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Résumé  
 
 
 
 

 Parasite gastro-intestinal mondialement connu et présent, Haemonchus contortus, est une véritable 

menace au sein des productions de ruminants. Son incidence est d’autant plus considérable au pâturage en zone 

tropicale. Dans un contexte d’usage fréquent de médicaments face à ce nématode, des pertes d’efficacité sont 

déplorées de plus en plus au cours des années. L’objectif est de construire un modèle de vie des parasites donnant 

lieu à de meilleures gestions de pâturages. Celui-ci permettrait de mieux prédire la quantité de L3 dans le 

pâturage, d’amoindrir les rencontres entre les animaux et parasites, et ainsi les infestations.  

La présente étude s’est déroulée dans l’enceinte du domaine Duclos en Guadeloupe. Cette dernière a pour 

objectif de caractériser le cycle de vie du nématode en parcelle sous un climat tropical. Plusieurs modèles simples 

explicatifs ont été réalisés à partir de données expérimentales acquises au cours du temps. Des relations avec les 

variables environnementales ont été mis en évidence. Nous avons développé et choisi de meilleurs modèles 

explicatifs d’une part pour la vitesse de décroissance de la population de L3 au sein de la strate basse contenant 

les fèces, et d’autre part, pour le temps nécessaire à l’obtention du pic max de L3 en toutes strates confondues. 

Nous avons montré que la vitesse dépendait principalement du nombre d’événements de précipitations > 10 

mm et que le délai dépendait à la fois de la température moyenne et de somme de température entre le jour de 

dépôt et le premier jour de prélèvement.  

Un modèle prédictif du cycle de vie au pâturage en climat tropical a été également aussi présenté.  
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Introduction  

   

 Les animaux d’élevage sont confrontés à de nombreux parasites, qu’il s’agisse de 

parasites internes ou externes, ces derniers détournent à leur profit les ressources 

énergétiques de leur hôte, entraînant dans la plupart des cas des lésions au niveau des 

organes, des chutes de performances voire même de la mortalité. Parmi ceux-ci, les 

nématodes gastro-intestinaux représentent un véritable fléau en raison de leurs impacts 

zootechniques et économiques négatifs. Ces parasites présentent une répartition 

géographique mondiale : ils sont retrouvés en Afrique, au Sahel, en Malaisie, en Europe, 

en Inde, en Amérique, aux Antilles… (Gupta et al, 2011; Ramos et al., 2016; Rivera, 

Parra, García & Aycardi, 1983; Chiejina, Behnke & Fakae, 2015). Ceux-ci parasitent 

des petits ruminants tels que les caprins et ovins. Ces nématodes ont plus d’incidence sur 

la production en zones tropicales en raison des conditions de températures et d’humidité 

propices à leur développement et à l’accomplissement de leur cycle. Mais, ils sont tout 

aussi présents en nombre non négligeable en métropole hors période hivernale. Toutefois, 

le contexte économique permet aux éleveurs d’investir dans des bâtiments d’élevage, 

atténuant ainsi les infestations. À titre d’exemple, dans les pâturages tropicaux, ils sont 

responsables de 80% de la mortalité juvénile avant le sevrage chez les petits ruminants 

(Aumont et al., 1997). Un grand nombre de parasites gastro-intestinaux des ruminants 

sont présents en zones tropicales et subtropicales (Mahieu, 2018; voir Annexe n°1). Aux 

Antilles, trois espèces de nématodes occasionnent des préjudices importants (Fabiyi, 

1987), à savoir : Haemonchus contortus (famille des Haemonchiae), Trichostrongylus 

colubriformis (famille des Trichostrongylidae) et Oesophagostomum columbianum 

(famille des Chabertiidae). Ceux-ci sont considérés comme étant un « groupe de 

pathologie majeure » aussi préoccupant, voire pire que les tiques dans cette zone 

géographique. Ces parasites strongyloïdes ont un cycle de vie divisé en 5 stades de 

développement dont une partie au sein de l’organisme de leur hôte et une autre dans le 

milieu extérieur (fèces et pâturages). À l’intérieur de leur hôte, les individus femelles 

pondent des oeufs qui sont acheminés le long du tractus digestif jusqu’à être excrétés dans 

le milieu extérieur mélangés aux fèces. Ces œufs éclosent à l’intérieur des fèces et 

aboutissent à un stade dit « L1 ». Ces larves restent inféodées aux fèces (leur conférant 

protection et nourriture) jusqu’à avoir subies une première mue pour atteindre le stade 

