plus ou moins 
longues selon les espèces, et de phases libres plus longues (de quelques semaines à plusieurs mois), 
pendant lesquelles ont lieu ces métamorphoses. 

Chaque cycle commence par une ponte après gorgement de la tique mère, suivie d’une période 
d’incubation (entre 4 et 28 jours) des œufs jusqu’à l’éclosion des larves. Après gorgement, les larves 
se transforment en nymphes, qui se gorgent de nouveau pour donner des tiques adultes, mâles ou 
femelles. Les femelles pondent chacune entre 1000 et 20 000 œufs après l’accouplement. Le cycle est 
donc composé de trois périodes de gorgement suivies chacune par une période de métamorphose ou 
de ponte. Les repas de sang sont courts, durant quelques jours. Les phases de métamorphose sont 
plus longues, allant de quelques semaines à plusieurs mois. Les phases les plus longues correspondent 
aux temps d’attente du passage d’un hôte. Au total, la durée d’un cycle peut varier de 18 mois à 6 ans. 
Cette variabilité s’explique par les temps d’attente d’un hôte parfois très longs,  les différences 
physiologiques entre espèces et par les différents facteurs environnementaux [3]. 

 

ii Exemple du cycle d’Ixodes ricinus 

Le cycle d’I. ricinus, d’une durée moyenne de 2 à 3 ans, est l’un des plus étudiés. Nous le 
décrirons à titre d’exemple. Lorsque les conditions le permettent (température, hygrométrie, biotope, 
etc.), le mâle et la femelle d’I. ricinus montent sur la végétation herbacée et attendent le passage d’un 
hôte de grande taille, tel un grand mammifère sauvage (cervidé, sanglier, renard, etc.), domestique 
(chien, chat), d’élevage (mouton, bovins, cheval, etc.) ou encore un Homme, hôte qu’ils détectent 
grâce à leurs organes sensoriels. Ils s’agrippent alors à ce dernier et la femelle se fixe par son rostre. 
Le mâle, qui ne prend pas de repas de sang, copule avec la femelle sur cet hôte. Cette copulation peut 
également avoir lieu sur la végétation [6]. Fécondée, la femelle réalise un repas de sang durant 7 à 13 
jours. Elle se détache et tombe ensuite au sol pour pondre à l’abri environ 2000 œufs qui incuberont 
pendant 20 à 50 jours [7]. 

Après l’éclosion et une fois que sa cuticule qui durcit le lui permet, la larve reste au sol dans 
l’attente du passage d’un hôte (de préférence les petits mammifères comme les rongeurs, les 
musaraignes, les hérissons ou les oiseaux et les reptiles). Après un repas de sang de 3 à 5 jours, elle se 
détache, tombe au sol et se cache dans un abri. 

Deux à 8 semaines plus tard, après une mue, la larve se métamorphose en nymphe. Celle-ci 
grimpe à son tour sur la végétation pour trouver un hôte et ainsi réaliser un repas de sang, qui dure 4 
à 6 jours. Elle se cache ensuite pendant environ 18 jours et mue pour devenir un adulte, mâle ou 
femelle. 
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I.A.3.b Facteurs environnementaux 

L’activité, la durée du cycle et la longévité des tiques sont influencées par des facteurs 
environnementaux qui interagissent de façon complexe : les effets de ces interactions sont encore mal 
connus, malgré les recherches abondantes sur le sujet. Pour qu’une population de tique s’installe dans 
un milieu, il faut tout d’abord que celui-ci soit fréquenté par un hôte porteur d’une tique, qui s’y 
détache, permettant l’introduction. En outre, l’environnement doit être favorable à son 
développement et à sa survie (température et hygrométrie adéquates, présence d’hôte adéquats). 
Enfin, les prédateurs des tiques jouent aussi un rôle important dans la dynamique de ces populations 
[8]. 

 

i Température et hygrométrie 

La température joue un rôle fondamental dans le développement des tiques. En effet, de 
manière générale, plus il fait chaud, plus leur développement sera rapide. Toutefois, chaque espèce a 
ses propres préférences thermiques : Hyalomma marginatum, par exemple, est une tique 
thermophile, avec une limite s’imposant tout de même lors de chaleur trop extrême. De la même 
manière, le taux d’hygrométrie est aussi très important, puisqu’il conditionne leur activité, qui consiste 
à grimper plus ou moins haut dans la végétation, afin d’avoir un accès aux hôtes de passage. En 
montant, elles s’exposent à une ambiance plus sèche et se déshydratent. Elles devront alors 
redescendre au niveau du sol, pour trouver à nouveau de la fraîcheur et de l’humidité et ainsi se 
réhydrater. Les exigences des tiques différant en fonction des espèces, on distingue les tiques 
hydrophiles, comme Ixodes ricinus, et les tiques xérophiles, comme Hyalomma marginatum [4].  

A titre d’exemple, la durée du cycle d’I. ricinus dépend directement de la température et des 
facteurs hygrométriques. De multiples études ont permis de mettre en évidence les préférences de 
cette tique pour des températures moyennes. La température de 32°C est considérée comme n’étant 
plus compatible avec la vie de cette espèce, puisqu’au-delà de cette température sa transpiration 
provoque une dessiccation mortelle. A des températures froides, elle semble beaucoup plus résistante 
et peut même survivre au gel pendant plusieurs mois. En revanche, son cycle se déroule normalement 
uniquement au-delà de 10°C, avec un pic de développement autour des 15-20°C. Face à ces 
observations, en 1986, Gardiner et al. [9] ont mis en place un modèle mathématique capable de 
prédire le développement d’I. ricinus en fonction de la température, qui s’avère relativement fiables. 
Le deuxième facteur, au rôle clé, est l’hygrométrie. En effet, l’organogénèse d’I. ricinus nécessite une 
grande quantité d’eau et, malgré sa cuticule imperméable, ses pertes en eau sont importantes en 
période d’activité à cause de l’ouverture de ses stigmates. La survie d’I. ricinus est assurée par une 
humidité atmosphérique supérieure à 90% [7], [10], [11].  

 

ii  Variations saisonnières 

En Europe, la période la plus propice au développement des tiques s’étend du printemps à 
l’automne, avec généralement deux pics, l’un en mai-juin et l’autre en septembre-octobre. A ces 
périodes, la température et l’humidité sont optimales pour leur bon développement et l’incubation 
des œufs. Lors d’été relativement humide ou d’hiver ne passant pas sous les -7°C (température où les 
œufs et larves à jeun meurent), le cycle des tiques se prolonge sur l’année [3], [12], [13]. 

Par exemple, en France, I. ricinus a un profil d’activité bimodal (deux pics au printemps et à 
l’automne) ou unimodal (un pic en été) dans les régions plus froides. C’est ce que T. Hoch et al. (2022) 
ont mis en évidence en étudiant, pendant 8 ans, l’activité des nymphes d’I. ricinus sur 6 sites français 
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aux conditions climatiques bien différentes (cf. Figure 6). Les données obtenues ont permis de produire 
un modèle d’abondance annuelle prédictif en fonction des mois sur les 3 sites (cf. Figure 7). On y 
observe, de manière générale, un pic d’activité important au printemps et un pic moins important, voir 
absent dans les régions froides, au début de l’automne. En période estivale, le nombre d’individus en 
activité diminue fortement [3], [14].  

 

 

Figure 6 : Localisation et climat des différents sites d’étude des dynamiques d’Ixodes ricinus en France 
métropolitaine [14] 

 

Figure 7 : Modèle d’abondance annuelle des nymphes d’Ixodes ricinus en France métropolitaine [14] 

 

iii Variations journalières 

Comme vu plus haut, la température et l’hygrométrie influencent l’activité des tiques. Elles 
varient tout au long de la journée et leurs imposent donc un rythme journalier. De la même manière 
que pour l’activité saisonnière, la température joue ici un rôle fondamental. Sur ce graphique 
découlant des expériences de Lees et Milne (1951), on peut observer qu’en présence d’une 
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température inférieure à 10°C, l’activité d’I. ricinus diminue fortement (cf. Figure 8). Aussi, à 
température équivalente, l’activité des tiques n’est pas la même d’un jour sur l’autre. D’autres facteurs 
influencent donc cette activité, comme l’hygrométrie ou la photopériode. On peut supposer aussi 
qu’une forme de veille est réalisée lors de température trop basse pour l’espèce, provoquant une 
reprise de l’activité plus lente [4], [13]. 

 

Figure 8 : Rythme d’activité journalier des adultes d’Ixodes ricinus à l’affût sur la végétation en Grande-
Bretagne [4] 

 

iv Environnement 

Le mode de vie des tiques varie en fonction des espèces et des stases, avec des exigences 
différentes en termes d’environnement. On distingue ainsi les tiques endophiles, préférant surtout les 
terriers et les nids, comme les larves d’I. ricinus ou les tiques molles (Argasina). Les tiques exophiles 
quant à elles affectionnent les herbes hautes, comme les adultes de Dermacentor ou Rhipicephalus, 
les forêts et les bocages comme les nymphes et les adultes Ixodes, ou encore les prairies, comme 
Haemaphysalis [4], [11], [14]. 

La végétation et l’aménagement de l’environnement jouent donc un rôle important dans le 
développement des tiques, puisqu’ils confèrent un microclimat en conservant une température 
raisonnable ainsi qu’une hygrométrie assez élevée. Aussi, ils agissent comme des supports permettant 
aux tiques de s’élever et d’avoir accès aux hôtes en hauteur [3]. 

 

v Hôtes et notion de préférences trophiques 

Les tiques n’ayant pas la capacité de se mouvoir sur de grandes distances, la rencontre avec 
leurs hôtes est dépendante de leur présence dans l’environnement, donc de la densité de la faune. La 
notion de préférence trophique chez les tiques est évoquée par Klompen et al. en 1996 [16]. Chaque 
espèce de tiques à ses préférences en matière d’hôtes. Celles-ci peuvent être assez strictes chez 
certaines espèces comme pour Rhipicephalus sanguineus, tique monotrope, qui est retrouvée presque 
exclusivement chez le chien. A l’inverse, d’autres espèces, comme I. ricinus, dites télotropes, ont un 
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spectre d’hôte très large. Enfin, les tiques ditropes, comme celles appartenant au genre Dermacentor, 
ont des préférences trophiques différentes en fonction de leur stase et parasitent le même type d’hôte 
à la stase larvaire et nymphale mais changent d’exigence à la stase adulte. Ces différences peuvent 
s’expliquer par exemple par une meilleure adaptation des adultes à prendre de la hauteur sur les 
végétaux tout en résistant mieux à une hygrométrie basse, ou par la taille des pièces buccales plus 
adaptées à des peaux épaisses chez l’adulte que chez les stases immatures [15]. 

Les hôtes jouent aussi un rôle primordial dans la dissémination des tiques dans l’environnement. 
Ainsi, le choix de l’hôte parasité permettra de parcourir une distance plus ou moins grande, puisque 
celle-ci ne sera pas la même sur un petit mammifère que sur un oiseau ou un ongulé sauvage. Il faut 
aussi que le biotope de l’hôte parasité remplisse les critères de développement de la tique. 

 

vi Prédateurs et ennemis naturels des tiques 

Les tiques sont, comme tout organisme vivant, victimes de prédation et possèdent des ennemis 
naturels. Même si aucune étude ne permet jusqu’à aujourd’hui d’en connaître le réel impact sur les 
populations de tiques, il est connu qu’elles comptent pour une partie de l’alimentation des oiseaux, 
des musaraignes ou encore des lézards. Aussi, les fourmis jouent un rôle très important dans la 
régulation des populations de Rhipicephalus spp. dans les régions tropicales. Les tiques sont aussi 
victimes de parasitisme. Nous pourrons citer par exemple les hyménoptères parasitoïdes du genre 
Ixodiphagus, qui pondent à l’intérieur de la tique, le plus souvent au stade de nymphe. Après un repas 
de sang de la tique, les larves de l’insecte éclosent et mangent la tique de l’intérieur [3]. 

 

I.B Rôle pathogène des tiques 

I.B.1.a Biologie  

Les tiques, par leur simple morsure, provoquent des plaies pouvant se surinfecter et peuvent 
entraîner une spoliation sanguine ou une réaction allergique. Il s’agit de leur rôle pathogène direct. En 
1893, Smith et Kilborne démontrent que les arthropodes hématophages ont également un rôle 
pathogène indirect en intervenant dans la transmission d’agents pathogènes (virus, bactéries, 
parasites), en tant que vecteurs [17].  

A l’occasion d’un repas de sang (aux stases larvaire, nymphal ou adulte) sur un hôte infecté par 
un agent pathogène présent dans le sang, la tique se contamine. S’ensuit alors une phase de 
maturation et de migration de l’agent pathogène dans l’organisme de la tique, qui gagne ensuite 
différents tissus dont les glandes salivaires. A l’occasion d’un second repas, la tique infectée injecte le 
contenu contaminé de ses glandes salivaires au second hôte, le contaminant à son tour. De plus, 
plusieurs mécanismes de transmission permettent de conserver ces agents pathogènes au sein des 
populations de tiques, qui prennent alors aussi le rôle de réservoir [3], [7]: 

• La transmission transstadiale se réalise entre les différentes stases, au cours des 
métamorphoses. Il s’agit du critère principal pour que la tique soit vectrice puisque l’agent 
pathogène est conservé dans son organisme entre les deux repas. 

• La transmission transovarienne permet la conservation de l’agent pathogène de la femelle aux 
œufs. Ce mode de transmission n’est pas retrouvé dans le développement de tous les agents 
pathogènes. 

• Le co-repas ou co-feeding permet la transmission directe d’un agent pathogène d’une tique 
contaminée à une tique saine, à l’occasion d’un repas simultané et proche des deux tiques. 
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I.B.1.b Rôle en santé publique 

Ces différents modes de transmission, la durée de vie des tiques et la récurrence des repas de 
sang leur confèrent la capacité de maintenir des agents pathogènes (virus, bactéries, parasites), parfois 
zoonotiques, pendant des périodes relativement longues. Aujourd’hui, de nombreuses maladies 
humaines et vétérinaires causées par les tiques sont recensées, certaines conduisant à la mort [18].  

En médecine humaine, les maladies transmises par les tiques sont en majorité zoonotiques. 
L’agent infectieux, surtout transmis à la faune sauvage, est transmis à l’Homme de manière 
accidentelle. Cette transmission fait suite à la fréquentation par l’Homme d’un lieu infesté par les 
tiques. Par exemple, chez l’Homme, I. ricinus est en cause dans la transmission de Borrelia burgdorferi, 
une bactérie à l’origine d’une zoonose mondiale, la borréliose de Lyme, que l’on retrouve aussi chez 
les chiens, les bovins et la faune sauvage. Il s’agit de la maladie vectorielle la plus répandue dans 
l’hémisphère nord.  D’autres zoonoses transmises par les tiques sont aujourd’hui connues, mais moins 
présentes en Europe comme par exemple l’encéphalite à tiques (virus de la méningoencéphalite à 
tique), l’anaplasmose granulocytaire équine anciennement appelée ehrlichiose (Anaplasma 
phagocytophilum), la rickettsiose (Rickettsia sp.), la tularémie (Francisella tularensis) ou encore la 
fièvre Q (Coxiella burnetii) [19], [20]. 

En médecine vétérinaire, s’ajoutent à toutes les zoonoses d’autres maladies vectorisées par les 
tiques. Par exemple, chez le Chien, l’hépatozoonose est une maladie causée par un protozoaire 
(Hepatozoon canis) transmis par une tique (Rhipicephalus sanguineus) à l’occasion de l’ingestion de 
celle-ci. Enfin, les piroplasmoses, que nous développerons plus tard, sont des maladies provoquées par 
des parasites intra-érythrocytaires (les piroplasmes) transmis de manière fréquente aux bovins, aux 
équidés et aux chiens, et de manière très exceptionnelle, mais non négligeable, pour seulement 4 
espèces connues aujourd’hui (contre une centaine chez les vertébrés), à l’Homme [21], [22]. 

 

I.C Lutte contre les tiques 

Comme nous l’avons vu précédemment, les tiques représentent un risque majeur en termes 
de santé humaine et animale et ont ainsi un fort impact économique. En médecine vétérinaire, la lutte 
contre ces vecteurs est donc un enjeu de taille, surtout dans le milieu de l’élevage. Aujourd’hui, 
l’utilisation d’acaricides est le mode de contrôle le plus utilisé dans le monde, même si des méthodes 
alternatives existent et se développent de plus en plus face aux résistances qui apparaissent vis-à-vis 
de ces molécules [23]. 

 

I.C.1.a Lutte chimique 

i Répulsifs 

Les produits répulsifs en applications locales, reposant sur la perturbation du système de 
détection des tiques, sont surtout utilisés à des fins préventives chez l’Homme. A titre d’exemple, nous 
pouvons citer le DEET (N, N -diéthyl-3-méthylbenzamide) ou le citriodiol (P-menthane-3,8-diol ou 
PMD), un extrait d’eucalyptus. Cependant, peu d’études ont été mises en œuvre pour juger de la 
toxicité de ces produits pour l’Homme ou les animaux [3]. 
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ii Acaricides 

Les produits acaricides, en administration locale ou systémique sont plus utilisés en médecine 
vétérinaire. Chez les équidés, seul le SEBACIL® 50% SOLUTION possède une AMM (Autorisation de 
Mise sur le Marché) en France [24]. Sur le marché du médicament vétérinaire français, plusieurs 
familles de molécules sont utilisées (cf. Tableau II). 

 

Tableau II : Familles de molécules acaricides utilisées pour la lutte contre les tiques en France en médecine 
vétérinaire 

Familles Molécules Espèces cibles 

Isoxazoline 

Afoxolaner Chiens, Chats 

Fluralaner Chiens, Chats 

Lotilaner Chiens, Chats 

Sarolaner Chiens, Chats 

Pyréthrinoïdes 

Perméthrine Chiens 

Fluméthrine Chiens, Chats 

Deltaméthrine 
Chiens, Equidés (hors 
AMM), Ovins, Bovins 

Phénylpyrazolés Fipronil Chiens, Chats 

Organophosphorés Phoxime Equidés (seule AMM) 

 

Aujourd’hui, les résistances concernent de nombreux groupes de parasites (protozoaires, 
helminthes, arthropodes, champignons) et représentent, de la même manière que les résistances aux 
antibiotiques, des risques économiques et de santé publique. Chez les tiques, des résistances sont déjà 
connues, comme celle de Rhipicephalus sanguineus vis-à-vis de la perméthrine. C’est pourquoi la lutte 
chimique contre ces parasites doit rester raisonnée et faire partie du cadre plus large d’une lutte 
multifactorielle [25]–[27]. 

 

I.C.1.b Lutte biologique 

Au niveau des écosystèmes, une gestion des populations des hôtes (diminution de la densité 
et de la diversité spécifique) et des prédateurs (augmentation des populations d’oiseaux, de 
musaraignes, de lézards, d’araignées ou de fourmis) pourrait être une voie d’amélioration dans la 
gestion de la pression parasitaire imposée par les tiques, diminuant ainsi les risques liés aux maladies 
parasitaires qui en découlent.  

En revanche, cela engendrerait de nombreux autres problèmes, comme lors de tout 
déséquilibre d’un écosystème, en affectant des espèces non-cibles avec des conséquences 
potentiellement dévastatrices. Une autre piste serait de favoriser le développement de plantes 
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répulsives ou toxiques pour les tiques, mais cette option reste limitée car elle imposerait que ces 
plantes soient très présentes dans l’environnement [3], [4], [28]. 

 

I.C.1.c Lutte écologique 

A l’échelle d’un pâturage ou d’une exploitation, des mesures peuvent être prises afin de 
diminuer les chances de rencontre entre les tiques et les animaux. Le débroussaillage, la taille des haies 
et la délimitation des pâturages afin de limiter l’accès aux zones boisées et humides sont une première 
voie d’amélioration. Aussi, limiter la présence des hôtes sauvages (cervidés, rongeurs, etc.) dans 
l’environnement des équidés permettrait de diminuer la présence des tiques. 

 

I.C.1.d Retrait manuel des tiques 

Une observation attentive et régulière du pelage des animaux afin de retirer les tiques présentes 
permet de limiter de manière importante la transmission des protozoaires qui n’a lieu que quelques 
jours après la fixation du parasite. Chez les équidés, les zones de prédilection sont variées et parfois 
cachées (pli du grasset, queue, auge, etc.), c’est pourquoi l’inspection doit être minutieuse [29]. 

 

II. Les tiques chez les équidés 

Dans cette partie, nous présenterons uniquement les espèces et les stases de tiques qui sont 
retrouvées sur les équidés en France selon la littérature [30]. 

 

II.A Genre Ixodes  

II.A.1.a Morphologie 

Le genre Ixodes se différencie de toutes les autres tiques dures par la position de son sillon 
périanal, qui contourne l’anus par l’avant. On qualifie ces tiques de Prostriata, à l’inverse des 
Metastriata pour lesquelles le sillon périanal contourne l’anus par l’arrière. 

La tique appartenant au genre Ixodes retrouvée sur les équidés est I. ricinus. C’est aussi la plus 
connue et la plus rencontrée en France métropolitaine. Comme toutes les tiques du genre Ixodes, 
I. ricinus possède un corps globuleux (cf. Figure 9) aplati dorso-ventralement chez les individus à jeun. 
Son orifice anal, en position très postérieure, est entouré en avant d’un sillon semi-circulaire 
(caractéristique des Metastriata). Son rostre est qualifié de longirostre (plus long que large), avec des 
palpes allongés et un apex pointu. En face dorsale, son scutum est de forme ovale et ne porte pas 
d’yeux. En face ventrale, la hanche I porte une longue épine qui atteint la hanche II et derrière la 
hanche IV se trouvent des stigmates entourés d’un péritrème (cadre chitineux). La couleur d’I. ricinus 
varie du gris à l’orange en fonction du gorgement et des stases [7]. 
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Figure 9 : Ixodes ricinus adulte femelle, adulte mâle, larve et nymphe [31] 

 

i Femelle 

  La femelle d’I. ricinus (cf. Figure 10) a une longueur de 4 mm à jeun à 10 mm une fois 
gorgée. La couleur de l’alloscutum varie du jaune-orangé sur les individus non gorgés au gris clair sur 
les femelles gorgées. En face dorsale, le capitulum est longiligne et possède de larges aires poreuses 
séparées par une largeur inférieure à celle de chaque aire. Le scutum est ovale avec des soies longues 
surtout sur l’alloscutum. En face ventrale, la hanche I possède une importante épine interne et le 
gonopore se trouve en position postérieure, au niveau des hanches IV. Derrière la hanche IV se 
trouvent des stigmates, entourés d’un péritrème de forme ovalaire. 

 
Figure 10 : Morphologie d’Ixodes ricinus femelle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre long ; b : larges aires poreuses ; c : scutum ovale ; d : longues soies ; e : épine interne sur la hanche I ; 

f : gonopore ; g : stigmate ovalaire. 

ii Mâle 

  Le mâle d’I. ricinus présente un dimorphisme sexuel très marqué (cf. Figure 11). Sa 
longueur varie de 3 à 4 mm. En face dorsale, le capitulum est massif, environ 1,5 fois plus long que 
large et plus court que chez la femelle, les palpes sont larges et arrondis. Le conscutum chitineux est 
très développé et possède de nombreuses soies. En face ventrale, il présente des écussons ventraux 
chitineux et une importante épine interne sur la hanche I. L’orifice génital est en position postérieure 
au niveau des hanches III et derrière la hanche IV se trouvent des stigmates entourés d’un péritrème 
en forme de virgule. 
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Figure 11 : Morphologie d’Ixodes ricinus mâle  [32]  

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre long ; b : nombreuses soies ; c : épine interne sur la hanche I ; d : orifice génital ; e : stigmate en forme 

de virgule ; f : écusson  

iii Nymphe 

La nymphe d’I. ricinus (cf. Figure 12) se reconnaît tout d’abord par son rostre long et fin. En face 
dorsale, le basis capituli est rectangulaire et le scutum, ovale et large, ne porte pas d’yeux. En face 
ventrale, la hanche I présente une importante épine interne [4]. 

 
Figure 12 : Morphologie d’Ixodes ricinus nymphe [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre long ; b : scutum ovalaire ; c : basis capituli rectangulaire ; d : épine interne sur la hanche I 

 

II.A.1.b Cycle 

Comme vu précédemment (cf. partie I.A.3.aii), le cycle d’I. ricinus, d’une durée moyenne de 2 
à 3 ans, est télotrope et triphasique avec une phase de mue à terre entre chaque stase. Les larves se 
retrouvent principalement sur les petits mammifères, trouvés dans les terriers, tandis que les nymphes 
et les adultes préfèrent monter sur la végétation à la recherche d’un plus grand mammifère [3], [33].  

 

II.A.1.c Rôle vectoriel majeur 

Le rôle de cette tique est bien connu en médecine humaine pour son rôle vectoriel dans la 
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transmission de la maladie de Lyme (B. burgdorferi), de l’encéphalite à tique (arbovirus), de 
l’anaplasmose (A. phagocytophilum) ou de la babésiose (B. divergens) mais aussi en médecine 
vétérinaire où elle est identifiée comme vecteur de la babésiose bovine (B. divergens). En revanche, 
elle ne semble pas intervenir dans la transmission de la piroplasmose équine. En effet, si une étude sur 
l’ADN menée en 2010 a montré la capacité de transmission transstadiale de T.equi chez I. ricinus, une 
autre étude réalisée en 2017 à mis en évidence que cette tique ne semble pas agir comme un vecteur 
du piroplasme en conditions naturelles [34]–[36]. 

 

II.A.1.d Répartition géographique en France métropolitaine 

Ixodes ricinus est une espèce très ubiquiste retrouvée sur la quasi-totalité du territoire 
métropolitain français (cf. Figure 13). Affectionnant les milieux très hygrophiles et peu thermophiles, 
elle se retrouve principalement dans les biotopes abrités offrant une végétation abondante comme les 
sous-bois et les haies, les fougères, et les bocages en bordure de prairies. Elle n’est en revanche pas 
retrouvée dans les zones de haute altitude (au-dessus de 1300-1500 m), ni dans les régions 
méditerranéennes sèches (Provence, Languedoc, Roussillon), sauf dans quelques zones fraîches où l’on 
peut retrouver des populations plus modestes [4], [7], [36], [37]. 

 

Figure 13 : Distribution d’Ixodes ricinus en France métropolitaine connue en Mars 2022 [38] 

Résumé d’Ixodes ricinus 

Morphologie : 
Prostriata  
Longirostre  
Absence d’yeux 
Corps globuleux 

Cycle : 
Triphasique télotrope 
Endophile (larve), exophile (nymphe adulte) 

Lien avec la piroplasmose équine : Absent 
Répartition en France métropolitaine : Sur presque tout le territoire  
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II.B Famille des Amblyommidae 

Les tiques appartenant à la famille des Amblyommidae sont qualifiées cette fois-ci de 
Métastriata car leur sillon périanal contourne l’anus par l’arrière. Contrairement aux Ixodidae, les 
mâles de la famille des Amblyommidae ont la particularité d’être partiellement hématophages. Cette 
caractéristique, tout de même limitée par la présence de plaques ventrales empêchant une dilatation 
comparable à celle des femelles, a pour conséquence une possible transmission des agents 
pathogènes [4]. 

 

II.B.1 Genre Dermacentor  

II.B.1.a Morphologie 

Les tiques du genre Dermacentor se caractérisent tout d’abord par leur grande taille (5 mm) 
et leur couleur marron. Brévirostres, ces tiques présentent un capitulum court (aussi long que large) 
et des palpes épais portés par un basis capituli rectangulaire. En face dorsale, le scutum est ornementé 
de nacrures blanches et possède une paire d’yeux pâles et plats (cf. Figure 14). Ventralement, la 
hanche I est bifide et l’anus est entouré d’un sillon anal postérieur en forme de coupe. Les deux espèces 
Dermacentor reticulatus et Dermacentor marginatus, seules présentes en France métropolitaine, 
peuvent être retrouvées sur les équidés [4]. 

 
Figure 14 : Dermacentor reticulatus mâle [39] 

i Femelle 

Les femelles de Dermacentor marginatus (cf. Figure 15) et Dermacentor reticulatus (cf. Figure 
16) sont morphologiquement très similaires. Aplaties dorso-ventralement (à jeun), elles mesurent 
environ 5 mm de longueur, et présentent un scutum orné de taches blanches qui porte une paire 
d’yeux dans la plus grande largeur. Sur l’alloscutum, de nombreux sillons sont dessinés 
postérieurement. L’orifice génital, en face ventrale, se situe entre les coxae II. Quelques différences 
existent tout de même entre ces deux espèces, permettant leur différenciation [4] : 

• Les palpes sont courts et peu élargis antéro-latéralement chez D. marginatus et les articles 2 
sont élargis antéro-latéralement chez D. reticulatus. 

• Les aires poreuses sont ovalaires chez D. marginatus et subcirculaires chez D. reticulatus. 

• Les cornes dorsales du basis capituli sont peu marquées chez D. marginatus et très pointues 
chez D. reticulatus. 

• Les éperons sur la hanche I peu développés chez D. marginatus et très pointus chez D. 
reticulatus (non représenté). 
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Figure 15 : Morphologie de Dermacentor marginatus 

femelle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre court et peu élargis ; b : aires poreuses 
ovalaires ; c : cornes du basis capituli peu pointues ;  

d : yeux plats ; e : orifice génital  

 
Figure 16 : Morphologie de Dermacentor reticulatus 

femelle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre court et articles 2 des palpes élargis antéro-
latéralement ; b : aires poreuses sub-circulaires ; 

c : cornes du basis capituli pointues ;  
d : yeux plats ; e : orifice génital 

 

ii Mâle 

Les mâles de Dermacentor marginatus (cf. Figure 17) et Dermacentor reticulatus (cf. Figure 18) 
sont également proches morphologiquement. Dorsalement, le conscutum, qui porte une paire d’yeux 
plats dans la plus grande largeur, est orné de taches blanches. Ventralement, la coxae I porte une 
longue épine et la coxae IV est très développée. L’orifice génital se situe entre les coxae II. De la même 
manière que chez les femelles du genre Dermacentor, quelques différences permettent de différencier 
les deux espèces [4] : 

• Le rostre court est peu élargi chez D. marginatus et les articles 2 des palpes sont élargis antéro-
latéralement chez D. reticulatus. 

• Les cornes dorsales du basis capituli sont peu développées chez D. marginatus et sont pointues 
chez D. reticulatus. 

 
Figure 17 : Morphologie de Dermacentor marginatus 

mâle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre court ; b : cornes du basis capituli peu 
pointues ; c : yeux plats ; d : orifice génital ;  

e : hanche IV très développée 

 
Figure 18 : Morphologie de Dermacentor reticulatus 

mâle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre court et articles 2 des palpes élargis 
antéro-latéralement ; b : cornes du basis capituli 

pointues ; c : yeux plats ; d : orifice génital ;  
e : hanche IV très développée 
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II.B.1.b Cycle 

Le cycle des tiques du genre Dermacentor est triphasique et a une durée d’un an dans des 
conditions propices, pouvant s’étendre à trois ans avec une entrée en diapause dans des conditions 
défavorables. L’activité a lieu surtout entre octobre et juillet, avec un pic entre février et mars [40]. 

Dermacentor marginatus et D. reticulatus ont toutes les deux un profil ditrope. Les formes 
immatures, endophiles, affectionnent surtout les petits mammifères qui se logent dans les terriers. Les 
adultes, exophiles et hydrophiles, parasitent les grands mammifères domestiques (chevaux, moutons, 
bovins, chèvres) ou sauvages (sangliers) en bordure de bois. 

 

II.B.1.c Rôle vectoriel majeur 

Les tiques du genre Dermacentor jouent un rôle très important en termes de santé animale et 
humaine. En médecine humaine, leur implication est par exemple mise en cause dans la transmission 
de divers agents pathogènes, comme celui du syndrome escarre-ganglion (aussi appelé Tibola pour 
Tick-Borne Lymphadenopathy), une maladie émergente causée par Rickettsia slovaca. Elles 
interviennent aussi en médecine vétérinaire en transmettant de nombreuses maladies comme la 
piroplasmose canine (Babesia canis) inoculée par D. reticulatus ou l’anaplasmose du mouton 
(Anaplasma ovis) transmise par D. marginatus. Enfin, les deux espèces, D. reticulatus et D. marginatus, 
interviennent dans la transmission de la piroplasmose aux équidés en tant que vectrices des deux 
piroplasmes (Babesia caballi et de Theileria equi).  En France métropolitaine, D. reticulatus semblerait 
être l’espèce la plus responsable des transmissions de piroplasmose chez les équidés [4], [41], [42]. 

 

II.B.1.d Répartition géographique en France métropolitaine 

Dermacentor reticulatus est largement répartie sur la France métropolitaine (cf. Figure 19), 
sous forme de populations plus ou moins grandes en fonction des conditions climatiques. 
Affectionnant les prairies pâturées, les haies ou les landes, les adultes de D. reticulatus peuvent aussi 
se retrouver dans des milieux boisés (Dordogne, Bretagne, Ile-de-France, centre de la France), dans les 
clairières ou en lisière. Les climats méditerranéens sont peu propices au développement de ces tiques 
même si des petites populations sont tout de même retrouvées dans les régions de Provence et le 
Roussillon. Dans les régions montagneuses, cette espèce n’est localisée que dans les parties basses 
(<1000 m). Une particularité de D. reticulatus est sa présence dans les zones urbaines et suburbaines, 
particulièrement dans les terrains en friche où elle peut être très abondante [4], [36]. 

Dermacentor marginatus se retrouve sur la quasi-totalité du territoire français (cf. Figure 20). 
Les populations sont plus importantes dans les zones sèches de l’Ouest (Poitou, Aquitaine, Midi-
Pyrénées) et en pourtour méditerranéen, dont en Corse. Sur le reste du territoire, des populations plus 
modestes sont retrouvées dans les clairières ou le long de routes, quand les rayonnements du soleil 
offrent un environnement chaud. En Alsace, D. marginatus et D. reticulatus ont été retrouvées en 
cohabitation [4]. 
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Figure 19 : Distribution géographique de Dermacentor 
reticulatus en France métropolitaine connue en Mars 

2022 [38] 

 

Figure 20 : Distribution géographique de 
Dermacentor marginatus en France métropolitaine 

connue en 2016 [43] 

Résumé de Dermacentor marginatus  

Morphologie : 
Métastriata  
Brévirostre  
Grand corps marron nacré 
Palpes courts peu élargis  

Cycle : 
Triphasique ditrope 
Exophile (adulte) 

Lien avec la piroplasmose équine : Vectrice de Theileria equi et Babesia caballi 
Répartition en France métropolitaine : Sur tout le territoire (hors régions froides) 

Résumé de Dermacentor reticulatus 

Morphologie : 
Métastriata  
Brévirostre  
Grand corps marron nacré 
Palpes courts élargis  

Cycle : 
Triphasique ditrope 
Exophile (adulte) 

Lien avec la piroplasmose équine : Vectrice de Theileria equi et Babesia caballi 
Répartition en France métropolitaine : Sur tout le territoire  
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II.B.2 Genre Hyalomma  

II.B.2.a Morphologie 

Les tiques appartenant au genre Hyalomma sont qualifiées de longirostres et se distinguent 
par un idiosome ovale allongé et un capitulum allongé avec, au niveau des palpes, un deuxième article 
deux fois plus long que le troisième. Le corps des Hyalomma, mesurant entre 5 et 6 mm de longueur, 
est couvert de ponctuations. Les pattes, de couleur jaune à orange pâle, présentent une alternance de 
bandes claires et foncées et la hanche I bifide ressemble à celle des individus du genre Dermacentor. 

L’espèce de tiques appartenant au genre Hyalomma décrite comme retrouvée sur les équidés 
en France est Hyalomma marginatum (cf. Figure 21) [44], [45].  

 

Figure 21 : Hyalomma marginatum femelle [38] 

i Femelle 

En face dorsale, la femelle de Hy. marginatum (cf. Figure 22) présente un scutum hexagonal 
marron foncé avec une paire d’yeux hémisphériques foncés. Celui-ci présente aussi des rainures peu 
profondes ainsi que des petites ponctuations donnant un aspect lisse et brillant. En face ventrale, les 
stigmates respiratoires sont entourés de soies. Enfin, les pattes particulièrement longues, sont 
entourées d’anneaux. Ces longues pattes rayées constituent un des critères d’identification les plus 
importants de cette espèce. 

 

Figure 22 : Morphologie de Hyalomma marginatum femelle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre long ; b : scutum hexagonal ponctué ; c : yeux ; d : stigmates respiratoires 
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ii Mâle 

Le mâle de Hy. marginatum (cf. Figure 23) se reconnaît en face dorsale grâce à son conscutum 
marron foncé parsemé de ponctuations, dont 2 centrales suivant une diagonale. Celui-ci présente 
divers sillons dont un sur la longueur se prolongeant jusqu’aux yeux. En face ventrale, les plaques 
adanales ont des extrémités carrées et sont alignées avec les plaques sous-anales. Les pattes jaune 
orangé présentent des anneaux pâles faisant le tour des pattes. 

 

Figure 23 : Morphologie de Hyalomma marginatum mâle [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre long ; b : scutum hexagonal ponctué ; c : yeux ; d : plaques adanales ; e : sillons latéraux 

 

II.B.2.b Cycle 

Hyalomma marginatum est une tique exophile en adaptation à la sécheresse et à la rareté des 
hôtes dans le milieu dans lequel elle évolue. Son comportement est ditrope : les larves s’accrochent 
aux petits mammifères comme les lièvres (où elles préféreront des localisations comme les oreilles) et 
restent dessus pour muer et se nourrir en tant que nymphe. Les adultes se fixent sur les ongulés 
comme les chevaux ou les moutons (où ils préfèreront se mettre au niveau de l’arrière train) [4]. 

 

II.B.2.c Rôle vectoriel majeur 

L’implication de Hy. marginatum en santé animale et humaine est très importante. En effet, il 
s’agit du principal vecteur du virus de la fièvre hémorragique de Crimée-Congo en Asie et en Afrique. 
Cette tique est aussi identifiée comme vectrice des deux agents de la piroplasmose équine, B. caballi 
et de T. equi [4], [46], [47]. 

 

II.B.2.d Répartition géographique en France métropolitaine 

Hy. marginatum est une espèce invasive ayant une large plasticité en termes de biotope 
puisqu’elle supporte très bien les environnements secs. Si sa présence est connue depuis longtemps 
en Corse, son arrivée en France date de 2013 par le bassin méditerranéen, dans lequel elle est 
maintenant considérée comme installée (cf. Figure 24) [40]. 
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Figure 24 : Distribution géographique de Hyalomma marginatum en France métropolitaine connue en Mars 
2022  [38] 

 

Résumé de Hyalomma marginatum 

Morphologie :  
Métastriata 
Longirostre 
Pattes longues et rayées 

Cycle :  
Triphasique ditrope 
Exophile 

Lien avec la piroplasmose équine : Vectrice de Theileria equi et Babesia caballi  
Répartition en France métropolitaine : Sud-Est  

 

II.B.3 Genre Rhipicephalus 

Chez les équidés, une seule espèce du genre Rhipicephalus est recensée actuellement en 
France : Rhipicephalus bursa (cf. Figure 25). 

 
Figure 25 : Rhipicephalus bursa mâle et femelle [48]  
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II.B.3.a Morphologie 

Le genre des Rhipicephalus est très hétérogène sur le plan morphologique mais il existe tout de 
même quelques similitudes que l’on retrouve chez R. bursa. Ces tiques se caractérisent par leur aspect 
brévirostre, un capitulum court et un basis capituli hexagonal. Les yeux sont convexes et le mâle 
possède des plaques adanales caractéristiques [4]. 

 

i Femelle 

Les femelles R. bursa (cf. Figure 26) mesurent environ 4 mm à jeun et possèdent un corps ovale 
et rougeâtre. En face dorsale, le basis capituli est hexagonal et anguleux et les aires poreuses sont 
ovales. Le scutum anguleux est noir, ponctué de tâches et porte une paire d’yeux plats. La partie 
postérieure est découpée en onze festons en forme de bourse. En face ventrale, l’ouverture génitale 
est en forme de V, la hanche I est bifide et la hanche II présente une importante épine. 

 
Figure 26 : Morphologie de Rhipicephalus bursa femelle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre court ; b : basis capituli hexagonal et aires poreuses ovales ; c : yeux plats , d : scutum anguleux ; e : 

festons ; f : hanche I bifide ; g : épine externe de la hanche II ; h : ouverture génitale en forme de V 

 

ii Mâle 

Le mâle de R. bursa (cf. Figure 27) mesure entre 2 et 4 mm de longueur. En face dorsale, le basis 
capituli est anguleux. Le conscutum brun est découpé postérieurement en onze festons et présente 
des sillons latéraux profonds et des rainures latérales ne montant pas jusqu’aux yeux. En face ventrale, 
les épines externes des hanches II sont pointues. Les plaques annales sont larges et incurvées. 
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Figure 27 : Morphologie de Rhipicephalus bursa mâle [32]  

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre court ; b : basis capituli hexagonal ; c : yeux plats ; d : rainures latérales ; e : sillons latéraux ;  

f : festons ; g : hanche I bifide ; h : épine externe sur la hanche II ; i : plaques annales larges 

 

iii Nymphe 

La nymphe de R. bursa (cf. Figure 28) mesure environ 1,5 mm de longueur et ressemble à la 
femelle, avec un scutum réduit et arrondi et une épine sur la hanche II réduite. Elle ne possède pas de 
pores génitaux. 

 
 

Figure 28 : Morphologie de Rhipicephalus bursa nymphe [32] 
A : face dorsale ; B : face ventrale 

a : rostre court ; b : scutum arrondi ; c : épine externe de la hanche II réduite 

 

iv Larve 

La larve de R. bursa (cf. Figure 29), plus petite, mesure 1 mm de longueur et est hexapode. Elle 
ressemble à la nymphe avec un corps globuleux corps et un scutum arrondi. 
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Figure 29 : Morphologie de Rhipicephalus bursa larve [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale  
a : rostre court ; b : scutum arrondi 

II.B.3.b Cycle 

Rhipicephalus bursa est une espèce exophile diphasique et monotrope. Les larves après leur 
repas de sang sur un ongulé principalement ruminant (bovins, moutons, caprins, équidés) restent sur 
cet hôte pour effectuer leur mue. Les nymphes après leur repas sanguin tombent pour effectuer leur 
mue au sol. Une fois adultes, les tiques retournent sur un ongulé pour effectuer leur repas [4], [49]. 

 

II.B.3.c Rôle vectoriel majeur 

Le rôle de R. bursa est surtout connu en médecine vétérinaire. En effet, celle-ci est incriminée 
comme vectrice de T. equi et de B. caballi [41], [42]. 

 

II.B.3.d Répartition géographique en France métropolitaine 

Rhipicephalus bursa (cf. Figure 30) étant thermophile, on la retrouve principalement autour du 
bassin méditerranéen [4], [50]. 

 
Figure 30 : Distribution géographique de Rhipicephalus bursa en France métropolitaine connue en Juillet 

2019 [38] 
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Résumé de Rhipicephalus bursa 

Morphologie :  
Métastriata 
Brévirostre 

Cycle :  
Diphasique monotrope 
Exophile 

Lien avec la piroplasmose équine : Vectrice de Theileria equi et Babesia caballi 
Répartition en France métropolitaine : Bassin méditerranéen 

 

II.B.4 Genre Haemaphysalis 

Les tiques du genre Haemaphysalis retrouvées sur les équidés en France sont Haemaphysalis 
punctata et Haemaphysalis concinna. 

 
Figure 31 : Haemaphysalis punctata femelle en vue dorsale [51] 

 

II.B.4.a Morphologie 

Les tiques du genre Haemaphysalis sont petites (3 mm de longueur à jeun), brévirostres, de 
couleur rougeâtre à jaune et ont la particularité de ne pas posséder d’yeux (comme I. ricinus). 
Dorsalement, le scutum et le conscutum ne sont pas ornementés et le conscutum est festonné chez le 
mâle. Le basis capituli est droit et l’article 2 des palpes est très large, parfois conique chez certaines 
espèces. Ventralement, les hanches présentent une épine interne de taille variable selon les espèces. 
De manière générale, les Ha. punctata sont plus grandes que les Ha. concinna. 

 

i Femelle 

Les femelles de Ha. punctata (cf. Figure 32) et Ha. concinna (cf. Figure 33) présentent toutes les 
deux un scutum ponctué et un basis capituli rectangulaire dorsalement. Leurs palpes sont 
reconnaissables par leur forme triangulaire. De nombreux critères permettent de les différencier : 

• Le scutum est plus long que large chez Ha. punctata, plus large que long chez Ha. concinna. 

• Le basis capituli rectangulaire présente des éperons marqués en face dorsale chez Ha. 
concinna tandis qu’ils sont beaucoup moins prononcés chez Ha. punctata. 
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• Les aires poreuses sont subcirculaires et rapprochées chez Ha. punctata et ovales, larges et 
plus espacées chez Ha. concinna. 

• Les articles 2 des palpes ont une forme arrondie caudo-latéralement et sont saillants par 
rapport à l’article 3 chez Ha. punctata tandis qu’ils sont rebondis latéralement en forme de 
« chapeau chinois » chez He. concinna. 