« L2 », puis une seconde conduisant au stade infectieux dit « L3 », 

caractérisé entre autres par la présence d’une gaine. Ces L3 quittent  
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Figure 1. Cycle de vie général des nématodes gastro-intestinaux.  
 
Les parasites gastro-intestinaux femelles produisent des oeufs au sein de leur hôte.  

Les oeufs traversent le tractus digestif et sont excrétés dans le milieu extérieur, au pâturage au travers des fèces. Ils éclosent et 

donnent des larves de stade "L1". Ces larves effectuent une mue pour aboutir à des larves "L2". Ces deux stades sont inféodés 

aux fèces, et se nourrissent des micro-organismes qui s'y trouvent.  

Les larves "L2" effectuent une seconde mue pour donner des larves "L3", qui quittent les fèces et se dispersent dans les herbes 

et le sol autour de ceux-ci. Les larves "L3" présentent une gaine leur conférant des meilleures capacités de résistance, ne se 

nourrissent pas et disposent d'une ressource en énergie limitée. Celles-ci effectuent une migration ascendante sur les brins d'herbe 

lorsque les conditions de température et d'humidité leur sont favorables. Une portion de ces larves "L3" se retrouvent ingurgitées 

par les ruminants, le bétail en même temps que le fourrage lors de la prise alimentaire. Ces larves "L3" subissent une dernière 

mue pour atteindre le stade sexué et infectant "L4". Les individus s'incrustent au sein des tissus de leur hôte, s'accouplent et 

émettent à nouveau des oeufs qui vont disperser. Les larves "L4" peuvent vivre plusieurs mois.  

©LATCHY Randy  
 



progressivement les fèces et migrent au sein des herbes du pâturage. Contrairement aux 

deux stades précédents, ils ne peuvent pas se nourrir et disposent d’une source d’énergie 

limitée. Certaines de ces larves meurent avec le temps sous l’effet du climat et d’autres se 

retrouvent ingérées par les ruminants en même temps que le fourrage. Les larves ingérées 

perdent leur gaine, effectuent leur dernière mue « L4 » aboutissant à une différenciation 

sexuelle. Certaines meurent après leur développement, et celles qui se maintiennent 

s’accouplent et réémettent des œufs par la suite (voir figure n°1). En fonction des espèces, 

les parasites adultes sexués sont inféodés dans les tissus d’organes distincts : H. contortus 

dans la caillette, T. colubriformis dans l’intestin grêle et O. columbianum dans le colon. 

Outre leur fertilité importante, la capacité de la population à relâcher les œufs dans le 

milieu extérieur, ces nématodes peuvent également ralentir et stopper leur développement 

lorsque les conditions du milieu ne sont pas favorables à leur maintien (périodes de 

sécheresse ou hivers). Il est question d’hypobiose. Ce phénomène prend lieu au cours du 

stade L4 au sein de l’hôte (Zajac, 2006) et est induit par des expressions de gènes et de 

synthèses protéiques modifiées (Mahieu, 2014). Cet état d’hypobiose permet de ne pas 

être affecté par les défenses du système immunitaire de l’hôte et entraîne dans certains cas, 

une montée péri-pondérale des œufs à la fin de la période défavorable (Zajac, 2006 ; 