• Le trochanter I possède un processus pointu caudalement chez Ha. punctata, beaucoup moins 
développé chez Ha. concinna. 

• Ventralement, le basis capituli est ovale chez Ha. concinna et rectangulaire chez Ha. punctata. 

 

Figure 32 : Morphologie de Haemaphysalis punctata 
femelle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale  
a : trochanter I avec un éperon marqué ; b : rostre 

court avec l’article 2 des palpes saillants et arrondis ; 
c : aires poreuses subcirculaires et rapprochées ; 
d : basis capituli rectangulaire ; e : scutum long ; 

f : basis capituli rectangulaire 

 

Figure 33 : Morphologie de Haemaphysalis concinna 
femelle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale  
a : trochanter I avec un éperon discret ; b : rostre 

court avec l’article 2 des palpes saillants et 
rebondis ; c : aires poreuses ovales et espacées ; 

d : basis capituli rectangulaire et anguleux ; 
e : scutum large ; f : basis capituli ovale 

 

ii Mâle 

Les mâles de Ha. punctata (cf. Figure 34) et Ha. concinna (cf. Figure 35) présentent un scutum 
marron ponctué. Cependant, ils ont de nombreuses différences marquantes permettant de les 
différencier : 

• Dorsalement, le basis capituli de Ha. concinna présente de longues pointes contrairement à 
Ha. punctata. 

• Haemaphysalis punctata présente une longue épine caudale sur le trochanter I, très peu 
marquée chez Ha. concinna. 

• L’article 2 des palpes est rebondi caudo-latéralement en forme de « chapeau chinois » chez 
Ha. concinna, et les articles I des palpes se croisent à leurs extrémités lorsque le rostre est 
fermé. 

• Ventralement, Ha. punctata possède une très longue épine interne sur la hanche IV, absente 
chez Ha. concinna. Ce critère est significatif dans la différenciation des deux espèces. 
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Figure 34 : Morphologie de Haemaphysalis punctata 
mâle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale  
a : épine caudale marquée sur le trochanter I ;  

b : rostre court avec articles 2 élargis et arrondis ;  
c : basis capituli rectangulaire ; d : scutum ponctué ; 

e : longue épine interne sur la hanche IV 

 

Figure 35 : Morphologie de Haemaphysalis concinna 
mâle [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : épine caudale discrète sur le trochanter I ;  

b : rostre court et palpes rebondis se croisant à leurs 
extrémités ; c : basis capituli rectangulaire et 

anguleux ; d : scutum ponctué ; e : épine interne très 
réduite sur la hanche IV 

 

iii Nymphe 

Les nymphes de Ha. punctata (cf. Figure 36) et Ha. concinna (cf. Figure 37) ressemblent à des 
femelles de petite taille. Elles se différencient l’une de l’autre par leur forme, qui est beaucoup plus 
longiligne chez Ha. punctata, par l’aspect anguleux du rostre (b) très marqué de Ha. concinna et  la 
présence d’un processus (a) marqué sur le trochanter I chez Ha. punctata, absent chez Ha. concinna. 

 

Figure 36 : Morphologie de Haemaphysalis 
punctata nymphe [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : épine caudale marquée sur le trochanter I ; 

b : rostre court et articles 2 des palpes larges et 
arrondis 

 

Figure 37 : Morphologie de Haemaphysalis concinna 
nymphe [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : épine caudale sur le trochanter I très discrète ; 
b : rostre court et articles 2 des palpes larges et 

rebondis 
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iv Larve 

Les larves de Ha. punctata (cf. Figure 38) et Ha. concinna (cf. Figure 39) se distinguent, comme 
pour les autres individus de ces espèces, par l’aspect anguleux marqué des palpes (a) de Ha. concinna 
dorsalement. Le scutum de Ha. concinna est également plus pointu que celui de Ha. punctata qui est 
rond (b). Ventralement, la base du capitulum (c) est hexagonale chez Ha. concinna et arrondie chez 
Ha. punctata. Aussi, les hanches de Ha. concinna présentent des petites épines (d) très émoussées, 
absentes chez Ha. punctata. 

 

Figure 38 : Morphologie de Haemaphysalis punctata 
larve [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre court ; b : scutum arrondi ; c : basis capituli 

arrondi ; d : hanches sans épine 

 

Figure 39 : Morphologie de Haemaphysalis concinna 
larve [32] 

A : face dorsale ; B : face ventrale 
a : rostre court triangulaire ; b : scutum pointu ; c : 
basis capituli hexagonal ; d : petites épines sur les 

hanches 

 

II.B.4.b Cycle 

Haemaphysalis punctata et Ha. concinna, comme tous les individus de ce genre, présentent 
un cycle triphasique durant de 1 à 3 ans. Ditrope, les larves et les nymphes sont retrouvées 
principalement sur les oiseaux migrateurs et les petits mammifères comme les hérissons, les lièvres, 
les écureuils, mais peuvent également se nourrir sur des grands mammifères de manière 
occasionnelle. Les adultes sont retrouvés essentiellement sur les grands mammifères, les renards, les 
chiens [1], [32]. 

 

II.B.4.c Répartition géographique en France métropolitaine 

Haemaphysalis punctata est une espèce exophile peu exigeante, capable de tolérer des 
environnements climatiques très différents comme des biotopes secs, humides ou doux. Nous 
pouvons alors la retrouver dans les pâturages, les lisières de forêts, les broussailles ou encore les zones 
calcaires. Elle supporte également bien l’altitude puisqu’elle a été retrouvée à 1300m d’altitude en 
Italie. En France, sa répartition est surtout connue dans le Sud-Est (cf. Figure 40) [1], [32], [52]. 

Haemaphysalis concinna est en revanche plus exigeante, affectionnant les biotopes tempérés 
qui offre une hygrométrie assez élevée comme les lisières de forêt, les forêts de feuillus, les 
végétations urbaines ou encore le long des fleuves. Elle est retrouvée sur une diagonale allant de la 
Nouvelle-Aquitaine au Nord-est de la France (cf. Figure 41) [32], [53]. 



60 

 

 

Figure 40 : Répartition géographique de 
Haemaphysalis punctata en 2013 [32] 

 

Figure 41 : Répartition géographique de 
Haemaphysalis concinna en 2018 [53] 

 

II.B.4.d Rôle vectoriel majeur 

Le rôle des tiques Haemaphysalis est encore peu étudié et aucun lien n’est établi aujourd’hui 
entre Ha. concinna et des maladies humaines ou animales en France [41], [54], [55].  

De son côté, Ha. punctata est en cause dans la transmission de Babesia major aux bovins mais 
son rôle dans la transmission de la piroplasmose équine n’est pas avéré [4]. 

 

Résumé de Haemaphysalis punctata 

Morphologie :  
Métastriata 
Brévirostre 
Longue épine sur la hanche IV chez le mâle 

Cycle :  
Triphasique ditrope 
Exophile 

Lien avec la piroplasmose équine : Aucun ? 
Répartition en France métropolitaine : Sud-Est 

Résumé de Haemaphysalis concinna 

Morphologie :  
Métastriata 
Brévirostre 

Cycle :  
Triphasique ditrope 
Exophile 

Lien avec la piroplasmose équine : Aucun ? 
Répartition en France métropolitaine : Sud et couloir migratoire. 
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III. La piroplasmose équine 

III.A Parasites responsables de la piroplasmose 

Les piroplasmes ont été mis en évidence sur étalements de sang de bœuf en 1888, puis Babès 
démontre ensuite leur présence sur sang de mouton en 1892. Depuis, leur présence fut établie chez le 
chien, le cheval ou encore l’Homme [56]. 

La piroplasmose équine, aussi appelée « fièvre biliaire », est une maladie parasitaire non 
contagieuse provoquée par le développement de protozoaires intracellulaires dans les hématies des 
équidés. Le premier agent causal, Theileria equi (anciennement appelée Babesia equi), fut découvert 
par Laveran en 1901 [57]. Le second agent fut découvert par Nutall et al. en 1911. Ces protozoaires, 
Babesia caballi et Theileria equi sont transmis par des tiques dures de l’ordre des Ixodida. Aujourd’hui, 
douze espèces de tiques parmi trois genres sont identifiées comme vectrices des deux piroplasmes. En 
Europe, Dermacentor reticulatus et Dermacentor marginatus semblent être les principales tiques 
vectrices mais deux autres genres sont également incriminés dans la transmission de ces protozoaires : 
Rhipicephalus et Hyalomma [58]. 

III.A.1 Biologie générale 

III.A.1.a Classification taxonomique 

Les agents de la piroplasmose équine, Theileria equi et Babesia caballi, sont deux eucaryotes 
appartenant au phylum des Apicomplexa, qui regroupe entre 1,2 millions et 10 millions d’espèces, 
dont seulement 0,1% ont été décrites aujourd’hui. De nombreux parasites appartenant à cet 
embranchement ont une grande importance en termes de santé publique, comme Cryptosporidium, 
l’agent de la cryptosporidiose chez l’Homme, Toxoplasma, responsable de la toxoplasmose ou bien 
Plasmodium, agent du paludisme. Les Apicomplexa sont aussi très présents en santé animale. Nous 
pourrons par exemple citer Eimeria, en cause dans les coccidioses des ovins et des oiseaux, Neospora 
agent de la néosporose canine ou encore Theileria et Babesia, responsables de la piroplasmose de 
nombreux vertébrés. En effet, si Theileria equi et Babesia caballi sont les agents de piroplasmose 
équine, en Europe, la piroplasmose canine est due à Babesia canis et la piroplasmose bovine à Babesia 
divergens [59]. 

Comme tous les Apicomplexa (cf. Tableau III), les deux agents de piroplasmose sont des 
organismes unicellulaires sans appareil locomoteur et à localisation endocellulaire obligatoire chez 
l’hôte intermédiaire. Chez le vecteur, hôte définitif, certains stades peuvent être libres (kinètes dans 
l’hémolymphe). Appartenant à la classe des Haematozoa (ou Aconoidasida), ils présentent la 
particularité d’exiger un stade endo-érythrocytaire. Leur transmission se réalise essentiellement par 
les tiques dures (Ixodida), ce qui leur confère leur appartenance à l’ordre des Piroplasmida [46], [60]. 

Deux familles se distinguent au sein de l’ordre des Piroplasmida : les Babesiidae et les 
Theileriidae. Les principales distinctions reposent sur le passage direct dans les globules rouges à partir 
des sporozoïtes injectés par les tiques chez les Babesiidae, et sur une transmission trans-ovarienne 
chez l’hôte définitif, à savoir la tique, chez les Babesiidae également.  
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Tableau III : Classification taxonomique du genre Theileria et Babesia [59], [61] 

Règne Protista 

Sous-règne Protozoa 

Embranchement Apicomplexa 

Classe Haematozoa (Aconoidasida) 

Ordre Piroplasmida 

Famille Theileriidae Babesiidae 

Genre Theileria Babesia 

Pour T. equi, cette classification au sein de la famille des Theileriidae reste relativement 
récente et va encore évoluer. En effet, en 1901, après avoir découvert l’agent du paludisme, le célèbre 
parasitologue français, Alphonse Laveran, décrit pour la première fois Babesia equi. En 1912, le 
parasite est intégré à la famille des Babesiidae et est nommé ainsi pour ses caractéristiques 
morphologiques et sa pathologie. En 1988, cette classification est remise en question et le protozoaire 
intègre alors la famille des Theileriidae et est renommé Theileria equi sur la base d’arguments 
développementaux, morphologiques, biochimiques et génétiques. Cette dichotomie des piroplasmes 
en Babesia et Theileria est fortement remise en question sur la base de nombreux travaux utilisant des 
marqueurs moléculaires. La sudivision des piroplasmes en 10 genres correspondant aux 10 clades 
mises en évidence serait probablement nécessaire [58], [62], [63]. 

 

III.A.1.b Cycle biologique  

i Transmission vectorielle : généralités 

La piroplasmose équine, connue également sous le nom de babésiose, est une maladie qui 
affecte tous les équidés (chevaux, ânes, mules, zèbres). De manière commune, le cycle de B. caballi et 
T. equi possède deux principales étapes (cf. Figure 42). Il se déroule d’une part chez les tiques dures, 
hôtes définitifs, où a lieu la phase de reproduction sexuée et de l’autre part chez les équidés, hôtes 
intermédiaires, où n’a lieu qu’une reproduction asexuée.  

Les cycles de vie de ces deux agents de la piroplasmose équine suivent le schéma de 
développement des Apicomplexa. Celui-ci commence à l’occasion d’un repas de sang, durant lequel 
les sporozoïtes, présents dans les glandes salivaires de la tique pénètrent dans la circulation sanguine 
de l’hôte vertébré et envahissent ses globules rouges. Les sporozoïtes évoluent alors en trophozoïtes 
puis se divisent en mérozoïtes grâce au processus de mérogonie, ou fission binaire. Les mérozoïtes 
sortent alors des érythrocytes pour en réinfecter d’autres au sein de la circulation sanguine. S’ensuit 
l’étape de la gamogonie, initiée par l’engagement des mérozoïtes en gamétocytes. A l’occasion d’un 
nouveau repas de sang, les formes sexuées (gamétocytes) et asexuées (mérozoïtes et trophozoïtes) 
sont ingérées par la tique. Si les formes asexuées sont détruites dans le système digestif, les 
gamétocytes sont absorbés dans la lumière de l’intestin de la tique et évoluent en gamètes mâles et 
femelles. Ces deux forment sexuées fusionnent alors pour former des zygotes mobiles, appelés 
ookinètes. C’est l’étape de la reproduction sexuée : la gamogonie. Ces ookinètes envahissent les 
cellules intestinales de la tique et subissent une division méiotique sur place, aboutissant à la 
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production de kinètes. Ces kinètes se disséminent ensuite via l’hémolymphe de la tique dans différents 
organes périphériques comme par exemple, pour certaines espèces de piroplasmes, les cellules 
ovariennes, ou pour toutes, les glandes salivaires. L’invasion des ovocytes conduit à leur transmission 
à la descendance : c’est la transmission transovarienne. Dans les glandes salivaires, les kinètes 
évoluent en sporoblastes qui ont la capacité de rester en dormance sur place entre les différentes 
stases des tiques : c’est la transmission transstadiale. A l’occasion d’un nouveau repas de sang à la 
stase suivante, les sporoblastes sont activés et une production de sporozoïtes est enclenchée. Cette 
étape de reproduction asexuée est appelée la sporogonie. Les sporozoïtes sont alors libérés dans la 
circulation sanguine de l’hôte vertébré et le cycle reprend [46], [60], [64]. 

 
Figure 42 : Cycle biologique des Theileriidae et des Babesiidae, modifié d’après Anofel et al. [63] 

 

ii Tiques vectrices de la piroplasmose équine en France métropolitaine 

Aujourd’hui, de très nombreuses espèces de tiques sont reconnues ou suspectées comme étant 
impliquées dans la transmission des piroplasmes aux équidés dans le Monde. En France, 4 espèces 
sont confirmées (cf. Tableau IV) : 
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Tableau IV : Espèces de tiques ayant un rôle confirmé dans la transmission de la piroplasmose équine en 
France [42] 

Espèces T. equi B. caballi Espèces T. equi B. caballi 

Dermacentor Hyalomma 

D. marginatus x x Hya. marginatum x x 

D. reticulatus x x Rhipicephalus 

 R. bursa  x x 

 

iii Autres modes de transmission de la piroplasmose équine 

Si le principal mode de transmission de la piroplasmose équine aux équidés est vectoriel par le 
biais de la tique, qui contamine l’équidé au moment d’un repas de sang, d’autres modes de 
transmission plus rares peuvent tout de même être évoqués. 

• Transmission iatrogène : Des contaminations sont possibles sans passage par une tique 
vectrice, lors de transfusions sanguines à partir du sang d’un donneur porteur de la 
piroplasmose à des fins médicales ou non, comme en cas de pratique illégale du « blood 
doping », ou encore en cas de réutilisation d’aiguilles ou de seringues contaminées [46], [65]. 

• Transmission transplacentaire : Si la transmission transplacentaire de B. caballi est incertaine, 
elle est en revanche bien étudiée pour T. equi. Au début de la gestation, entre le 40ème et le 
150ème jour, le fœtus se nourrit de tissus maternels avant la mise en place du placenta. Pendant 
cette période, le passage d’érythrocytes infectés par T. equi peut avoir lieu. Au-delà de cette 
date, les piroplasmes ne peuvent plus passer. Le système immunitaire du fœtus ne se mettant 
en place qu’à partir du 240ème jour et la placentation épithéliochoriale empêchant le passage 
des anticorps maternels, une contamination transplacentaire provoquera la reconnaissance 
des parasites comme appartenant au soi immunitaire du poulain. La conséquence de cette 
transmission transplacentaire est un risque d’avortement. En revanche, la naissance d’un 
poulain cliniquement sain est aussi possible [66]–[68]. 

 

III.A.1.c Morphologie 

Les piroplasmes sont observables au microscope optique sur étalement sanguin coloré au 
May-Grünwald-Giemsa. De manière générale, les piroplasmes sanguins se présentent de manière 
piriforme, justifiant leur appellation de piroplasmes. Ces protozoaires intra-érythrocytaires peuvent 
être divisés en deux catégories : 

• Les petits piroplasmes, mesurant entre 1 et 1,5 µm, auxquels appartient T. equi, 

• Les grands piroplasmes, mesurant entre 1,5 et 5 µm, auxquels appartient B. caballi. 
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III.A.2 Babesia caballi 

III.A.2.a Particularités du cycle biologique 

Le cycle de B. caballi (cf. Figure 43) possède ses propres particularités que nous décrirons ici. 

 

Figure 43 : Cycle biologique de Babesia caballi [69] 

 

i Chez l’hôte intermédiaire, l’équidé 

De la même manière que pour T. equi et les autres piroplasmes, la mérogonie a lieu chez l’hôte 
vertébré, ici un équidé. A l’occasion d’un repas de sang, les sporozoïtes présents dans la salive sont 
injectés dans une poche de cytolyse créée par la tique sous la peau de l’hôte et infectent les 
érythrocytes dans la circulation sanguine. Les sporozoïtes se développent ensuite dans les globules 
rouges pour donner place à des trophozoïtes. Ceux-ci continuent de se développer puis se clivent pour 
donner deux mérozoïtes par trophozoïte. Cette forme de piroplasme est alors capable d’infecter de 
nouveaux érythrocytes et de recommencer un processus de division. La parasitémie maximale à 
B. caballi reportée est de 10% mais n’excède généralement pas les 1%. Suite à une infection, les 
chevaux restent porteurs pendant 1 à 4 ans [55], [60], [70]. 
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ii Chez l’hôte définitif, la tique dure 

Lors d’un nouveau repas de sang, la tique, hôte définitif, ingère les érythrocytes parasités et les 
digère. Les mérozoïtes sont détruits dans le tube digestif de la tique mais les gamétocytes persistent 
et évoluent en gamètes. S’ensuit la phase de reproduction sexuée, la gamogonie, où les gamètes 
fusionnent pour produire un zygote mobile qui évolue en kinètes. Ces kinètes se disséminent ensuite 
via l’hémolymphe dans de nombreux organes dont les ovaires et les ovocytes. Ici, une multiplication 
permet la production de nombreux sporokinètes qui resteront en état de quiescence ou continueront 
leur reproduction en envahissant d’autres cellules.  

Les kinètes contenus dans les ovocytes permettront une transmission aux générations de tiques 
suivantes par voie transovarienne. Les sporokinètes présents dans les glandes salivaires quant à eux 
évolueront en sporozoïtes et seront transmis à un équidé lors d’un nouveau repas de sang [70], [71]. 

 

III.A.2.b Morphologie 

Babesia caballi, mesurant de 2 à 5 µm de longueur et de 1,3 à 3 µm de diamètre (contre 1,0 à 
2,5 µm chez les petites Babesia comme Babesia bovis), est considérée comme une grande Babesia. En 
fonction du stade du cycle (cf. Figure 44), plusieurs formes peuvent être observées au microscope 
optique sur un frottis sanguin coloré au May-Grünwald-Giemsa [73] : 

• La forme bigéminée (A), représentant deux éléments piriformes unis par leur extrémité, 
correspond aux mérozoïtes ayant réalisé leur fission binaire, à la fin de la mérogonie. Cette 
forme, très caractéristique de B. caballi, permet le diagnostic sur frottis sanguin. 

• La forme sphérique (B) ou pléomorphique (C) correspond aux trophozoïtes. 

• La forme en division cellulaire (D) correspond aux mérozoïtes en début de fission binaire.  

 

 

Figure 44 : Différentes formes de Babesia caballi intra-érythrocytaires sur un frottis sanguin d’équidé en 
microscopie optique (x2000) après coloration au May-Grünwald-Giemsa [73] 

A : forme bigéminée ; B : forme sphérique ; C : forme pléomorphique ; D : forme en début de division cellulaire 

 

III.A.3 Theileria equi 

III.A.3.a Particularités du cycle biologique 

Le cycle de T. equi possède lui aussi ses particularités (cf. Figure 45), que nous allons 
développer ici. 
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Figure 45 : Cycle biologique de Theileria equi [69] 

 

i Chez l’hôte intermédiaire, l’équidé 

Pendant la phase de mérogonie (ou schizogonie), les sporozoïtes présents dans la salive et 
injectés à l’équidé par la salive pénètrent ensuite dans les lymphocytes du sang périphérique. D’après 
une étude menée par Ramsay en 2013 sur des chevaux immunodéprimés, les monocytes et les 
macrophages pourraient également être infectés in vitro et permettent la poursuite du cycle 
parasitaire. Après une phase de développement permettant le passage aux trophozoïtes, aux 
schizontes puis aux microzoïtes dans les lymphocytes, une phase de multiplication asexuée permet la 
production de 200 mérozoïtes par cellule infectée. Les mérozoïtes, formes infectantes des 
érythrocytes, pénètrent dans ces derniers. Il est estimé que 80% de la population érythrocytaire peut 
être infectée. Ici, ils se divisent en quatre pour former une « croix de Malte », forme caractéristique de 
T.equi. Après rupture des globules rouges, les mérozoïtes pénètrent dans de nouveaux érythrocytes et 
réalisent de nouvelles phases de reproduction asexuée [62], [71], [74]. 

La parasitémie maximale à T. equi reportée est de 95%, mais même si elle reste bien supérieure 
à celle de B. caballi, elle n’excède généralement pas les 7%. Suite à une infection, les chevaux restent 
porteurs à vie [60]. 
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ii Chez l’hôte définitif, la tique dure 

Au cours d’un repas de sang, la tique ingère les globules rouges de l’équidé qui sont ensuite 
digérés. Les gamétocytes persistent et restent dans l’intestin pendant 48-72h puis grossissent et une 
reproduction asexuée s’ensuit, produisant des cellules multinucléées, les microgamontes. Elles se 
divisent ensuite en plusieurs cellules mononuclées, les microgamètes. En parallèle, d’autres gamontes 
vont évoluer différemment et forment les macrogamontes.  

Les macrogamètes et microgamètes vont ensuite se conglomérer et fusionner pour donner des 
zygotes. A l’intérieur de ces zygotes en croissance, des kinètes évoluent pour se retrouver libres dans 
l’hémolymphe 5 à 7 jours plus tard. 

Dans les cellules épithéliales de l’intestin de la tique a lieu la sporogonie 7 à 8 jours après 
l’infection. Les kinètes pénètrent dans les cellules des glandes salivaires, qui deviennent 
hypertrophiées. Ces kinètes, devenus sporontes, réalisent une division en sporoblastes autour 
desquels se forment de nombreux sporozoïtes. Contrairement à B. caballi, les kinètes n’envahissent 
pas d’autres organes que les glandes salivaires, comme les ovaires, ce qui rend impossible toute 
transmission verticale [62], [71]. 

 

III.A.3.b Morphologie 

Theileria equi, mesurant environ 2 µm, est considérée comme une petite Babesia. La 
morphologie de ce piroplasme varie également en fonction des étapes du cycle (cf. Figure 46) [75]: 

• La forme ovalaire correspond aux trophozoïtes. 

• La forme en division représente le début de la division du mérozoïte. 

• La croix de Malte, forme typique de T. equi, correspond à la division du mérozoïte lors de la 
mérogonie. 

• La forme piriforme correspond à la fin de la division avant la rupture de l’érythrocyte. 

 

 
Figure 46 : Différentes formes schématiques de Theileria equi intra-érythrocytaires visibles sur un frottis 

sanguin d’équidé [76] 
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III.B Etude clinique de la piroplasmose 

III.B.1 Physiopathologie 

Après la contamination par les tiques, l’incubation dure 12 à 19 jours pour T. equi et 10 à 30 
jours pour B. caballi. La fin de cette période se marque par la survenue d’une érythrolyse et d’un pic 
d’hyperthermie [71]. 

 

III.B.1.a Mécanismes pathologiques 

Le stress oxydatif provoqué par la parasitémie provoque une altération des protéines et des 
lipides de la membrane érythrocytaire ainsi qu’une augmentation de l’aldéhyde malonique 
plasmatique, à l’origine d’une peroxydation lipidique. Ces modifications entraînent un désordre 
biochimique au sein des érythrocytes et provoquent leur hémolyse intravasculaire. Aussi, la présence 
d’une hypophosphatémie, rapportée lors de piroplasmose, ainsi que la diminution de la réserve d’ATP 
par inhibition du métabolisme glycéraldhéhyde-3-phosphate aggravent ce phénomène d’hémolyse 
intravasculaire. La libération de bilirubine non conjuguée et son accumulation dans les tissus ont pour 
conséquence l’apparition d’un ictère, parfois marqué sur les cas de piroplasmose aiguë. La libération 
d’hémoglobine a pour conséquence une hémoglobinurie. 

Les modifications de rigidité de la paroi des érythrocytes et ainsi, la diminution de leur capacité 
de déformation, entraînent des stases sanguines dans la microvascularisation. Aussi, les parasites 
intra-érythrocytaires produisent des protéines exportées à la surface des cellules, induisant leur 
agglutination. La formation de thrombi associés à une thrombocytopénie peut entraîner des 
vascularites et dans les cas plus graves une coagulation intravasculaire disséminée (CIVD). 

La bilirubine et l’hémoglobine libérées dans le sang lors de l’hémolyse sont ensuite éliminées 
par le système rénal, provoquant une hémoglobinurie et une pigmenturie, pouvant mener à une 
néphropathie pigmentaire par accumulation dans les néphrocytes. L’action toxique des pigments de 
bilirubine sur les hépatocytes peut également engendrer une surcharge hépatique. Une hypotension 
rénale ainsi qu’une baisse du débit de filtration glomérulaire, causées par les anomalies circulatoires, 
renforcent la défaillance rénale.  

Tout l’organisme peut ensuite être lésé par ces défaillances multiples, menant ensuite à divers 
troubles (neurologiques, digestifs, hépatiques, pulmonaires, cardiaques) [71], [77]. 

 

III.B.1.b Mécanismes immunitaires 

L’immunité mise en place contre T. equi est durable. En revanche, celle contre B. caballi est de 
courte durée. La présence du parasite stimule cette immunité mais après traitement, celle-ci disparaît 
très rapidement. Aucune immunité croisée n’est présente entre T.equi et B. caballi, ce qui rend 
possible l’infection par les deux protozoaires simultanément. 

L’immunité innée, permettant la défense immédiate, assure un rôle essentiel dans la protection 
de l’organisme face à une infection de piroplasmes. Elle fait intervenir de nombreux mécanismes, qui 
ne sont pas tous élucidés aujourd’hui. La rate, du fait de sa capacité à produire des macrophages 
capables d’éliminer les érythrocytes infectés dans la circulation sanguine, joue un rôle fondamental de 
filtre. En effet, des études ont mis en évidence que des chevaux ayant subi une splénectomie 
présentent une parasitémie sévère et succombent. Aussi, les études de Knowles et al. ont mis en 
évidence l’insuffisance de l’immunité innée seule en exposant à T. equi des poulains déficients en 
lymphocyte T et B mais possédant une immunité innée compétente et une rate saine. Ces derniers 
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n’ont pas réussi à contrôler l’infection avec leur seule immunité innée. L’intervention de l’immunité 
adaptative est donc nécessaire au contrôle de l’infection par les piroplasmes [78].  

 

i Immunité à médiation humorale 

Lors d’une infection à T. equi, deux antigènes à la surface des mérozoïtes sont majoritairement 
reconnus, EMA-1 et EMA-2 permettant la production d’anticorps spécifiques 7 à 11 jours après, de 
type IgG1, IgG4 et IgG7 en phase aiguë. Ce taux d’anticorps continue d’augmenter pour atteindre un 
pic de production entre le 30ème et le 45ème jour puis diminue en phase chronique pour conserver un 
taux d’anticorps faible, de type IgG3 et IgG5, tant que l’équidé reste porteur du piroplasme [79].  

Pour B. caballi le mécanisme de la réponse immunitaire à médiation humorale est bien moins 
connu, mais il est bien présent puisqu’une persistance des anticorps maternels jusqu’à 5 mois après la 
prise colostrale a été observée chez le poulain [71]. 

 

ii Immunité cellulaire 

Si la fonction de cette immunité pour la piroplasmose n’est pas encore totalement comprise, 
des études ont démontré pour T. equi la prolifération des lymphocytes du sang périphérique en 
présence de cellules stimulatrices ainsi que le rôle inhibiteur des lymphocytes d’un équidé immunisé 
sur la croissance de lymphoblastes contenant des schizontes in vitro [70]. Aussi, les études de Knowles 
et al. sur les poulains déficients en lymphocytes T et B montrent le rôle des lymphocytes pour obtenir 
une immunité compétente [78]. 

Pour B. caballi, cette immunité semble jouer un rôle important. Expérimentalement, suite à une 
infection par B. caballi, un renforcement de la réponse immunitaire et une neutralisation des parasites 
ont été mis en évidence grâce à la production en grande quantité de NO, de facteur de nécrose 
tumorale alpha (TNF-alpha) et d’autres cytokines [80]. 

 

III.B.1.c Facteurs de risque 

i Facteurs intrinsèques 

Plusieurs facteurs intrinsèques ont été identifiés comme pouvant influencer la prévalence de la 
piroplasmose dans les populations d’équidés. Une différence significative a ainsi pu être mise en 
évidence en fonction de l’espèce, puisqu’il a été montré que T. equi infecte plus facilement les chevaux 
et les mules tandis que B. caballi est retrouvé plus facilement chez les ânes. Aussi, le risque d’infection 
mixte était 40% plus élevé chez les mules que chez les chevaux [81], [82]. 

Une différence de prévalence en fonction du sexe a aussi été mise en évidence pour les 
infections aux protozoaires (toxoplasmose, leishmaniose), basée sur les variations hormonales. En 
revanche, les résultats des différentes études divergent sur ce point, rendant une déduction 
compliquée [70]. 

Pour ce qui est de l’âge des individus, une augmentation de la prévalence de T. equi avec l’âge 
est rapportée, contrairement à B. caballi pour qui la prévalence diminue, probablement du fait d’une 
augmentation du système immunitaire contre B. caballi permettant l’élimination du parasite. Enfin, il 
semble également que la race puisse influencer la prévalence mais les données sont encore faibles à 
ce sujet [70], [81], [82]. 
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ii Facteurs extrinsèques 

Tous les éléments favorisant l’infestation par les tiques vectrices sont des facteurs favorisant 
l’infection. En effet, la présence des tiques est influencée par de nombreux critères environnementaux 
et climatiques évoqués plus tôt, comme les conditions de pâturage, l’hygrométrie, la température, 
l’altitude, etc. 

 

III.B.2 Signes cliniques 

La piroplasmose équine peut se manifester sous différentes formes. 

 

III.B.2.a Forme clinique suraiguë 

Cette forme d’expression clinique de la piroplasmose est rare mais son évolution est très 
rapide et dans la majorité des cas fatale. Celle-ci intervient principalement lors d’une exposition à T. 
equi, sur des individus adultes naïfs mis en contact avec un piroplasme ou encore sur un adulte infecté 
à la suite d’un exercice intense. Elle se rapproche parfois d’une forme aiguë d’évolution beaucoup plus 
rapide : abattement, ictère, fièvre (> 40°C), jusqu’à la mort brutale. Chez le poulain, un abattement et 
une diminution de la tétée peuvent être observés avant le décès [83], [84]. 

 

III.B.2.b Forme clinique aiguë 

Cette expression se caractérise par des signes non spécifiques comme de la fièvre (> 40°C), de 
l’anorexie, un décubitus fréquent, de la déshydratation, un œdème des membres et supra-orbitaire, 
une tachycardie, une tachypnée et une transpiration marquée. Des pétéchies peuvent également être 
observées. Dans les cas d’infection à B. caballi, un dysfonctionnement de nombreux organes est 
également provoqué par l’obstruction des capillaires ou des petits vaisseaux par les érythrocytes 
parasités. Les signes cliniques varient ainsi en fonction des organes touchés. Lors d’infection à T. equi, 
l’envahissement conséquent des érythrocytes et l’hémolyse qui s’ensuit provoquent une anémie 
marquée [77]. 

La maladie évolue en 2 à 6 jours pour B. caballi et en 8 à 10 jours pour T. equi vers la mort (30 
à 50% pour T. equi) ou le passage à une forme chronique. Le pronostic vital des poulains présentant 
une forme aiguë est bien évidemment très fortement engagé. 

 

III.B.2.c Forme clinique chronique 

Les signes cliniques non spécifiques sont toujours les mêmes que dans les formes aiguës, mais 
avec une moindre gravité. Les chevaux présentent des contreperformances, une légère anorexie, une 
anémie normochrome normocytaire, un œdème des membres et une fatigabilité. Leurs muqueuses 
peuvent être ictériques ou présenter des pétéchies occasionnellement. Une atteinte digestive peut 
être observée comme une constipation suivie de colique. Une couleur des urines jaune foncé à brun 
ou rouge en fonction du degré d’hémoglobinurie peut aussi être rapportée [77]. 
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III.B.2.d Forme inapparente 

  Si les formes cliniques peuvent être parfois sévères, de nombreux équidés peuvent 
présenter des formes inapparentes malgré la présence de parasites, à un taux faible, dans leurs 
érythrocytes. Il s’agit des individus que l’on qualifie de « porteurs sains ». Des études ont d’ailleurs 
montré que le taux de porteurs sains dans une population d’équidés porteurs de la piroplasmose 
représentait jusqu’à 65% de la population analysée [84]. 

En revanche, si ces équidés ne sont pas symptomatiques dans l’immédiat, ils peuvent 
développer une forme clinique à l’occasion d’un stress ou d’un effort intense. Aussi, ces animaux 
représentent un risque non négligeable, puisqu’ils agissent comme un réservoir de parasites et sont 
ainsi capables de disséminer la maladie s’ils sont au contact de tiques vectrices. C’est pourquoi certains 
pays, comme le Canada, le Japon ou les Etats-Unis, indemnes de piroplasmose, exigent la présentation 
d’un test sérologique négatif avant toute importation d’un équidé sur leur territoire. 

 

III.B.2.e Complications 

La pathogénie et les troubles provoqués peuvent avoir des répercussions à plus ou moins long 
terme. Comme nous l’avons vu plus tôt, l’accumulation de pigments de bilirubine, dans le foie et dans 
les reins, peut entraîner des répercussions graves. Aussi, dans les cas d’infection à B. caballi, un 
dysfonctionnement de nombreux organes est provoqué par l’obstruction des capillaires ou des petits 
vaisseaux par les érythrocytes parasités. Les signes cliniques varient ainsi en fonction des organes et 
systèmes atteints et la liste des complications n’est pas exhaustive [85] : 

• Système rénal : insuffisance rénale 

• Système digestif : colique, constipation, diarrhée, entérite 

• Système respiratoire : pneumonie, œdème pulmonaire 

• Système hépatique : insuffisance hépatique  

• Système reproducteur : infertilité transitoire ou définitive chez les étalons, avortement 

• Système nerveux : ataxie, crises épileptiformes 

• Système locomoteur : fourbure 

 

III.B.2.f Diagnostic différentiel 

La non spécificité du tableau clinique impose au vétérinaire d’inclure l’hypothèse de 
piroplasmose au sein d’un diagnostic différentiel (cf. Tableau V) relativement large dans lequel nous 
pourrions citer plusieurs maladies [46], [60]. Celles-ci sont des maladies que l’on nomme « piro-like » à 
cause de la présence de symptômes frustes, comme une fièvre isolée : 

• L’anémie infectieuse équine (AIE), 

• La peste équine, 

• La leptospirose, 

• L’artérite virale équine (AVE), 

• L’anaplasmose granulocytaire équine, 
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• La Borréliose ou maladie de Lyme, 

• L’isoérythrolyse néonatale pour les poulains [77]. 

 

Tableau V : Diagnostic différentiel de la piroplasmose équine [60] 

 Piroplasmose Lyme Leptospirose Anaplasmose AIE AVE 

Syndrome 
fébrile 

X X X X X X 

Amaigrissement X X   X  

Œdèmes X   X X X 

Ictère X   X X  

Pétéchies X   X X  

Uvéite  X X    

Signes 
neurologiques 

X X  X X  

Avortement / 
Mortalité 
périnatale 

X X X   X 

Raideurs X X  X   

Autres  
Boiterie 

Fourbure 
 

Orchite 
Arythmie 
cardiaque 

 
Jetage 

Larmoiement 

 

III.B.3 Diagnostic de laboratoire 

III.B.3.a Observation de l’agent pathogène au microscope sur frottis sanguins 

La lecture du frottis se fait sur lame colorée au May-Grünwald-Giemsa à l’aide d’un microscope 
optique. Cette technique ne nécessitant pas beaucoup de matériel se réalise facilement sur le terrain. 
De plus, elle permet de différencier les deux types de piroplasmes par leur aspect. En revanche, le taux 
de parasites intra-érythrocytaires peut être faible, même dans les cas les plus aigus. C’est pourquoi un 
examen minutieux de la lame de frottis sanguins est capital.  

Theileria equi, sous la forme trophozoïte, se présente comme un organisme ovale mesurant 
environ 3 µm de diamètre. Sous la forme mérozoïte, la visualisation de 4 éléments de 1,5 µm formant 
une « croix de Malte » est typique de cette espèce (cf. Figure 47). Babesia caballi, sous la forme 
trophozoïte, se présente en forme d’anneau plus ou moins rond, et en paire de poires de 2 à 5 µm de 
longueur sous la forme mérozoïte (cf. Figure 48).  

 



74 

 

 

Figure 47 : Frottis sanguin coloré au May-Grünwald-
Giemsa avec présence de Theileria equi [65] 

 

Figure 48 : Frottis sanguin coloré au May-Grünwald-
Giemsa avec présence de Babesia caballi [65] 

 

III.B.3.b Méthodes sérologiques 

La mise en évidence des parasites intra-érythrocytaires restant compliquée à réaliser à grande 
échelle, la réalisation de tests sérologiques est recommandée comme méthode de choix pour les 
animaux destinés à l’exportation dans un pays où la maladie n’est pas présente mais où le vecteur l’est. 
Trois tests sérologiques peuvent être utilisés afin de mettre en évidence la présence d’anticorps 
attestant d’une présence actuelle ou ancienne d’un contact avec le parasite : la fixation du 
complément, l’immunofluorescence indirecte et la méthode immuno-enzymatique (ELISA) [65], [86]. 

 

i Fixation du complément 

Cette technique repose sur la mise en évidence ou non des anticorps présents dans le sérum 
préalablement décomplémenté, en les mettant en contact avec des antigènes ajoutés au mélange. Les 
anticorps, s’ils sont présents, se fixent aux antigènes du milieu. Un milieu complémenté est ensuite 
ajouté et le complément se fixe au fragment C des immunoglobulines si elles sont présentes. Enfin, un 
système hémolytique constitué de globules rouges auxquels sont fixés des anticorps anti-érythrocytes 
est ajouté au milieu. Si le système du complément n’a pas été fixé (en cas d’absence d’anticorps 
spécifique de l’antigène dans le cas d’un sérum négatif), celui-ci se fixe alors aux anticorps anti-
érythrocytes et induit la lyse des globules rouges. Ainsi, un tube hémolysé sera interprété comme 
négatif (absence d’anticorps spécifique de l’antigène dans le sérum test) tandis qu’un tube non 
hémolysé sera positif (fixation du complément sur les anticorps spécifiques de l’antigène) [70]. 

Ce test est peu sensible puisque le taux de faux négatifs est élevé, notamment pour les cas 
chroniques. Malgré sa bonne spécificité, des réactions croisées entre T. equi et B. caballi sont 
observées. De plus, l’utilisation des différents produits est coûteuse. C’est pour ces raisons que cette 
technique n’est plus considérée comme la méthode de dépistage sérologique officielle des 
piroplasmes par l’OIE dans le cadre d’exportation [65]. 

 

ii Immunofluorescence indirecte (IFI) 

L’immunofluorescence indirecte repose sur la reconnaissance des anticorps anti-piroplasmes 
recherchés, préalablement liés avec les antigènes spécifiques fixés sur une lame, par des anticorps 
secondaires (conjugués) marqués par un fluorochrome. Cette technique permet de rendre visible les 
complexes immuns en microscopie UV. Un sérum est considéré comme positif si une fluorescence est 
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objectivée à une dilution de 1:80 et plus.  

Cette technique offre une meilleure sensibilité mais la standardisation est délicate car le taux 
de fluorescence permettant d’affirmer la positivité ou la négativité d’un échantillon est dépendant de 
l’appréciation du technicien. De même, elle ne permet pas de tester plusieurs échantillons à la fois et 
rend donc son utilisation impossible à grande échelle. La présence d’anticorps peut être détectée 3 à 
20 jours après l’infection [65]. 

 

iii ELISA par compétition (cELISA) 

Le sérum à tester est mis en contact avec des antigènes recombinants spécifiques (EMA-1 ou 
EMA-2 pour T. equi et Bc48 pour B. caballi), fixés sur un support. Si des anticorps spécifiques de ces 
antigènes recombinants sont présents, ils se fixent dessus. De nouveaux anticorps, spécifiques des 
antigènes et marqués par une enzyme sont ajoutés au mélange et se fixent à leur tour sur les antigènes 
si ceux-ci sont libres. Après rinçage pour éliminer l’excès d’anticorps marqués non fixés, un substrat 
qui se colore en présence de l’enzyme est ajouté. Plus la coloration du mélange est importante, plus 
les anticorps marqués se sont fixés et donc moins la concentration d’anticorps spécifiques des 
piroplasmes dans le sérum était importante [65], [86]. 

Cette technique présente une meilleure sensibilité que l’IFI et la fixation du complément. La 
détection a lieu 21 jours après l’infection par T. equi et le test se négativise 6 à 7 mois après élimination 
de l’élément pathogène [65]. 

 

III.B.3.c Méthode moléculaire : réaction de polymérisation en chaîne (PCR) 

Le principe de la PCR repose sur l’amplification enzymatique puis la détection d’un fragment 
d’ADN d’intérêt au sein du génome de l’agent pathogène. Cette méthode est la plus sensible, pouvant 
mettre en évidence une parasitémie jusqu’à 0,000006%, et donc la meilleure pour diagnostiquer une 
piroplasmose chronique. De plus, même si des variations génétiques existent entre les différentes 
souches de T. equi, l’utilisation de zones d’ADN conservées permet de détecter tous les variants 
génétiques [70], [87], [88]. 

 

III.B.4 Traitement 

L’élimination des piroplasmes n’a pas d’intérêt majeur dans les régions endémiques car le 
portage asymptomatique confère une immunité à vie. En revanche, dans les pays non endémiques, 
l’élimination totale des agents pathogènes est souhaitable afin de ne pas conserver d’individus 
réservoirs à l’origine de la dissémination de la maladie et ainsi diminuer les signes cliniques et réduire 
le taux de létalité des individus malades. Les infections à T. equi semblent cependant plus difficiles à 
traiter que celle à B. caballi, qui disparaissent d’ailleurs d’elles-même avec le temps [70], [88]. 

 

III.B.4.a Imidocarbe 

i Présentation 

L’imidocarbe, dérivé de la carbanilide appartenant à la famille des diamidines aromatiques, est 
une molécule aussi bien babésicide qu’anaplasmicide. Sous forme de diproprionate d’imidocarbe, elle 
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est commercialisée aujourd’hui sous le nom de CARBESIA® [89]. Ce médicament se présente sous la 
forme d’une solution injectable en flacon. Destiné au traitement des babésioses bovine et canine et 
de l’anaplasmose bovine, il ne possède pas d’AMM pour les équidés, mais peut être utilisé dans le 
cadre de la cascade thérapeutique contre les piroplasmes équins. Son spectre d’activité étant large, il 
est également dirigé contre Ehrlichia sp., Hepatozoon canis, Cytauxzoon felis, ou encore Mycoplasma 
haemofelis et Mycoplasma haemominutum [90]. 

 

ii Posologie 

Comme évoqué plus tôt, l’infection à T. equi est plus difficile à éliminer que celle à B. caballi. 
C’est pourquoi la posologie recommandée aujourd’hui pour une infection à T. equi est 4 injections à 
72h d’intervalle à la dose de 4 mg/kg en injection intra-musculaire profonde. En revanche, d’après une 
étude réalisée en 2013 [91], cette posologie ne permet l’élimination du parasite que dans 5 cas sur 6. 
Pour les infections à B. caballi, la posologie recommandée est 2 injections à 24 heures d’intervalle à la 
dose de 2 mg/kg en injection intramusculaire profonde. 

 

iii Pharmacodynamie 

Le mécanisme pharmacodynamique de l’imidocarbe est mal connu encore aujourd’hui. Par le 
biais de transporteurs protéiques de bases puriques, la molécule pénètre activement dans le parasite. 
Il agirait ensuite comme inhibiteur des topo-isomérases de type II et bloquerait ainsi la réplication de 
l’ADN, conduisant à la mort des protozoaires sensibles.  Il est également supposé que l’imidocarbe 
interfère avec la synthèse des polyamines du parasite [89]. 

 

iv Pharmacocinétique 

Après injection d’imidocarbe, une résorption intramusculaire rapide et complète a lieu dans 
les 10 minutes suivantes. La concentration plasmatique atteint son pic entre 30 min et 4h et diminue 
ensuite rapidement lors de la phase de distribution, puis lentement lors de la phase d’élimination (cf. 
Figure 49) [90], [92]. 

 
Figure 49 : Concentration plasmatique de l’imidocarbe en fonction du temps après injection intramusculaire 

(2,4 mg/kg) [92] 
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Le diproprionate d’imidocarbe subit peu de transformations hépatiques et est principalement 
éliminé dans les urines, 3 à 36 heures après l’injection, à une concentration similaire à celle du pic 
plasmatique. La concentration fécale maximale est quant à elle atteinte 48 heures après 
l’administration mais reste détectable jusqu’à 10 jours après. La molécule est également détectable 
dans le lait de jument 2 heures après l’administration [90], [92]. 

 

v Effets secondaires 

Les effets indésirables du piroplasmicide sont dus à son action anticholinestérasique 
provoquant une augmentation de l’acétylcholine et ainsi un syndrome parasympathomimétique. Si ces 
effets peuvent être importants, ils le sont d’autant plus chez les ânes, plus sensibles, qui présentent 
plus fréquemment des complications. Ces troubles peuvent être généraux (hyperthermie, sudation, 
prostration), mais aussi digestifs (coliques, hypersalivation, diarrhée) ou neuro-
musculaires (tremblements, convulsions) [89]. 

L’apparition de colique peut être évitée en ajoutant un spasmolytique lors du protocole 
thérapeutique. Chez des animaux très sensibles ou lors de surdosage, ces complications peuvent 
mener à des lésions graves, comme une nécrose hépatique péri-portale aiguë ou une nécrose tubulaire 
corticale rénale, pouvant aller jusqu’à la mort de l’individu [77]. C’est pourquoi l’imidocarbe doit être 
utilisé avec précautions.  

 

III.B.4.b Autres traitements  

Différentes molécules peuvent être citées comme des substances colorantes utilisées 
historiquement (bleu trypan, euflavine) mais dont l’usage fut arrêté pour leurs résistances, des dérivés 
de la naphtaline ou les dérivés de l’artémisinine, pour lesquels l’efficacité restait mitigée et les 
tétracyclines pour lesquelles l’efficacité n’est pas complète [70].  

 

III.B.5 Prophylaxie 

Aujourd’hui, plusieurs études ont essayé de mettre en place un vaccin afin d’induire une 
immunité protectrice mais aucune ne s’est révélée efficace pour prévenir totalement l’infection à 
T. equi et B. caballi. Le contrôle de la piroplasmose équine repose donc sur la prise en charge 
thérapeutique mais aussi sur le contrôle des mouvements d’équidés et des vecteurs. Cette prévention 
est irréalisable dans les pays endémiques et, comme évoqué plus tôt, traiter les animaux n’est pas 
souhaitable car cela imposerait la perte de la protection procurée par l’infection. Pour les pays non 
endémiques, la gestion est différente et repose surtout sur l’obligation de réaliser un test sérologique 
lors de l’importation d’un individu provenant de zones endémiques sur ces territoires [88]. 

Le contrôle des tiques vectrices évoqué plus tôt (cf. I.C) est un engagement très difficile à 
mettre en place. Dans une moindre mesure, cela peut tout de même permettre, dans les cas 
d’importation, de minimiser le risque d’introduction de tiques vectrices et/ou infectées et de limiter 
ainsi la propagation dans les pays indemnes en traitant les individus aux acaricides. En revanche, 
l’apparition de résistances à ces molécules est un problème non négligeable à prendre au sérieux dans 
les zones à forte infestation et doit donc motiver une utilisation raisonnée [77]. 
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III.C La piroplasmose équine en France métropolitaine 

III.C.1 Évolution de la répartition géographique  

En 1924, les études de Loge et Brizard ont permis de mettre en évidence la piroplasmose 
équine pour la première fois sur le territoire français. Depuis, de nombreuses études se sont 
intéressées à sa répartition, dont celle réalisée en 1998 par Soule [93], qui a étudié la séroprévalence 
de 35 000 chevaux sur toute la France en analysant leur sérum par la méthode de fixation du 
complément. En effet, le Sud-Loire présentait les taux les plus élevés d’infections latentes. 
Theileria equi était représenté en majorité dans le Sud-Ouest et dans la région méditerranéenne, 
tandis que B. caballi était principalement retrouvé au sud de la région Bourgogne-Franche-Comté, à 
l’ouest de la région Auvergne-Rhône-Alpes et en Occitanie [41], [56], [71].  

Une étude réalisée en 2007 par Le Metayer a permis d’analyser l’évolution de la prévalence de 
la piroplasmose en France entre 1974 et 2005 (cf. Figure 50). Pour B. caballi, on y observe une nette 
tendance à l’augmentation en l’espace de 30 ans. Le nombre de départements présentant plus de 15% 
des effectifs de chevaux testés positifs à en effet évolué de neuf départements entre 1974 et 1989 à 
plus d’un tiers des départements entre 1997 et 2005, principalement dans le Sud de la France. 
L’évolution semble même avancer vers le Nord. Pour T. equi, les observations sont similaires (cf. Figure 
51), avec huit départements ayant un taux de séroprévalence >15% entre 1974 et 1989, augmentant 
à plus de la moitié du territoire entre 1997 et 2005 [56].  

 

 

Figure 50 : Evolution de la répartition géographique de la séroprévalence de Babesia caballi de 1974 à 2005 
[56]  

A : de 1974 à 1989 ; B : de 1981 à 1996 ; C : de 1997 à 2005 
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Figure 51 : Evolution de la répartition géographique de la séroprévalence de Theileria equi de 1974 à 2005 [56] 
A : de 1974 à 1989 ; B : de 1981 à 1996 ; C : de 1997 à 2005 

Si l’évolution de la localisation des piroplasmes équins entre 1974 et 2005 nous montre une 
intensification dans le sud et une montée vers le nord, depuis 2005, plus aucune donnée ne nous 
permet de connaître leur répartition géographique actuelle. 

 

III.C.2 Évolution de la séroprévalence des deux piroplasmes  

Une étude récente, réalisée par Nadal en 2022, reprend les données de Le Metayer (2007), et 
compare l’évolution de la prévalence totale sur le territoire français entre 1997 et 2003 pour les deux 
piroplasmes (cf. Figure 52). Si celle-ci a augmenté pour T. equi, on observe en contrepartie une 
diminution de la séropositivité pour B. caballi. Globalement, la proportion de chevaux porteurs des 
anticorps spécifiques d’un des deux piroplasmes sur cette même période reste cependant stable, 
passant de 18,0% en 1997 à 19,4% en 2003 [94]. 

 
Figure 52 : Évolution du taux de séroprévalence de Theileria equi et de Babesia caballi chez les chevaux en 

France entre 1997 et 2003 [94] 
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III.C.3 Distribution des vecteurs de piroplasmose  

La progression de la distribution des piroplasmes équins vers le Nord de la France, 
l’intensification de la densité des populations de parasites dans le Sud et l’augmentation de la 
séroprévalence à T. equi comparativement à celle de B. caballi, sont probablement à relier directement 
à des changements dans la répartition de leurs vecteurs respectifs. 

En effet, les changements climatiques et environnementaux engendrent une évolution dans la 
répartition des différents vecteurs et le développement de certaines espèces peu présentes dans le 
passé sur le territoire français. Les changements dans la répartition géographique des différentes 
espèces de tiques entraînent logiquement une conséquence directe sur la répartition des maladies 
qu’elles transmettent, comme la piroplasmose équine. Toutefois, aucune étude ne nous permet de 
savoir de manière précise quelle est la répartition ni l’importance relative de ces vecteurs aujourd’hui 
en France : ce constat nous a amené à mettre en place notre propre enquête. 
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 Deuxième partie : étude des tiques chez les 

équidés en France métropolitaine 

I. Objectif de l’étude  

Le but de cette étude est de réaliser un inventaire des différentes espèces de tiques présentes 
sur les équidés aujourd’hui en France métropolitaine et de préciser leur répartition géographique. Pour 
cela, elle s’appuie sur le programme PiroSentinel, un des programmes de sciences participatives du 
projet PiroGoTick.  

PiroGoTick est un projet scientifique national mis en place en 2019 par l’INRAE (UMR 
BIOEPAR – Equipe TiBoDi à Oniris). Les objectifs de ce projet sont d’identifier les tiques présentes sur 
les équidés en France, de connaître leur répartition géographique, leur abondance, leur dynamique 
saisonnière et d’approfondir les connaissances sur la prévalence de la piroplasmose équine et la 
caractérisation génétique des deux piroplasmes équins. Il regroupe de nombreux programmes dont 
PiroSentinel (cf. Figure 53). Les différents programmes et objectifs sont expliqués sur le site internet 
du projet (https ://www6.inrae.fr/pirogotick). 

 
Figure 53 : PiroGoTick et ses différents programmes de sciences participatives 

Les objectifs du programme PiroSentinel sont d’identifier les espèces de tiques présentes sur 
les équidés en France métropolitaine pour en réaliser un inventaire précis, caractériser leur répartition 
géographique, leur abondance relative et leur dynamique saisonnière. Seul le recours à la science 
participative permet d’atteindre ces objectifs à l’échelle nationale. Il s’agit d’un suivi de 2 à 3 ans sur 
la base du volontariat dans lequel les participants, répartis sur l’ensemble du territoire métropolitain 
français, inspectent chaque semaine leurs équidés, collectent les tiques retrouvées et les retournent 
au laboratoire pour identification et analyse. 
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II. Matériels et méthodes 

II.A Mise en place du réseau de sentinelles 

II.A.1 Communication du projet au grand public 

Le projet PiroSentinel a été soumis au grand public à partir de juin 2020 via des journaux, les 
partenaires du projet (RESPE, FNC) ou les réseaux sociaux (page Facebook), en précisant les objectifs 
et les engagements de ce programme de science participative (cf. Annexe 1). Les candidats devaient 
être capables de s’engager sur une durée de deux ans, de collecter de manière quotidienne à 
hebdomadaire les tiques observées sur leurs équidés, d’enregistrer manuellement leurs collectes et 
de les envoyer ensuite au laboratoire. Ils devaient aussi répondre à plusieurs critères :  

• Posséder au minimum un équidé. 

• Les équidés ne devaient pas se déplacer régulièrement et aucune vente ni cession n’étaient 
prévue avant 2 ans. 

• Les équidés vivaient majoritairement en extérieur, au pâturage, même en hiver. 

• Des tiques devaient déjà avoir été observées sur les équidés, même en faibles quantités. 

• Une inspection complète devait être réalisée au moins une fois par semaine sur les équidés. 

Les candidats ont également été informés de la possibilité de réaliser une prise de sang, à 
l’occasion d’un rendez-vous vétérinaire de routine, sur les équidés participant au programme. 

 

II.A.2 Sélection des sentinelles 

Les candidats intéressés pour participer à ce programme ont pu témoigner de leur motivation 
en contactant le porteur du projet par mail (pirogotick@inrae.fr) et en remplissant une fiche de 
candidature (cf. Annexe 2), qui a ensuite été transmise par mail ou par courrier. Le contenu très détaillé 
de cette fiche sur les équidés et leur environnement a ensuite permis d’intégrer au projet les 
sentinelles remplissant les conditions requises. Une conversation téléphonique individuelle, d’une 
durée de 15 à 30 minutes, a ensuite été réalisée pour chacun des candidats afin de leur expliquer le 
déroulement du projet et de répondre à leurs questions. Un numéro de sentinelle (PS-XXX) a ensuite 
été attribué à chaque participant en fonction de leur ordre d’arrivée dans le programme, ce numéro 
correspondant à un groupe d’équidés sur un lieu précis. Celui-ci a été distribué de manière anonyme 
afin de respecter le Règlement Général sur la Protection des Données (RGPD). Une division en lots a 
parfois été réalisée pour certains candidats, comme les élevages ou les centres équestres, pour 
lesquels les équidés sont groupés dans des environnements différents et relativement éloignés 
(PSXXX-A et PSXXX-B). 

Le projet a été validé par le CERVO (Comité d'Éthique en Recherche clinique et 
épidémiologique Vétérinaire d’ONIRIS), sous le numéro de dossier CERVO-2019-1-V, notamment pour 
l’éventuelle prise de sang réalisée au domicile des participants. Une fiche de consentement éclairé (cf. 
Annexe 3) a été créée, notifiant les bénéfices et contraintes de l’étude. Celle-ci, sur laquelle ont été 
reportés les noms et numéros d’identifications SIRE des équidés, a été dûment complétée et signée 
par les propriétaires et a été remise au porteur du projet. 

Aujourd’hui, le programme PiroSentinel compte 434 sites sur toute la France métropolitaine 
(cf. Figure 54), avec un total de 2182 équidés suivis. Les premiers participants ont débuté leurs collectes 
le 24 juin 2020 pour une durée de 3 ans, tandis que les derniers participants ont commencé en juin 
2021 pour une durée de deux ans. Le programme devrait s’achever en juin 2023. Ainsi, les données 
collectées et analysées dans cette étude sont encore partielles. 
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Figure 54 : Répartition géographique des participants du programme PiroSentinel en France métropolitaine 

 

II.A.3 Envoi du matériel de collecte aux sentinelles 

Afin de permettre aux participants de réaliser la récolte et d’assurer la conservation des tiques, 
un kit de collecte leur a été distribué individuellement. La composition du kit est la suivante (cf. Figure 
55) : 

• Un récapitulatif du fonctionnement de la collecte et de l’étude. 

• Une fiche de suivi permettant de décrire chaque semaine la collecte et de notifier les 
changements de pâtures, l’absence de collecteur ou la mise en place de traitements 
(notamment d’antiparasitaires externes). 

• En fonction de la taille des récoltes estimées lors de l’entretien téléphonique : 

o Un lot de 4 boîtes préaffranchies, contenant 10 tubes remplis de 2 ml d’alcool à 70% 
chacun.  

o Une boîte de 50 tubes Eppendorf remplis d’alcool à 70% avec une enveloppe retour 
préaffranchie. 

• Des étiquettes afin d’identifier les tubes. 

• Des tire-tiques.  

Ainsi, la consigne a été de placer les tiques collectées dans les tubes d’alcool. Chaque tube 
devait accueillir la collecte de toutes les tiques de l’ensemble des équidés du lot sur une semaine 
maximum. En cas de collecte très prolifique, plusieurs tubes pouvaient être utilisés pour une même 
semaine, en l’indiquant sur la fiche de suivi. Une fois la première boîte de tubes remplie (par exemple 
une boîte de 10 tubes pour 10 semaines de collecte), elle devait nous être retournée pour identification 
grâce aux enveloppes préaffranchies. Un suivi des réceptions a également été réalisé au laboratoire et 
des kits de collecte ont été renvoyés régulièrement afin de permettre aux sentinelles d’être toujours 
capable de stocker et d’envoyer leur récolte.  
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Figure 55 : Matériel de collecte envoyé aux sentinelles 

 

II.B Collecte des données 

II.B.1 Identification des tiques collectées 

Après réception des collectes de tiques (cf. Figure 56), celles-ci ont été enregistrées et stockées 
dans une chambre froide. Les tiques ont ensuite été identifiées individuellement à la loupe binoculaire 
(cf. Figure 57). Les résultats ont été intégrés à un fichier Excel sur lequel ont été référencés le numéro 
de sentinelle, le nombre de chevaux dans le lot, la semaine de collecte ainsi que pour chaque tique 
l’espèce, le genre, le sexe et la stase, avec un effectif total pour chaque catégorie de tiques. 
L’identification des collectes, réalisée à l’aide des clés d’identification de Pérez-Eid et Estrada-Pena et 
al., a permis l’obtention de données du mois de juin 2020 au mois d’avril 2022 [4], [32]. 

 

 

Figure 56 : Exemple d’une récolte de 10 semaines reçue au 
laboratoire 

 

Figure 57 : Identification individuelle à la 
loupe binoculaire 
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II.B.2 Base de données 

II.B.2.a Compilation des tables 

Le fichier Excel a ensuite été inséré dans une base de données PostgreSQL®. Une interface 
utilisateur développée avec les langages de programmation HTML, PHP et Javascript, a permis 
l’insertion des fichiers et l’interrogation de la base pour calculer la somme des tiques selon les requêtes 
souhaitées (par exemple par propriétaire ou par espèce), afin de générer des cartes et des graphiques. 
Cette interface en ligne a été sécurisée afin qu’elle ne soit accessible que depuis le réseau informatique 
d’Oniris. Le schéma de la base a été constitué de quatre tables : 

• Une table comprenant les informations personnelles des sentinelles (numéro, ville, code 
postal). 

• Une table comportant le nombre de tiques identifiées par semaine pour chaque espèce, 
chaque stase ou sexe. Celle-ci a été incrémentée au fur et à mesure de nos identifications par 
les fichiers Excel préformatés. Elle a été prévue pour être téléchargeable à tout moment sous 
format Excel. 

• Une table comprenant les géolocalisations de toutes les communes de France, alimentée par 
le site gouvernemental officiel des adresses (https://adresse.data.gouv.fr/). 

• Une dernière table, générée par les trois premières, comprenant la géolocalisation des 
propriétaires. 

 

II.B.2.b Génération des cartes 

Le système des cartes a reposé sur la librairie Javascript HighMap, dans laquelle plusieurs 
paramètres ont été sélectionnés : la latitude et la longitude des sentinelles (récupérées dans la table 
de géolocalisation), le numéro des sentinelles et la couleur des points. Pour chaque espèce de tique, 
un script PHP a comptabilisé le nombre d’individus par propriétaire. Dans le cas d’un comptage 
supérieur à 0, le point a été défini en rouge, sinon en bleu. Pour les candidats n’ayant pas encore de 
données, aucun point n’a été affiché. 

 

II.B.2.c Génération des graphiques 

La réalisation en ligne des graphiques s’est appuyée sur la librairie Javascript HighChart, grâce 
à la table de données initiale. Différents graphiques ont pu ainsi être réalisés en interrogeant la base 
selon les paramètres souhaités (propriétaire, semaine, espèce…). Le graphique mettant en évidence le 
nombre de tiques de chaque espèce et de chaque stase par semaine a permis de faire un retour 
individualisé des identifications aux participants. En effet, afin de récompenser l’investissement des 
sentinelles et de les motiver, un retour individuel régulier sur les résultats d’identification des collectes 
a été réalisé via la page internet du projet PiroGotick (cf. Figure 58) [95]. 
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Figure 58 : Retour d’identification du candidat 189 

 

II.B.3 Analyses statistiques 

Deux tests statistiques ont été utilisés :  

• Le test de Mann-Whitney, non paramétrique, permettant de statuer sur la différence de 
distribution entre deux échantillons pour des données quantitatives. Pour cela, une hypothèse 
H0, selon laquelle les échantillons ont la même distribution, est implémentée avec le test 
« wilcox.test » dans le logiciel R®. Il a été exploité dans l’analyse de la répartition temporelle 
des données collectées. 

• Le test binomial exact, non paramétrique également, permettant de statuer sur la différence 
entre deux proportions. Pour cela, l’hypothèse H0 selon laquelle les proportions sont 
identiques est implémentée avec le test « binom.test » dans le logiciel R®. Il a été exploité dans 
l’analyse des sex-ratios. 

 

II.B.4 Observation microscopique 

Face à la rareté des images représentant les individus que nous avons observés à la loupe 
binoculaire, à la contradiction de nombreux auteurs quant aux caractéristiques morphologiques 
principales de certaines espèces, ainsi qu’à l’incertitude que nous avons rencontrée lors de certaines 
identifications, la réalisation d’un atlas photographique illustrant les différentes espèces et stases de 
tiques collectées dans le programme PiroSentinel nous a semblé nécessaire. Le but de cette étude était 
donc d’offrir une banque de photographies en microscopie numérique mettant en évidence de 
nombreuses caractéristiques morphologiques, et de confirmer le genre et l’espèce à l’aide d’une 
confirmation moléculaire sur les individus photographiés. 

 

II.B.4.a Préparation des échantillons 

Dans le but d’obtenir des images de bonne qualité, nous avons sélectionné des individus bien 
conservés de chaque espèce et chaque stase. Ceux-ci ont été nettoyés car ils étaient recouverts de 
sébum et leurs rostres étaient très souvent cachés par une grande quantité de cément. Pour cela, les 
tiques ont été disposées dans de l’eau tiède complémentée avec du détergent à vaisselle, puis ont été 
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frottées à l’aide d’un pinceau. Les restes de cément ont été enlevés à l’aide d’aiguilles ou de pinces 
très fines. Elles ont ensuite été rincées à l’eau courante. Enfin, un tri des individus a été réalisé afin 
d’éliminer ceux ayant été abîmés par le lavage. Ce processus long et minutieux nous a permis d’obtenir 
des individus adultes très propres. En revanche, les individus immatures étant petits et très fragiles, 
leur nettoyage n’a pu être que sommaire afin de les préserver intacts. 

 

II.B.4.b Microscopie numérique 

Afin d’obtenir des images d’une qualité supérieure à celle d’une microscopie optique, avec 
l’aide du Laboratoire de Thermique et d’Energie de Nantes (Polytech Nantes), un microscope 
numérique Keyence VHX 7000 (cf. Figure 59) a pu être utilisé. Ce dernier, destiné à l’industrie, possède 
plusieurs équipements permettant la réalisation aisée de photographies de haute qualité [96] : 

• Une console de commande qui permet de gérer l’orientation, les grossissements et la mise au 
point, 

• Une caméra CMOS 4K et une technologie HDR (High Dynamic Range), qui permet l’obtention 
d’images de haute résolution, 

• Un système de balayage vertical permettant l’obtention d’images 3D, mettant en évidence 
avec une parfaite netteté les différents reliefs des individus. 

 

Figure 59 : Keyence VHX 7000 [96] 

 

II.C Analyse génétique 

II.C.1 Extraction d’ADN génomique 

L’identification morphologique a été confirmée par une caractérisation moléculaire des 
différentes espèces de tiques, réalisée sur plusieurs individus de chaque espèce et chaque stase, dont 
les individus pris en photographie pour l’atlas. Les tiques adultes conservées dans l’alcool ont été 
découpées au scalpel et leur contenu récupéré à l’aide de pinces. Pour les nymphes et les larves, les 
individus ont été écrasés directement dans le tube. Les échantillons ainsi obtenus ont été congelés 
jusqu’à extraction de l’ADN génomique. Le kit d’extraction Genomic DNA from tissue de Macherey-
Nagel (référence RE2959) a été utilisé. Les étapes de cette extraction ont consisté en une pré-lyse avec 
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180 µL de tampon de lyse T1 et 25 µL de protéinase K pendant environ deux heures à 56°C. L’ADN a 
ensuite été précipité avec de l’éthanol à 99%. L’ensemble de l’échantillon a été déposé sur une colonne 
contenant une membrane de silice sur laquelle l’ADN se fixe spécifiquement, puis a été centrifugé 
(11 000 rpm pendant 1 minute). Le liquide a été éliminé et la membrane a été lavée par centrifugation 
(11 000 rpm pendant 1 minute), une fois avec du tampon BW et une autre avec le tampon B5, afin 
d’éliminer les protéines et autres composants moléculaires. L’élution de l’ADN fixé sur la colonne a été 
obtenue avec le tampon d’élution, qui a permis de décrocher l’ADN de la membrane de silice et de le 
remettre en solution afin de l’utiliser pour sa quantification. L’extrait a été conservé au réfrigérateur à 
4°C pour la suite de la manipulation.  

 

II.C.2 Sélection des amorces pour l’amplification moléculaire d’une partie du gène cox1 

Le gène mitochondrial cox1 (codant la cytochrome c oxydase sous-unité 1) a été choisi pour 
l’identification moléculaire. Il a été caractérisé pour de nombreuses espèces de tiques connues et 
permet donc d’avoir des séquences de référence dans les bases de données de NCBI (National Center 
for Biotechnology Information) ou BOLD (Barcode of Life Data System) sur lesquelles s’appuyer pour 
définir des amorces et ensuite confirmer les identifications moléculaires réalisées par séquençage. 
Ainsi, il constitue un marqueur très intéressant au niveau phylogénétique. C’est d’ailleurs le gène de 
référence pour le DNA barcoding, c’est-à-dire l’identification moléculaire permettant la caractérisation 
génétique d'un individu à partir d'une courte séquence d'ADN choisie en fonction du groupe 
étudié [97]. 

Des séquences représentatives de la diversité génétique de chacune des espèces de tiques 
potentiellement présentes sur équidés en France ont été alignées à l’aide du logiciel en ligne Clustal 
Omega [98]. Des zones de séquences conservées chez chaque espèce de tique, longues d’une vingtaine 
de nucléotides et encadrant la zone de séquence utilisée pour le Barcoding, ont été recherchées afin 
d’y définir des amorces pour l’amplification génique de la zone à séquencer. Une amorce sens (COI_fw2 
5’-CAACCWACWTTAATTGG-3’) et une amorce anti-sens (COI_rev2 5’-
GCATAATTATTCCTARATTTCCAAAWGG-3’) ont ainsi été définies (cf. Figure 60). Des nucléotides dits 
dégénérés (W pour soit A soit T, et R pour soit A soit G) ont été intégrés à la séquence des amorces 
afin de représenter la diversité des séquences.  

 
Figure 60 : Portions d’alignement des séquences de cox1 issues de la base de données NCBI et séquences des 

amorces définies dans ces zones pour amplifier un fragment de 703 pb 
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II.C.3 Amplification d’une partie du gène cox1 par PCR 

Les amorces ont été utilisées pour amplifier par PCR une zone de 703 pb du gène cox1. Le 
protocole d’amplification in vitro (mélange réactionnel et cycle de PCR) est décrit dans les tableaux 
suivants (cf. Tableau VI et Tableau VII). 

Tableau VI : Préparation du mix réactionnel pour une réaction d’amplification de l’ADN 

 

Tableau VII : Protocole d’amplification pour le gène cox1 

Étape Température Durée Nombre de cycles 

Dénaturation de l’ADN de départ 95°C 5 min 1 

Dénaturation de l’ADN 95°C 30 sec 

40 Hybridation des amorces 56°C 30 sec 

Élongation des brins d’ADN 72°C 45 sec 

Élongation finale 72°C 5 min 1 

 

II.C.4 Vérification des produits d’amplification et envoi au séquençage 

La taille et la qualité/quantité d’ADN amplifié ont été visualisées par électrophorèse sur gel 
d’agarose à 1% complété avec un agent intercalant de l’ADN fluorescent sous lumière ultra-violette 
(Bromure d’Ethidium), et avec du TBE comme tampon de migration. Un marqueur de taille a permis 
d’estimer la taille des fragments visualisés. Les produits d’amplification de taille attendue ont été 
purifiés (ajout de 2 µL de réactif ExoSAP-IT), et envoyés à séquencer avec l’une ou l’autre amorce 
utilisée en PCR (9 µL de l’échantillon purifié avec 1µL d’amorce 25 mM) chez Eurofins.   

 

II.C.5 Analyse bio-informatique des séquences obtenues  

Les séquences ont été reçues via internet sur le site d’Eurofins sous forme de 
chromatogrammes (cf. Figure 61 A). Elles ont été nettoyées (élimination des zones qui ne sont pas 
exploitables en début et en fin de séquence) et récupérées au format FASTA (cf. Figure 61 B). Ce format 
a été utilisé ensuite pour interroger les bases de données, soit la base de données BOLD [99] qui ne 
contient que des séquences du gène cox1, soit NCBI via le logiciel en ligne BLASTn [100] (cf. Figure 61 
C et D).  Les résultats ont été donnés sous forme d’une série de références de séquences dans l’ordre 
décroissant de similarité avec la séquence à identifier, avec l’identité de la tique dont elles sont issues.  

Produit Quantité pour 1 réaction (en µL) 

H2O 12 

Green 5X buffer 6 

MgCl2    25mM 2,4 

dNTPs    2mM 5 

COI_fw2   25mM 1,2 

COI_rev2   25mM 1,2 

GoTaq (ADN polymérase) 0,2 

ADN génomique 2 

Volume final 30 
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Figure 61 : Étapes des analyses bio-informatiques réalisées pour l’identification moléculaire des tiques 
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III. Résultats  

III.A Échantillonnage analysé dans cette étude préliminaire  

Aujourd’hui, le projet PiroSentinel est toujours en cours mais un premier bilan intermédiaire a 
pu tout de même être réalisé à la date du 02 mai 2022 (date de la dernière extraction de la base de 
données). A cette date et depuis son lancement, 203 sentinelles sur 434 avaient retourné leurs 
premières collectes et 76233 tiques ont été identifiées. Cette étude préliminaire s’appuie donc sur un 
jeu de données incomplet en raison d’une variation des dates de début des collectes, qui s’échelonnent 
sur un an au fil des recrutements, du nombre variable de semaines analysées par sentinelle, des retours 
en fonction de la quantité de tiques chez chaque participant et de la date de fin du programme fixée à 
juin 2023. Cependant, l’échantillon de tiques identifiées aujourd’hui nous a permis de réaliser un 
inventaire des espèces retrouvées et de faire une première analyse de leur répartition en France 
métropolitaine. Plusieurs raisons permettent d’expliquer les retours d’une partie seulement des 
participants : 

• Parfois peu de tiques présentes dans l’environnement, avec alors un seul envoi final pour 
l’ensemble de l’étude pour certaines sentinelles, 

• Abandon de certains participants, 

• Date d’entrée tardive dans le programme. 
 

III.A.1 Répartition temporelle de l’échantillon analysé 

Les espèces et stases de tiques actives variant en fonction des saisons, il est nécessaire de 
vérifier que notre effort d’échantillonnage a été réparti aussi équitablement que possible sur une 
année. De juin 2020 à avril 2022, pour chaque semaine de l’année (n°1 à 52, en cumulant les 3 années), 
le nombre de sites rapportant des données a été calculé afin d’obtenir une représentation annuelle de 
l’effort d’échantillonnage. Les saisons ont été indiquées en dessous des semaines, pour plus de lisibilité 
(cf. Figure 62). En moyenne, les tiques ont été collectées sur 114 sites chaque semaine, avec un 
échantillonnage significativement plus important au printemps (moyenne de 133 sites par semaine) 
que le reste de l’année (test de Mann-Whitney, p=7,342 x 10-6). En été, l’effectif est significativement 
plus faible (moyenne de 95 sites par semaine) par rapport au restant de l’année (test de Mann-
Whitney, p=7,342 x 10-6). Le jeu de données reste malgré tout correctement étalé sur l’année, variant 
de 87 à 146 sites prospectés chaque semaine au cours de l’année. 

 
Figure 62 : Nombre cumulé de sites analysés de 2020 à 2022 en fonction des semaines 
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III.A.2 Répartition géographique de l’échantillon analysé 

Du mois de juin 2020 au mois d’avril 2022, les données de 203 participants répartis sur le 
territoire métropolitain français ont été analysées. Sur les 97 départements métropolitains étudiés, 
des résultats ont été obtenus pour 86 d’entre eux (cf. Figure 63 et Figure 64). Pour l’Eure, l’Eure-et-
Loir, la Sarthe, l’Indre-et-Loire, la Vendée, les Ardennes, la Meuse, le Rhône, les Hautes-Alpes, les 
Alpes-de-Haute-Provence et le Vaucluse, nous ne bénéficions d’aucune donnée à ce jour. Le sud-est 
de la France est peu représenté, mais le recrutement a été difficile dans ce secteur. 

 

 

 

 

Figure 63 : Distribution 
départementale de tous les 
participants du projet 
PiroSentinel  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 64 : Distribution 
départementale des 
participants du projet 
PIroSentinel sur la période 
de juin 2020 à avril 2022 
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III.B Observation microscopique  

Sur la période analysée, 8 espèces différentes de tiques ont été trouvées sur les équidés en 
France : 

• Ixodes ricinus, 

• Dermacentor reticulatus, 

• Dermacentor marginatus, 

• Haemaphysalis punctata, 

• Haemaphysalis concinna, 

• Hyalomma marginatum, 

• Rhipicephalus bursa, 

• Rhipicephalus sanguineus. 

 

Nous présentons dans cette partie les descriptions photographiques des espèces et stases 
rencontrées en mettant en relief les éléments principaux permettant l’identification rapide et 
standardisée des individus. 

Pour certaines stases, notamment les nymphes et les larves, seuls des individus gorgés ou 
partiellement gorgés ont été collectés et donc pris en photographie. Nous avons choisi de les présenter 
ainsi, car ce sont les individus susceptibles d’être rencontrés et donc d’être à identifier. De plus, ces 
stases sont rarement prises en photographie, et ces clichés permettent de visualiser la taille relative 
des pièces du capitulum et du scutum par rapport à l’alloscutum distendu par le gorgement.  

Les tailles indiquées sur les photographies sont celles de l’individu photographié, et ne 
représentent pas une moyenne. Une très grande diversité de tailles, notamment chez les adultes non 
gorgés de Dermacentor spp.  (mâles et femelles) a en effet été remarquée, mais pas analysée. De 
même, la présence d’individus avec un tégument peu coloré a fréquemment été rencontrée, 
notamment chez Dermacentor spp. Les tiques étant conservées dans l’alcool, il ne nous est pas 
possible de savoir si cette décoloration est liée aux conditions de stockage ou existante chez l’individu 
vivant. Les critères morphologiques pour l’identification qui sont mis en avant sur chaque planche 
photographique sont ceux qui permettent de différencier rapidement les différentes espèces 
présentes sur les équidés, mais ils ne se veulent pas discriminants pour la différenciation d’espèces 
très proches qui ne sont pas présentes sur équidés. La confirmation moléculaire des identifications sur 
un petit échantillonnage d’individus, dont ceux photographiés, a été réalisée pour confirmer la validité 
des identifications morphologiques réalisées. 
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III.B.1 Ixodes ricinus 

III.B.1.a Femelles  

Les principaux critères d’identification des femelles d’I. ricinus (cf. Figure 65), qui présentaient très 
peu de variations morphologiques individuelles, sont : 

- Une longueur d’environ 3-4 mm sur un individu non gorgé, 
- Un rostre long et fin (a),  
- Un alloscutum variant de l’orange au gris, du fait de la conservation prolongée dans l’alcool, 
- Un scutum arrondi à ovale (b), 
- Une absence d’yeux, 
- Une longue épine interne sur la hanche I (c). 

 

 
Figure 65 : Ixodes ricinus femelle 

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre et l’épine 
interne de la hanche I en face ventrale  
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III.B.1.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles d’I. ricinus (cf. Figure 66), qui, comme la femelle, 
présentaient très peu de variations morphologiques individuelles, sont : 

- Une longueur d’environ 3 mm, 
- Un capitulum massif (a), avec des palpes épais et arrondis, 
- Une absence d’yeux,  
- Un conscutum marron foncé, 
- Une longue épine interne sur la hanche I (b). 

 

Figure 66 : Ixodes ricinus mâle 
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre et l’épine 

interne de la hanche I en face ventrale  
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III.B.1.c Nymphes  

Les principaux critères d’identification des nymphes d’I. ricinus (cf. Figure 67) sont : 

- Une longueur réduite, de 1,5 mm environ, 
- Un rostre long et fin (a), 
- Un scutum ovale (b) qui ne possède pas d’yeux, 
- Une absence de pore génital, 
- Une épine interne nette sur la hanche I (c). 
 

 

Figure 67 : Ixodes ricinus nymphe 
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre et le scutum en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre et 

l’épine interne de la hanche I en face ventrale  

III.B.1.d Larves 

Les principaux critères d’identification des larves d’I. ricinus (cf. Figure 68) sont : 

- Une longueur très réduite d’environ 1 mm, 
- La présence de trois paires de pattes, 
- Un rostre massif et court (a), 
- Un scutum hexagonal (b) qui ne possède pas d’yeux, 
- Une absence de pore génital, 
- Une discrète épine interne sur la hanche I (c). 

 
Figure 68 : Ixodes ricinus larve 

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre et le scutum en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre et 
l’épine interne de la hanche I en face ventrale 
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III.B.2 Dermacentor reticulatus 

III.B.2.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles de D. reticulatus (cf. Figure 69), qui 
présentaient très peu de variations morphologiques individuelles, sont : 

- Une longueur moyenne d’environ 4 mm à jeun, 
- Une couleur marron, 
- Un scutum ovalaire orné de marbrures (a) et possédant une paire d'yeux plats, 
- Un capitulum court (b) avec l'article 2 des palpes élargi (c) qui porte une épine rétrograde, 
- Un basis capituli rectangulaire avec des aires poreuses subcirculaires (d) et des cornes pointues 

(e), 
- Une large épine sur le trochanter I (f),  
- Des hanches I bifides (g). 

 

Figure 69 : Dermacentor reticulatus femelle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.2.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles de D. reticulatus (cf. Figure 70), qui 
présentaient très peu de variations morphologiques individuelles, sont : 

- Une longueur moyenne d’environ 4 mm, 
- Une couleur marron, 
- Un conscutum orné de marbrures (a) et possédant une paire d’yeux plats (b). L’individu 

photographié présente un tégument décoloré avec des marbrures du conscutum peu visibles. 
- Un capitulum court (c) avec l'article 2 des palpes élargi (d) qui porte une épine rétrograde (plus 

nette encore que chez la femelle), 
- Un basis capituli rectangulaire avec des cornes pointues (f), 
- Une large épine sur le trochanter I (e), 
- Une épine externe sur chaque hanche, très visible sur la hanche 4 massive (g), 
- Des hanches I bifides (h). 

 

Figure 70 : Dermacentor reticulatus mâle 
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.3 Dermacentor marginatus 

III.B.3.a Femelles 

Contrairement à D. reticulatus ou I. ricinus, les variations morphologiques entre les différents 
individus femelles de cette espèce furent marquantes (taille, couleur, forme du rostre). Cependant, il 
existe plusieurs critères communs principaux d’identification des femelles de D. marginatus (cf. Figure 
71). Ce sont : 

- Une grande longueur d’environ 5 mm à jeun, 
- Une couleur marron, 
- Un scutum ovalaire orné de marbrures (a), 
- Une paire d’yeux plats (b), 
- Un capitulum court et droit (c), avec un palpe 2 non élargi et donc dans le prolongement de la 

base du capitulum, et avec une épine rétrograde plus discrète que celle de D. reticulatus, 
- Un basis capituli avec des aires poreuses ovalaires rapprochées et divergentes (d), et pas de 

cornes, 
- Des hanches I bifides (f). 

 
Figure 71 : Dermacentor marginatus femelle  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale  
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III.B.3.b Mâles 

De la même manière que pour les femelles, les mâles de D. marginatus ont présenté de 
grandes variations morphologiques individuelles (taille, couleur, forme du rostre). Les principaux 
critères d’identification du mâle D. marginatus (cf. Figure 72) sont : 

- Une grande longueur d’environ 5 mm, 
- Une couleur marron, 
- Un conscutum orné de marbrures (a), 
- Une paire d’yeux plats (b), 
- Un capitulum court et droit (c), sans élargissement du palpe 2, avec une épine rétrograde plus 

discrète que D. reticulatus, 
- Un basis capituli rectangulaire, et des cornes pointues (d), 
- Des hanches I bifides (e), 
- Des hanches IV massives (f). 

 

 

Figure 72 : Dermacentor marginatus mâle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.4 Hyalomma marginatum 

III.B.4.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles de Hy. marginatum (cf. Figure 73), qui 
présentaient très peu de variations morphologiques individuelles, sont : 

- Une grande longueur d’environ 6 mm à jeun, 
- Une couleur marron, identique entre le scutum et l’alloscutum, avant gorgement, 
- Un long rostre (a) avec articles 2 et 3 des palpes longs, 
- Une paire d’yeux hémisphériques et foncés (b), 
- Des longues pattes ornées d’anneaux clairs faisant le tour complet des pattes (c), 
- Des hanches I bifides (d), 
- Une épine externe sur chaque hanche (e). 

 

 

Figure 73 : Hyalomma marginatum femelle 
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.4.b Mâles 

De la même manière que pour la femelle, très peu de variations individuelles ont été observées 
chez les mâles de Hy. marginatum (cf. Figure 74). Les principaux critères d’identification sont : 

- Une grande longueur d’environ 6 mm, 
- Un conscutum de couleur marron,  
- Un long rostre (a) avec articles 2 et 3 des palpes longs, 
- Une paire d’yeux hémisphériques et foncés (b), 
- Des longues pattes ornées d’anneaux clairs faisant le tour complet des pattes (c), 
- Des hanches I bifides (d) et une épine externe sur chaque hanche (e). 

 

 

Figure 74 : Hyalomma marginatum mâle 
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.5 Rhipicephalus bursa 

III.B.5.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles de R. bursa (cf. Figure 75), qui présentaient 
très peu de variations individuelles et qui ressemblaient très fortement aux femelles de R. sanguineus, 
sont : 

- Une longueur moyenne à petite d’environ 4 mm à jeun, 
- Une couleur rouge à brune, 
- Un rostre court (a), 
- Un scutum ponctué anguleux portant latéralement une paire d’yeux convexes (b), 
- Un basis capituli hexagonal et anguleux (c) portant des aires poreuses ovales (d), 
- Des soies en faible quantité en face ventrale des palpes (e), critère majeur de différenciation 

avec R. sanguineus, 
- Un alloscutum découpé en onze festons (f). 

 

Figure 75 : Rhipicephalus bursa femelle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.5.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles de R. bursa (cf. Figure 76), qui présentaient très 
peu de variations individuelles et qui ressemblaient très fortement aux mâles de R. sanguineus, sont : 

- Une longueur moyenne à petite de 4 mm, 
- Une couleur brune, 
- Un rostre court (a), 
- Un basis capituli hexagonal et anguleux (b), 
- Un conscutum ponctué découpé postérieurement en onze festons (c) et portant latéralement 

une paire d’yeux convexes (d),  
- Quelques rares soies en face ventrale des palpes (e), critère majeur de différenciation avec le 

mâle de R. sanguineus, 
- Des plaques anales larges et incurvées (f). 

 

 

Figure 76 : Rhipicephalus bursa mâle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.5.c Nymphes 

Les principaux critères d’identification des nymphes de R. bursa (cf. Figure 77) sont : 

- Une longueur moyenne de 3 mm (gorgée ici), 
- Une couleur orangée typique,  
- Un rostre court (a), 
- Un scutum anguleux (b) avec une paire d’yeux convexe (c). 

 
Figure 77 : Rhipicephalus bursa nymphe  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale 
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III.B.6 Rhipicephalus sanguineus 

Les individus appartenant à l’espèce Rhipicephalus sanguineus n’étant pas décrits dans la 
littérature comme parasitant les équidés, leur identification s’est faite au gré de nos observations à 
l’aide de ressources bibliographiques [32]. Leur morphologie étant très proche de celle des 
Rhipicephalus bursa, ils sont difficilement différenciables à la loupe binoculaire. 

III.B.6.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles de R. sanguineus (cf. Figure 78) sont : 

- Une longueur moyenne à petite d’environ 3 à 4 mm à jeun, 
- Une couleur rouge à brune, 
- Un rostre court (a), 
- Un scutum ponctué anguleux portant latéralement une paire d’yeux convexes (b), 
- Un basis capituli hexagonal et anguleux (c) portant des aires poreuses ovales (d), 
- De très nombreuses soies en face ventrale des palpes (e), critère principal de différenciation 

avec R. bursa. 

 

Figure 78 : Rhipicephalus sanguineus femelle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.6.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles de R. sanguineus sont : 

- Une longueur moyenne à petite de 4 mm, 
- Une couleur brune, 
- Un rostre court (a), 
- Un basis capituli hexagonal et anguleux (b), 
- Un conscutum ponctué découpé postérieurement en onze festons (c) et portant latéralement 

une paire d’yeux convexes (d),  
- De très nombreuses soies en face ventrale du rostre (e), critère principal de différenciation 

avec R. bursa, 
- Des plaques anales fines et incurvées (f), 
- Une protubérance postérieure (g), plus ou moins visible selon le gorgement.  

 

Figure 79 : Rhipicephalus sanguineus mâle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.7 Haemaphysalis punctata 

III.B.7.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles de Ha. punctata (cf. Figure 80) sont : 

- Une petite longueur d’environ 3 mm à jeun, 
- Une absence d’yeux,  
- Une couleur orangée, 
- Un rostre court et élargi par une expansion latérale de l’article 2 des palpes (a), 
- Un basis capituli rectangulaire avec des aires poreuses subcirculaires, pas aussi rapprochées 

que la description faite dans la littérature (b), 
- Un scutum allongé (c), 
- De nombreuses soies sur l’article 2 des palpes en face ventrale (d), 
- Des épines internes sur les hanches, celle de la hanche IV étant tournée vers l’extérieur (e). 
 

 
Figure 80 : Haemaphysalis punctata femelle  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale  
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III.B.7.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles de Ha. punctata (cf. Figure 81) sont : 

- Une petite longueur d’environ 3 à 4 mm, 
- Une absence d’yeux,  
- Une couleur orangée, 
- Un rostre court et large identique à celui de la femelle (a), 
- De nombreuses soies sur l’article 2 des palpes en face ventrale (b), 
- Un basis capituli rectangulaire avec des cornes dorsales (c), 
- Une très longue épine interne sur la hanche IV (d), critère de différenciation très discriminant. 

 

 

Figure 81 : Haemaphysalis punctata mâle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.7.c Nymphes 

Les principaux critères d’identification des nymphes de Ha. punctata (cf. Figure 82) sont : 

- Une petite longueur d’environ 2 mm, 
- Un scutum allongé (a), 
- Une absence d’yeux, 
- Un rostre presque aussi large que long (b),  
- Un basis capituli hexagonal en face dorsale (c), 
- De nombreuses soies sur l’article 2 des palpes en face ventrale (d), 
- Des épines internes marquées sur les 4 hanches (e). 

 

 
Figure 82 : Haemaphysalis punctata nymphe  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



111 

 

III.B.8 Haemaphysalis concinna 

III.B.8.a Femelles 

Les principaux critères d’identification des femelles Ha. concinna (cf. Figure 83) sont : 

- Une petite longueur d’environ 3 mm, 
- Une absence d’yeux,  
- Une couleur orangée, 
- Un scutum large et arrondi (a), 
- Un basis capituli rectangulaire portant des aires poreuses ovales et espacées (b), 
- Un rostre en forme de « chapeau chinois », grâce à l’article 2 des palpes qui est rebondi caudo-

latéralement (c). 
 

 

Figure 83 : Haemaphysalis concinna femelle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale  
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III.B.8.b Mâles 

Les principaux critères d’identification des mâles de Ha. concinna (cf. Figure 84) sont : 

- Une petite longueur d’environ 3 à 4 mm, 
- Une absence d’yeux,  
- Une couleur orangée, 
- Un rostre court en forme de « chapeau chinois », dont les articles 3 recourbés se chevauchent 

à leur extrémité lorsque le rostre est fermé (a), critère de différenciation avec Ha. punctata le 
plus important, 

- Une base du capitulum rectangulaire plus large que longue avec cornes dorsales marquées (b), 
- Une large épine sur le trochanter I (c). 

 

 

Figure 84 : Haemaphysalis concinna mâle  
A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 

ventrale 
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III.B.8.c Nymphes 

Les principaux critères d’identification des nymphes de Ha. concinna (cf. Figure 85) sont : 

- Une petite longueur d’environ 1 à 2 mm à jeun, 
- Une couleur orangée, 
- Un scutum arrondi (a), 
- Une absence d’yeux,  
- Un rostre triangulaire en forme de « chapeau chinois » avec une expansion très marquée 

latéralement des articles 2 (b), 
- Des épines internes sur les hanches, plus marquées sur la hanche I (c). 

 
Figure 85 : Haemaphysalis concinna nymphe  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale  

III.B.8.d Larves 

Les principaux critères d’identification des larves de Ha. concinna (cf. Figure 86) sont : 

- Une très petite longueur d’environ 1 mm à jeun,  
- La présence de seulement trois paires de pattes,  
- Une couleur orangée, 
- Un scutum plus large que long à forme hexagonale, 
- Une absence d’yeux, 
- Un rostre triangulaire en forme de « chapeau chinois » (a), 
- Des épines internes sur les hanches, plus marquées sur la hanche I (b). 
 

 
Figure 86 : Haemaphysalis concinna larve  

A : face dorsale ; B :  zoom sur le rostre en face dorsale ; C : face ventrale ; D : zoom sur le rostre en face 
ventrale  
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III.C Confirmation moléculaire des identifications morphologiques 

L’ADN des individus utilisés pour les photographies ainsi que d’individus d’origines 
géographiques différentes a été extrait et le gène mitochondrial cox1 a été amplifié et séquencé dans 
la zone utilisée pour le barcoding [97].  

Afin de déterminer un pourcentage seuil de similarité au-dessus duquel l’identité des individus 
est confirmée, une matrice de similarité a été réalisée à partir des séquences de référence disponibles 
sur GenBank [101] des différentes espèces rencontrées dans notre étude (cf. Figure 87). Dans cette 
matrice, les valeurs sont des pourcentages de nucléotides identiques pour chacune des 600 positions 
comparées. Les valeurs notées en rouge correspondent aux valeurs obtenues entre des séquences du 
gène cox1 de tiques de la même espèce, en violet pour des séquences du gène cox1 de tiques d’espèces 
différentes mais appartenant au même genre. Pour les individus de la même espèce, la comparaison 
des différentes séquences offre un score de comparaison supérieur à 98% (en rouge sur la matrice). 
Pour les individus du même genre, mais d’espèces différentes, le score de comparaison est inférieur à 
90% (en violet sur la matrice). Cette matrice confirme l’intérêt du gène cox1 pour réaliser 
l’identification moléculaire des espèces de tiques que nous avons collectées sur équidés. 

 

 

Figure 87 : Matrice de similarité des séquences de référence du gène cox1 utilisées pour l’identification 
moléculaire des tiques du programme PiroSentinel 

Après validation des séquences de référence utilisées avec la matrice de similarité, la 
confirmation de l’identité des individus identifiés visuellement a été réalisée génétiquement par 
comparaison des séquences du gène cox1 et calcul du pourcentage de similarité avec les séquences de 
chaque gène de référence sélectionné (cf. Tableau VIII). L’identité a également été confirmée en 
utilisant les bases de données BOLD et NCBI avec l’outil Blastn [100].  

Pour chaque individu analysé, des similarités supérieures à 98% ont été obtenues entre les 
séquences des individus identifiés morphologiquement et les séquences de référence de l’espèce 
correspondante, validant ainsi les observations faites visuellement. Pour les Ha. concinna, si 
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l’identification morphologique ne laisse aucun doute sur leur identité, la similarité avec la séquence de 
référence est pour certains individus de l’ordre de 96%. 

Pour Rhipicephalus, l’analyse génétique a révélé la présence sur les équidés de R. sanguineus 
dans les quelques échantillons que nous avons typés génétiquement, alors que nous les avions d’abord 
identifiés comme R. bursa. La différenciation morphologique entre R. sanguineus et R. bursa est 
délicate, comme nous l’évoquerons dans la discussion. L’ensemble des prélèvements comportant des 
individus identifiés comme R. bursa a donc été repris et rectifié, en se basant sur un critère 
morphologique que nous n’avions pas de prime abord sélectionné, celui de la présence de soies plus 
ou moins nombreuses sur la face intérieure de l’article 2 du palpe. Ces soies ne se voient en effet 
parfois qu’au microscope et peuvent être cachées par les restes du cément autour du rostre, puisque 
nous travaillons sur des tiques collectées sur animaux, ce qui le rend complexe d’utilisation, malgré sa 
fiabilité. Ainsi, sur la totalité des Rhipicephalus (n = 782) seulement 5 individus adultes ont été 
identifiés comme R. sanguineus. 
 

Tableau VIII : Table de similarité de séquences pour les individus analysés 

Espèce Stase ou genre Identifiant 
Département 

d’origine 

Longueur de 
la séquence 

obtenue 

Similarité de la 
séquence avec la 

séquence de référence 

Dermacentor 
reticulatus 

Séquence 
GenBank de 

référence 
OL639115 

Adulte femelle 
 
 
 
 
 
 
 

Adulte mâle 
 
 
 
 
 
 

 

PS74 2-3-11 
PS204 2 
PS204 3 

PS219 2-60-9 
PS319 1-1-10 
PS382 1-1a 
PS382 1-1b 
PS382 1-1c 
PS74 2-3-8 

PS158 1-4-6 
PS204 4 
PS204 5 

PS380 1-8a 
PS380 1-8b 
PS380 1-8c 
PS380 1-8d 

63 
33 
33 
39 
74 
80 
80 
80 
63 
86 
33 
33 
48 
48 
48 
48 

612 pb 
721 pb 
723 pb 
630 pb 
616 pb 
722 pb 
653 pb 
654 pb 
628 pb 
639 pb 
722 pb 
720 pb 
623 pb 
616 pb 
641 pb 
640 pb 

99,67% 
99,86% 
100% 

99,84% 
99,67% 
100% 

99,69% 
99,85% 
99,84% 
99,84% 
99,86% 
100% 
100% 
100% 

99,84% 
99,84% 

Dermacentor 
marginatus 

Séquence 
GenBank de 

référence 
FN394327 

Adulte femelle 
 
 

Adulte mâle 
 

PS76 1-4-16 
PS109 1-1-36 
PS375 1-1-15 
PS76 1-7-13 

PS109 1-8-37 
PS375 1-1-12 
PS375 1-1-14 

33 
13 
67 
33 
13 
67 
67 

628 pb 
628 pb 
621 pb 
620 pb 
635 pb 
629 pb 
628 pb 

99,68% 
99,84% 
98,71% 
98,38% 
98,58% 
98,88% 
98,72% 

Ixodes ricinus 
Séquence 

GenBank de 
référence 
OL865448 

Adulte femelle 
 
 
 

Adulte mâle 
Larve 

 

PS204 1a 
PS204 1b1 
PS204 1b2 
PS204 1c 

PS411 2-1-2 
PS411 1-2-1 
PS276 1-7-5 
PS411 1-1-4 

33 
33 
33 
33 
29 
29 
18 
29 

628 pb 
628 pb 
628 pb 
628 pb 
628 pb 
294 pb 
633 pb 
606 pb 

100% 
100% 
100% 
100% 
100% 
100% 
100% 
100% 

Hyalomma 
marginatum 

Séquence 
GenBank de 

référence 
KX000650 

Adulte femelle 
Adulte mâle 

 

PS39 4-10-33 
PS39 4-10-32 

PS61-56 

07 
07 
11 

 

645 pb 
762 pb 
757 pb 

99,69% 
99,60% 
99,74% 
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Haemaphysalis 
punctata 
Séquence 

GenBank de 
référence 
JX394185 

Adulte femelle 
Adulte mâle 

 
Nymphe 

PS51 3-58-25 
PS1 2-7-24 

PS51 3-58-23 
PS51 3-58-26b 

 

07 
33 
07 
07 

 

649 pb 
648 pb 
757 pb 
649 pb 

99,69% 
99,54% 
99,30% 
99,54% 

Haemaphysalis 
concinna 
Séquence 

GenBank de 
référence 
OL639118 

Adulte femelle 
 

Adulte mâle 
Larve 

PS196 1-7-28 
PS196 1-7-29 
PS196 1-7-27 
PS67 55-31a 
PS67 55-31b 

64 
64 
64 
33 
33 

617 pb 
611 pb 
628 pb 
758 pb 
649 pb 

96,60% 
96,84% 
99,68% 
97,01% 
96,76% 

Rhipicephalus 
bursa 

Séquence 
GenBank de 

référence 
KY678132 

Adulte femelle 
Adulte mâle 

 
 

Nymphe 
 

PS157-1-5-20 
PS157-1-5-17a 
PS157-1-5-17b 
PS157-1-7-18 

PS157-1-3-21a 
PS157-1-3-21c 

06 
06 
06 
06 
06 
06 

761 pb 
762 pb 
761 pb 
688 pb 
590 pb 
613 pb 

99,21% 
99,08% 
99,08% 
98,98% 
99,66% 
99,51% 

Rhipicephalus 
sanguineus 

Séquence 
GenBank de 

référence 
MF426010 

Adulte femelle 
Adulte mâle 

PS109 1-2-19 
PS61 1-55-34 

13 
11 

636 pb 
645 pb 

100% 
99,84% 
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III.D Inventaire, importance relative et distribution géographique des espèces et 
stases de tiques sur les équidés en France métropolitaine 

III.D.1 Inventaire et importance relative des différentes espèces de tiques  

Parmi les 76233 tiques des équidés collectées sur 203 sites géographiques, 8 espèces 
différentes ont été identifiées. Les plus fréquemment retrouvées sont D. reticulatus, qui représente 
près de la moitié des tiques collectées en France, I. ricinus et D. marginatus. Hyalomma marginatum 
représente moins de 9 % des individus retrouvés et 4 espèces sont très minoritairement représentées 
à moins de 1 % chacune : Ha. punctata, Ha. concinna, R. bursa et R. sanguineus (cf. Figure 88). Dans la 
suite des résultats, pour les Rhipicephalus, nous ne parlerons que de R. bursa (n = 782), R. sanguineus 
n’étant présente qu’en un nombre trop limité d’individus (n = 5/76233). 

 

Figure 88 : Importance relative des différentes espèces de tiques retrouvées sur les équidés en France 
métropolitaine 

 

III.D.2 Répartition des tiques pour chaque espèce en fonction des stases et sexes 

III.D.2.a Sex-ratio en fonction de l’espèce 

Pour les 7 espèces de tiques retrouvées sur les équidés en France, les sex-ratio diffèrent (cf. 
Figure 89). Le sex-ratio d’I. ricinus est particulièrement déséquilibré, avec 89% de femelles retrouvées 
sur l’hôte (test binomial exact, p < 2,2 x 10-16). Les populations adultes de D. reticulatus, D. marginatus, 
Ha. concinna et Ha. punctata présentent quant à elles une prédominance légère mais significative de 
femelles. Pour Hy. marginatum et R. bursa, le sex-ratio apparaît comme significativement équilibré. 

D. reticulatus
47,3%

I. ricinus
26,2%

D. marginatus
14,4%

Hy. marginatum
8,5%

Ha. punctata
1,5%

R. sp. 1,1% Ha. concinna
1,0%
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I. ricinus 

(n = 6104) 

(p < 2,2.10-16) 

D. reticulatus 

(n = 36040) 

(p < 2,2.10-16) 

D. marginatus 

(n = 10967) 

(p = 3,961.10-16) 

Hy. marginatum 

(n = 6517) 

(p = 0,0533) 

R. bursa 

(n = 782) 

(p = 0,8581) 

Ha. punctata  

(n = 1019) 

(p < 2,2.10-16) 

Ha.concinna  

(n = 503) 

(p = 0,0002485) 

 
Figure 89 : Sex-ratio au sein de la population d’individus adultes pour chaque espèce de tiques retrouvées sur 

les équidés en France métropolitaine 
Pour chaque espèce, la p-value du test binomial indique la significativité du déséquilibre du sex-ratio  

(H0 : même pourcentage de mâles que de femelles) 

 

III.D.2.b Proportion des différentes stases pour chaque espèce 

i Proportions générales 

Au sein des différentes populations de tiques identifiées, toutes les stases ne sont pas toujours 
présentes ou collectées (cf. Tableau IX). En effet, si pour I. ricinus et Ha. concinna, toutes les stases ont 
été retrouvées sur les équidés, cela n’est pas le cas pour D. reticulatus, D. marginatus ou Hy. 
marginatum, qui ne sont retrouvées qu’à la stase adulte. Aussi, Ha. punctata et R. bursa ont été 
retrouvées sur les équidés à la stase nymphale mais pas à la stase larvaire. 

Tableau IX : Différentes stases de tiques retrouvées sur les équidés en fonction de l’espèce 

 I. ricinus 
D. 

reticulatus 
D. 

marginatus 
Hy. 

marginatum 
R. bursa 

Ha. 
punctata 

Ha. 
concinna 

Adulte X X X X X X X 

Nymphe X    X X X 

Larve X      X 

 

Pour I. ricinus, R. bursa, Ha. punctata et Ha. concinna, pour lesquelles des individus immatures 
sont également présents, les proportions des différentes stases semblent très variables selon les 
espèces. En effet, si pour les R. bursa, Ha. punctata et Ha. concinna, la population d’adultes est 
grandement majoritaire, avec notamment près de 93 % d’adultes pour R. bursa, la population d’I. 
ricinus identifiée est majoritairement composée de nymphes (68 %).  
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Ixodes  
ricinus 

(n = 19962) 

 
Rhipicephalus  

bursa 
(n = 840) 

 
Haemaphysalis  

punctata 
(n = 1151) 

 
Haemaphysalis  

concinna 
(n = 756) 

Figure 90 : Proportion des différentes stases retrouvées dans les populations de tiques sur les équidés 

 

ii Zoom sur Ixodes ricinus 

Comme vu ci-dessus, I. ricinus est la seule espèce présentant une proportion d’individus 
adultes plus faible que de stades immatures. Curieusement, les adultes d’I. ricinus ont été identifiés 
sur 174 sites (soit 98,9 % des sites où I. ricinus a été identifiée) et les stases nymphales sur 146 sites 
(soit 83,0% d’entre eux) (cf. Figure 91). De plus, sur 2 sites, seules des nymphes ont été retrouvées (en 
quantité minime, soit 1 ou 2 individus). Les nymphes sont donc collectées sur moins de sites, mais dans 
des proportions plus importantes. Les larves quant à elles ont été retrouvées sur 22 sites, soit 12,5% 
des sites où I. ricinus a été identifiée. 

 

 
Figure 91 : Pourcentage de sites avec les différentes stases d’Ixodes ricinus parmi les 176 sites présentant 

l’espèce Ixodes ricinus 

 

III.D.3 Distribution géographique 

Sur les 203 sites analysés, certaines espèces sont retrouvées sur presque tous les sites tandis 
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que d’autres sont retrouvées plus exceptionnellement (cf. Figure 92). Ixodes ricinus est présente sur 
86,7% des sites étudiés. Dermacentor reticulatus arrive en deuxième position puisqu’elle est présente 
sur 74,9% des sites analysés. Dermacentor marginatus de son côté est retrouvée sur 44,8% des sites 
tandis que chacune des autres espèces n’est présente que sur moins de 20% des sites. Voyons 
maintenant plus en détails la répartition de chaque espèce. 

 
I. ricinus 
(n = 176) 

D. reticulatus  
(n = 151) 

D. marginatus 
(n = 91) 

Ha. punctata 
(n = 38) 

R. bursa 
(n = 14) 

Hy. marginatum 
(n = 10) 

Ha. concinna 
(n = 8) 

Figure 92 : Pourcentage de sites sur lesquels les différentes espèces de tiques sont retrouvées  
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III.D.3.a Ixodes ricinus 

L’espèce I. ricinus, retrouvée sur 86,7% des sites, est ainsi très largement répartie sur le 
territoire français (cf. Figure 93). En effet, celle-ci est présente dans les 13 régions de France 
métropolitaine, sur plus d’un site pour chacune des régions (hormis la Corse où elle n’est retrouvée 
que sur un des deux sites référencés). 

 

 

Figure 93 : Distribution géographique d’Ixodes ricinus sur les équidés en France métropolitaine entre juin 2020 
et avril 2022 
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III.D.3.b Dermacentor reticulatus 

De la même manière que pour I. ricinus, D. reticulatus, retrouvée sur une bonne part des 
différents sites (76,6%), est largement représentée sur le territoire français (cf. Figure 94). On la 
retrouve sur 12 des 13 régions de France métropolitaine, celle-ci n’ayant pas été retrouvée en Corse.  

 

 

Figure 94 : Distribution géographique de Dermacentor reticulatus sur les équidés en France métropolitaine 
entre juin 2020 et avril 2022 
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III.D.3.c Dermacentor marginatus 

Dermacentor marginatus, présente sur moins de la moitié des sites (44,8%), est malgré tout 
retrouvée sur 10 des 13 régions de France métropolitaine. Sa répartition est nette (cf. Figure 95) : D. 
marginatus n’est pas retrouvée dans le nord et nord-ouest du pays, puisqu’elle n’a pas été mise en 
évidence en Normandie, dans les Hauts-de-France ni en Ile-de-France, et très peu en Bretagne (un seul 
site). 

 

 

Figure 95 : Distribution géographique de Dermacentor marginatus sur les équidés en France métropolitaine 
entre juin 2020 et avril 2022 

 

 

 

 

 



124 

 

III.D.3.d Hyalomma marginatum  

Hyalomma marginatum, retrouvée sur moins de 5 % des sites, est présente dans 4 régions : la 
Provence-Alpes-Côte d’Azur, l’Auvergne-Rhône-Alpes, l’Occitanie et la Corse (cf. Figure 96). Sa 
répartition sur le territoire français métropolitain est donc limitée au Sud-Est du pays. 

 

 

Figure 96 : Distribution géographique de Hyalomma marginatum sur les équidés en France métropolitaine 
entre juin 2020 et avril 2022 
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III.D.3.e Rhipicephalus bursa 

Rhipicephalus bursa, présente sur moins de 7% des sites étudiés, est retrouvée 
majoritairement au sud du pays dans 5 régions : la Nouvelle-Aquitaine, la Provence-Alpes-Côte d’Azur, 
l’Auvergne-Rhône-Alpes, l’Occitanie et la Corse (cf. Figure 97). La répartition de cette espèce se 
rapproche ainsi de celle de Hy. marginatum et se retrouve aussi sur la façade atlantique.  

 

 

Figure 97 : Distribution géographique de Rhipicephalus bursa sur les équidés en France métropolitaine entre 
juin 2020 et avril 2022 
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III.D.3.f Haemaphysalis punctata  

Haemaphysalis punctata, présente sur presque 19% des sites, est retrouvée sur les équidés 
dans 8 régions de France métropolitaine : Ile-de-France, Pays de la Loire, Nouvelle-Aquitaine, 
Bourgogne-Franche-Comté, Auvergne-Rhônes-Alpes, Provence-Alpes-Côtes d’Azur, Occitanie et Corse 
(cf. Figure 98). Sa distribution semble être tout de même plus marquée dans la moitié sud du pays. 

 

 

Figure 98 : Distribution géographique de Haemaphysalis punctata sur les équidés en France métropolitaine 
entre juin 2020 et avril 2022 
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III.D.3.g Haemaphysalis concinna 

Haemaphysalis concinna, retrouvée sur 3,9% des sites, est l’espèce la moins présente sur les 
équidés sur le territoire français (cf. Figure 99). Malgré tout, elle couvre sporadiquement 5 régions 
française : les Hauts-de-France, le Centre-Val de Loire, la Nouvelle-Aquitaine, l’Occitanie et la 
Provence-Alpes-Côte d’Azur. 

 

 

Figure 99 : Distribution géographique de Haemaphysalis concinna sur les équidés en France métropolitaine 
entre juin 2020 et avril 2022 
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IV.  Discussion 

Ce projet, permettant la récolte des tiques directement sur les équidés, est d’une ampleur 
nouvelle à la fois par le nombre de sites suivis (434) et leur répartition géographique, le nombre de 
chevaux sur lesquels les tiques sont collectées (plus de 2000), la fréquence de collecte et par la durée 
de participation.  

Durant cette étude préliminaire, 76233 tiques ont été analysées et identifiées sur 203 sites (sur 
434 participants). Ces premiers résultats ont été rendus possibles grâce à la science participative, 
permettant l’obtention de multiples échantillons sur de nombreux sites répartis sur tout le territoire 
métropolitain français. Aussi, le suivi s’est effectué sur une longue période de 96 semaines, cette 
période étant ensuite compilée sur l’équivalent d’une année par rang de semaine (semaines 1 à 52). 

La collecte sur animaux, répétée et sur une période continue, a permis une approche différente 
et plus complète que celle classiquement utilisée pour collecter les tiques dans l’environnement, 
méthode dite « du drapeau ». En effet, la technique utilisée ici représente le contact réel entre les 
tiques et les animaux dans leur environnement. Elle tient compte des préférences trophiques des 
tiques et couvre l’ensemble de leurs phases d’activité y compris potentiellement nocturnes. Elle est 
également moins sensible aux biais de collecte liés à la météorologie (pluie, rosée qui rendent les 
collectes sur la végétation difficile). 

Toutefois, le recours à la science participative impose un biais humain important. Même si les 
consignes ont été aussi claires que possible au lancement du projet, les collectes réalisées par les 
participants n’ont pas pu être contrôlées. Plusieurs paramètres importants, comme la restriction de 
l’inspection aux équidés uniquement (certains participants collectant par exemple des tiques sur leur 
chien également, mais en l’indiquant sur la fiche de suivi), la rigueur de l’inspection, la fréquence de 
collecte, ou encore la fidélité au projet sont ainsi difficilement vérifiables.  

Le jeu de données obtenu est étalé sur la totalité d’une année, avec une nette augmentation 
de l’effort d’échantillonnage au printemps et une diminution en été, en lien tout d’abord avec les dates 
de départ du projet, décalées en fonction de chaque participant. Cela nous permet d’avoir des données 
sur la dynamique des tiques (espèces, sexes, stases) représentatives de chaque période de l’année. 
Aussi, le plus faible nombre de sites collectés pendant la période estivale à la date du bilan réalisé 
n’exercera qu’une influence mineure sur la diversité des tiques analysées, puisque c’est la période de 
moindre activité de la plupart des stades et espèces, lié à la combinaison d’une température élevée et 
d’une plus faible hygrométrie. En revanche, le nombre de sites analysés lors de ce bilan est plus élevé 
au printemps, période d’activité maximale de la plupart des espèces de tiques en France. 

 

IV.A Population de tiques analysées 

IV.A.1 Espèces  

Au cours de cette étude, 7 espèces de tiques ont été retrouvées sur les équidés : D. reticulatus, 
I. ricinus, D.marginatus, H. marginatum, Ha. punctata, R. bursa et H. concinna [4], [30]. Ces espèces, 
présentées ici par ordre d’importance quantitative décroissante dans le jeu de donnée global, réalisent 
leur repas de sang de manière certaine, sur les équidés, entre autres. Accessoirement, une huitième 
espèce, R. sanguineus, a été retrouvée en très faibles quantités sur quelques équidés. 

Un atlas photographique avec des clichés de haute qualité pour chacune de ces 8 espèces a 
été réalisé. Celui-ci permet désormais d’avoir une banque d’illustration, qui sera utilisée par le 
laboratoire par exemple pour l’illustration d’article ou la réalisation d’un poster à destination des 
vétérinaires et des particuliers dans un but pédagogique et préventif. 



129 

 

IV.A.2 Identification génétique et variations intra-espèces 

La majorité des identifications moléculaires des tiques a confirmé les identifications 
morphologiques, pour les différentes espèces et stases présentes.  

Au sein des espèces I. ricinus, D. reticulatus, Hy. marginatum, H. punctata, et R. bursa, les 
séquences du gène cox1 obtenues sont très proches entre elles et avec celle du gène de référence, 
avec des similarités supérieures à 99,5%. 

En revanche, une variation génétique plus forte est observée pour D. marginatus, avec des 
similarités variant de 98,38% à 99,84%, même entre individus collectés sur un même site. Cette 
variabilité était déjà mise en évidence dans la matrice de similarité des séquences de références du 
gène cox1 (cf. Figure 87 partie III.C) entre séquences déposées dans les bases de données 
internationales.  

Cette variabilité est encore plus marquée pour H. concinna, avec des taux de similarité avec le 
gène de référence variant de 96,64% à 99,68%, et de la même façon que pour D. marginatus, entre 
des tiques collectées sur un même site. Cette observation semble corrélée avec les observations 
réalisées par Răileanu, Tauchmann et Silaghi (2022) sur Ha. concinna en Allemagne [102]. Il semble 
donc qu’il y ait une forte hétérogénéité des individus au sein de l’espèce Ha. concinna, voire des sous-
populations ou des sous-espèces. 

Morphologiquement, des fortes ressemblances entre individus au sein de certaines espèces 
ou au contraire, des différences dans d’autres cas, ont été remarquées mais pas analysées de façon 
plus approfondie. Pour I. ricinus, Hy. marginatum, R. bursa, H. punctata et H. concinna, la ressemblance 
entre les individus de chaque espèce était notable puisqu’aucune variation individuelle morphologique 
n’a été remarquée, sauf dans la taille. Cependant, de nombreuses variations morphologiques ont été 
notées chez les deux espèces de Dermacentor notamment sur la longueur du rostre et la taille des 
épines de la base des palpes. Il ne semble pas y avoir de lien entre variations morphologiques et 
variabilité génétique. En effet, aucune variation morphologique n’a été notée pour Ha. concinna 
malgré deux groupes génétiques très différents. Pour Dermacentor, il peut y avoir, selon l’espèce, des 
variations morphologiques avec (D. marginatus) ou sans (D. reticulatus) variabilité génétique. Ainsi il 
semble qu’au sein de chaque espèce, des évolutions différentes soient présentes. 

La seule erreur d’identification a été la confusion entre R. bursa et R. sanguineus, pour 5 
individus au total. Rhipicephalus sanguineus n’est connue pour ne parasiter que les chiens, et n’est pas 
recensée sur les équidés dans la littérature. Cependant, il semblerait qu’elle puisse parasiter d’autres 
animaux que le chien lors de « la disparition de son hôte de prédilection »[3]. Après vérification auprès 
des deux candidats concernés sur leur méthode de collecte, il semblerait que ces tiques aient bien été 
retrouvées sur les équidés. En revanche, nous manquons de précision pour savoir si elles étaient 
effectivement fixées sur les équidés, réalisant un repas de sang, ou seulement de passage. Ainsi, soit 
R. sanguineus a la capacité de parasiter les équidés de manière ponctuelle, soit elle a été collectée sur 
les équidés sans y avoir été fixée au préalable. Aussi, R. bursa ayant une morphologie très proche de 
celle de R. sanguineus et l’identification des individus étant essentiellement visuelle et dépendante 
d’un seul opérateur, il est pertinent de se questionner quant à la présence éventuelle d’autres R. 
sanguineus dans nos échantillons. En revanche, après confirmation de nos identifications grâce aux 
critères morphologiques (présence de nombreuses soies en face ventrale sur le rostre de R. 
sanguineus), il s’avère que les populations de R. sanguineus confirmées sont très différentes de celles 
de R. bursa. Rhipicephalus sanguineus présentait des effectifs très faibles, de l’ordre de quelques 
adultes ponctuellement. Ce critère de population contraste avec R. bursa, caractérisé par des 
populations d’effectifs supérieurs, présentes sur plusieurs semaines consécutives sur un site, avec 
présence conjointe des deux sexes de l’adulte et de nymphes. 
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IV.A.3 Stases 

D’après la littérature, pour I. ricinus, les individus parasitant les équidés sont les adultes et les 
nymphes [33]. Dans notre étude, pour cette espèce, les adultes sont présents quasi systématiquement. 
Les nymphes, quant à elles, sont présentes dans 83% des sites, représentant 68% de la population 
totale. Enfin, des larves ont été retrouvées fixées sur les équidés dans 12,5% des sites, ce qui nous 
laisse penser que toutes les stases de l’espèce I. ricinus parasitent les équidés. En effet, les larves y 
sont décrites comme parasitant essentiellement les petits mammifères et n’ont pas été retrouvées sur 
les équidés jusqu’alors. De toute petite taille, elles sont d’ailleurs très probablement sous-
représentées ici car difficilement visibles à l’œil nu au milieu des poils. Elles ont certainement été 
repérées par les sentinelles les plus minutieuses. 

Dermacentor reticulatus et D. marginatus étant décrits comme ditropes avec des individus 
immatures endophiles, il est normal de n’observer que des individus adultes sur les équidés dans notre 
étude [4], [40]. De la même manière, les stases immatures de Hy. marginatum, autre espèce ditrope, 
ne sont pas retrouvées sur les chevaux [45].  

Pour Ha. punctata et Ha. concinna, les adultes représentent ici plus des ¾ de la population 
retrouvée sur les équidés, en lien avec leur caractère ditrope. Les stases immatures, plus 
particulièrement les larves, sont peu représentées, surtout pour Ha. punctata, pour laquelle aucune 
larve n’a été retrouvée. De la même manière que pour les autres espèces, la population des stases 
immatures est très probablement sous-estimée du fait de la petite taille des individus [32]. 

Rhipicephalus bursa étant décrite comme diphasique et monotrope, il semble surprenant ici 
d’observer une population de nymphes et de ne pas retrouver de stase larvaire [4]. En effet, les équidés 
semblent être un de leurs hôtes de prédilection, et la présence de nymphes laisse sous-entendre que 
des larves étaient présentes avant (mue de la larve gorgée sur l’hôte sans détachement, et prise d’un 
nouveau repas par la nymphe sur le même hôte). Cette anomalie peut sans doute s’expliquer par la 
taille réduite des larves, ne permettant pas leur détection aisée lors de l’inspection. 

 

IV.A.4 Sex-ratio 

Pour les 6 espèces de Metastriata, D. reticulatus, D. marginatus, Ha. Punctata, Ha. concinna, 
Hy. marginatum et R. bursa,  les femelles ont été retrouvées en quantité comparable (Hy. marginatum, 
R. bursa) ou en quantité légèrement mais significativement supérieure comparativement aux mâles 
pour les 4 autres. La présence de mâles en grande quantité sur l’hôte est normale chez les Metastriata, 
car les mâles ont besoin de se nourrir, même avec un volume sanguin moindre que celui des femelles, 
pour atteindre leur maturité sexuelle et pouvoir assurer la reproduction [1]. Le gonflement du mâle 
est d’ailleurs aussi limité par le conscutum chitineux. Chez Dermacentor, pour les deux espèces, le sex-
ratio est presque équilibré, alors qu’il est assez déséquilibré chez les deux espèces d’Haemaphysalis, 
très marqué chez Ha. punctata. Cette différence pourrait s’expliquer soit par la plus petite taille des 
mâles d’Haemaphysalis qui rend leur collecte plus difficile que celle des mâles de Dermacentor, soit 
par la possibilité ou non de ces mâles de réaliser plusieurs copulations. Si le mâle a la capacité de 
réaliser plusieurs copulations, il y a alors plus de chance qu’il reste longtemps sur l’hôte et qu’il soit 
donc collecté. Cependant, les mâles ne sont pas retrouvés accouplés avec les femelles, alors que c’est 
le cas la plupart du temps pour I. ricinus. 

Pour I. ricinus, seule espèce Prostriata retrouvée sur les équidés, la situation est différente : 
l’absence de repas de sang pour le mâle, qui est déjà mature sexuellement, justifie qu’il ne soit présent 
sur l’hôte que pour la recherche d’une femelle afin de copuler. La fécondation des femelles sur la 
végétation a été décrite et semble se produire proportionnellement à la taille de la population 
d’adultes en quête. Plus les populations sont abondantes, plus les chances de se trouver sur la 
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végétation ensemble et de s’accoupler sont élevées [6]. La très faible proportion de mâles (11,5 %) 
collectée semble indiquer que la fécondation sur la végétation se produit de façon peut-être plus 
fréquente qu’estimé jusqu’ici. D’ailleurs, la majorité des individus mâles retrouvés ici était en 
copulation avec une femelle. Aussi, sa taille plus petite comparativement à celle de la femelle rend sa 
détection plus difficile. 

 

IV.B Répartition géographique des espèces de tiques 

Comme décrit dans la littérature, I. ricinus, espèce ubiquiste, est très largement répartie sur le 
territoire [7], [37]. Dans notre étude, elle est l’espèce de tique la mieux répartie chez les chevaux sur 
le territoire français métropolitain, car elle est présente dans toutes les régions et sur 86,7% des sites. 
En revanche, les effectifs des populations observées sont réduits puisqu’elle ne représente que 26,2% 
de la population globale analysée. Parmi les sites où I. ricinus n’est pas identifiée, plusieurs ne sont 
représentés que par des collectes hivernales, période la plus défavorable à l’activité de cette tique. Il 
est donc probable que la répartition soit encore plus importante que celle déjà mise en évidence. En 
revanche, son absence de sites localisés dans le sud de la France s’explique par le fait que cette espèce 
de tiques redoute les environnements trop chauds et trop secs [4], [7]. 

 Dermacentor reticulatus est la deuxième espèce retrouvée en termes de répartition 
géographique, puisqu’on la retrouve sur 12 régions et sur près de 75% des sites étudiés. Les 
populations observées sont de grandes tailles, puisqu’elles représentent quantitativement 47,3% de 
la population globale analysée. En revanche, sa présence en Bretagne n’est pas aussi évidente que 
dans les descriptions du Centre européen de prévention et de contrôle des maladies (ECDC), pour qui 
la présence dans les 4 départements bretons est avérée [36], [38]. Cette différence peut s’expliquer 
par le fait que les résultats de l’ECDC sont basés sur une collecte de données globale, tandis que nous 
nous intéressons seulement aux équidés sur 8 sites uniquement pour ces départements. Par ailleurs, 
l’ECDC ne disposant pas de données pour D. marginatus, il n’est pas exclu que les deux espèces aient 
été confondues. 

Dermacentor marginatus, est répartie largement sur le territoire français, puisqu’elle est 
retrouvée ici sur près de la moitié des sites. Elle est la troisième espèce retrouvée en termes d’effectif, 
puisqu’elle représente 14,4% des tiques analysées. En revanche, elle n’est pas retrouvée dans le nord-
ouest du pays, contrairement aux descriptions de la littérature [43]. Cette différence s’explique 
probablement par notre méthode de collecte, uniquement sur les équidés, et par un effort 
d’échantillonnage encore limité dans le temps. 

Hyalomma marginatum est retrouvée essentiellement sur les équidés dans le sud-est de la 
France, surtout autour du bassin méditerranéen, comme décrit dans la littérature [38], [40]. Si sa 
distribution est restreinte, elle représente tout de même 9% de la totalité des tiques collectées, car 
elle est souvent présente sous forme de populations très abondantes.  

 Rhipicephalus bursa semble peu représentée sur le territoire français, puisqu’elle est retrouvée 
sur seulement 7% des sites. On la trouve essentiellement dans le sud de la France, autour du bassin 
méditerranéen, en lien avec son caractère thermophile [4], [50]. Quantitativement, les populations de 
R. bursa sont très réduites, puisqu’elles ne représentent que 1% des tiques collectées. Cet effectif 
réduit peut s’expliquer par un faible attrait pour les équidés et une absence d’hôte de prédilection 
dans les zones de collecte, comme les ruminants [49], [53]. Aussi, son caractère thermophile, avec une 
adaptation aux régions africaines, peut limiter la réalisation d’un cycle suffisamment efficace sur le 
territoire français pour obtenir des populations de grande taille. 

Haemaphysalis punctata, présente sur 18,7% des sites analysés, est essentiellement répartie 
sur la moitié sud du territoire métropolitain français, comme décrit dans la littérature [1], [32]. Cette 
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espèce est présente sous forme de petites populations puisqu’elle ne représente que 1,5% des tiques 
collectées. Cette particularité peut aisément s’expliquer par la préférence de cette espèce pour les 
petits mammifères et les oiseaux, les équidés n’étant choisis comme hôte que de manière 
occasionnelle [32], [53]. 

Haemaphysalis concinna semble très peu présente chez les équidés sur le territoire français 
métropolitain car elle ne représente que 1% du jeu de données. Aussi, on la retrouve sur seulement 
4% des sites étudiés. Ces observations coïncident avec le caractère exigeant de cette espèce, 
nécessitant une hygrométrie élevée. De plus, de la même manière que Ha. punctata, les équidés ne 
sont pas des hôtes de prédilection pour cette espèce [32], [53]. 

Ainsi, la grande variété de climat sur le territoire métropolitain a permis l’installation de 
nombreuses espèces à différents endroits en fonction de leurs exigences et a donc un impact majeur 
sur la répartition des espèces. Cette première étude permet d’avoir une idée de la répartition des 
différentes espèces sur le territoire. Cependant, la durée insuffisante de cette étude ne nous a pas 
permis de faire une analyse temporelle en fonction des saisons. Une analyse plus développée, sur une 
période plus importante sera réalisée par la suite, afin de connaître les variations des différentes 
espèces et stases en fonction des variations météorologiques. 

 

IV.C Rôle vectoriel des tiques 

Parmi les populations analysées, plusieurs espèces décrites comme vectrices de piroplasmose 
équine ont été retrouvées sur les équidés : D. reticulatus, D. marginatus, Hy. marginatum et R. 
bursa [4], [41], [42]. Ces quatre espèces représentent plus de 70% de la population totale collectée ici 
en France métropolitaine sur les équidés, répartie sur 90% des sites étudiés. 

Dermacentor reticulatus et D. marginatus représentent à elles deux 62% de la totalité des 
tiques identifiées et sont réparties largement sur le territoire français métropolitain. Vectrices des 
deux piroplasmes équins, il en découle que leur rôle est vraisemblablement prédominant dans la 
transmission de la piroplasmose équine en France [4], [41], [42].  

 La présence de Hy. marginatum et R. bursa autour du bassin méditerranéen, en tant que tiques 
potentiellement vectrices des deux piroplasmes, représente également un facteur de risque important 
d’infection des équidés par la piroplasmose. De plus, pour Hy. marginatum, la très grande taille des 
populations et sa grande affection pour les équidés, qui est un hôte de prédilection, augmentent 
fortement la probabilité de transmission de T. eaui et de B. caballi [45]. 

Ainsi, la présence des Dermacentor sur la totalité du territoire français et de Hy. marginatum 
et R. bursa au sud du pays, coïncide avec la séroprévalence connue de la piroplasmose équine. En effet, 
de la même manière que ses vecteurs, celle-ci est présente sur la totalité du territoire, faisant de 
chaque région une zone à risque, avec une prévalence bien plus marquée sur la moitié sud [56]. 

Ha. punctata et Ha. concinna, peu présentes sur le territoire français et n’étant pas des 
vecteurs connus de la piroplasmose équine, ne présentent probablement pas un facteur de risques 
dans sa transmission. Enfin, si I. ricinus est la tique la plus largement répartie sur les sites en France 
métropolitaine, sa présence n’est cependant pas un facteur de risque pour la transmission de la 
piroplasmose équine puisque cette dernière n’est pas un vecteur compétent. Elle reste cependant un 
danger sur tout le territoire en termes de santé animale et humaine en tant que vectrice d’autres 
maladies, comme l’anaplasmose et la maladie de Lyme dont les prévalences sont inconnues à ce jour 
en France. 
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 Conclusion 

 

Partout dans le monde, les tiques jouent un rôle très important en santé animale et humaine, 
en tant que vectrices de nombreuses affections virales, bactériennes ou parasitaires, et la 
connaissance de leur biologie représente ainsi un fort enjeu médical et économique.  

Chez les équidés en France métropolitaine, sept espèces de tiques dures ont donc été 
identifiées dans notre étude comme des parasites réguliers : 

• Ixodes ricinus, 

• Dermacentor reticulatus, 

• Dermacentor marginatus, 

• Hyalomma marginatum, 

• Rhipicephalus bursa, 

• Haemaphysalis punctata, 

• Haemaphysalis concinna. 

Leur répartition géographique, dépendante de leurs préférences en termes d’environnement 
et de climat, s’étend à ce jour, sur la totalité du territoire pour I. ricinus, D. reticulatus et D. marginatus 
et sur la moitié sud du pays pour Hy. marginatum, R. bursa et Ha. punctata, qui se retrouvent surtout 
en zone méditerranéenne. Haemaphysalis concinna est quant à elle installée mais de manière plus 
sporadique sur le territoire. 

Parmi ces sept espèces, quatre sont identifiées comme potentiellement vectrices d’un ou des 
deux agents de la piroplasmose équine, T. equi et B. caballi : Dermacentor reticulatus, D. marginatus, 
Hy. marginatum et R. bursa. La présence de ces quatre espèces de tiques, soit sur la totalité du 
territoire, soit autour du bassin méditerranéen, constitue un facteur de risque déterminant de 
contamination des équidés par la piroplasmose équine. Des études complémentaires sont maintenant 
nécessaires pour déterminer le rôle relatif de chacune de ces espèces dans cette transmission. 
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RESUME  

  
La piroplasmose équine est une maladie enzootique mondiale transmise par des tiques, 

vecteurs des protozoaires Theileria equi et Babesia caballi. L’importance médicale et économique 
de cette maladie nous impose aujourd’hui d’en savoir plus sur ces vecteurs. 

Grâce à la science participative, des propriétaires d’équidés répartis sur le territoire français 
métropolitain ont collecté les tiques chaque semaine sur leurs chevaux dans le cadre du programme 
PiroSentinel. Les 76233 tiques recueillies par les 203 participants entre juin 2020 et avril 2022 ont 
été identifiées morphologiquement puis génétiquement pour certaines. Ainsi, sept espèces de 
tiques dures à des stades différents (L larvaire, N nymphal et A adulte) ont été identifiées comme 
parasites réguliers des équidés : Dermacentor reticulatus (A), Ixodes ricinus (L, N, A), Dermacentor 
marginatus (A), Hyalomma marginatum (A), Rhipicephalus bursa (N, A), Haemaphysalis punctata (N, 
A) et Haemaphysalis concinna (L, N, A). Un atlas photographique a été réalisé. 

Les 3 espèces les plus abondantes numériquement, D. reticulatus (47,3%), I. ricinus (26,2%) 
et D. marginatus (14,4%), sont également largement réparties sur le territoire. Hy. marginatum 
(8,5%) et R. bursa (1,1%) sont retrouvées essentiellement dans le sud. La répartition des 
Haemaphysalis (2,5%) est difficile à définir en raison du faible nombre de sites concernés. Si 4 de 
ces 7 espèces sont reconnues comme vectrices de la piroplasmose (les deux Dermacentor, Hy. 
marginatum et R. bursa), leur présence sur toutes les régions de France métropolitaine et leur 
abondance constituent un facteur de risque déterminant de contamination des équidés par la 
piroplasmose équine. 
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