Gibbs, 1886). Afin de faire face à ces parasites, de nombreux moyens de luttes sont mis 

en œuvre dont l’utilisation d’anthelminthiques (médicaments). Mais leur utilisation en pas 

de temps régulier au profit de bonnes productions entraîne des phénomènes de résistance 

de plus en plus marqués (Mackinnon, Meyer & Hetzel, 1991; Rose et al., 2015). Ces 

traitements réguliers engendrent de facto de la sélection de variants de parasites résistants 

au sein des populations. S’ajoutent à cela, la toxicité des composants d’anthelminthiques, 

notamment des lactones macrocycliques, pour les organismes décomposeurs des fèces 

(Lumaret & Errouissi, 2002) et l’anxiété des consommateurs vis-à-vis de l’utilisation et 

la présence de résidus au sein des produits de consommation (Hoste, Huby & Mallet, 

1997). Dans le dessein de remédier à ce type de manifestation, il est essentiel de déployer 

de nouvelles pratiques contribuant à la fois à la subsistance de l’efficacité des traitements 

(chimioprophylaxie) et au contrôle des populations de parasites. Certaines de ces pratiques 

consistent en de la gestion de pâturage (exemple des pâturages mixtes, tournants), 

l’utilisation de prédateurs naturels, la sélection de lignées résistantes (régulant le 

développement et la survie des parasites) (Douch et al, 1996) et résilientes (maintenant un 

niveau de production correcte malgré l’infection par les parasites) (Albers et al., 1987), 
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de métabolites secondaires présents dans les plantes de fourrage. Toutefois, le cycle de vie 

et l’écologie de ces parasites doivent être plus approfondis afin d’aboutir à des gestions 

pérennes et optimisées. Certaines études in vitro ou en condition extérieure ont contribué 

à mettre au jour certains points tels les effets de l’eau sur le développement des strongles 

(Gruner & Suryahadi, 1993), leur survie en fonction de différentes gammes de 

température (Jasmer, Wescott & Crane, 2011; Jehan & Gupta, 1974; Pandey, Chaer 

& Dakkak, 1989; Persson, 2010). La modélisation de ces systèmes est apparue comme 

étant une approche intéressante et émergente pour étudier ces parasites dès la fin des 

années 90s. De multiples modèles de nématodes gastro-intestinaux ont été considérés dans 

la littérature. Certains apparaissent comme élémentaires (Louie & Mackay, 2005; 

Roberts & Heesterbeek, 1995), d’autres intègrent plus de paramètres biologiques et 

caractéristiques de l’environnement (Laurenson, Bishop & Kyriazakis, 2011; 

Learmount et al., 2006; Vagenas, Bishop & Kyriazakis, 2007; Leathwick, Vlassof & 

Barlow, 1995; Molnár et al., 2013). Aucun modèle ne traite à l’heure actuelle, de manière 

minutieuse, de l’étude de leur cycle en zone tropicale.  

   

  Dans un contexte d’intensification de production, de recrudescence de résistance 

aux anthelminthiques et de changements climatiques, notre présente étude s’intéresse à 

contribuer au développement d’un modèle du cycle de vie du parasite gastro-intestinal H. 

contortus au pâturage en climat tropical.  
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Figure 2. Photographie des fèces utilisées pour l’ensemencement des parcelles.  
Photographies représentant : en A les fèces brutes prélevées au sein de la ferme expérimentale de Gardel 
(antenne de Nord de l’INRA) au niveau de 4 individus femelles de chèvre créole (Chemineau et al, 
1984).  
: en B les fèces réparties en 32 échantillons de masse approximativement égale, après avoir été au 
préalablement homogénéisées (mélangées) et débarrassées de feuilles et brindilles.  
©LATCHY Randy  
 

Figure 3. Photographies représentant en C un quadra de dimension (30.5x30.5 cm) au sein de la 
parcelle d’étude et en D la parcelle d’étude au domaine Duclos de l’INRA.  
Chaque quadra est repéré à l’aide d’une tige de bambou plantée dans le sol au niveau du sommet « haut-
gauche ».  
Les 32 quadras sont présents au niveau de la parcelle d’étude. Chaque quadra est repéré à l’aide d’une 
tige de bambou et de la position vis-à-vis de la station météorologique.    
©LATCHY Randy  
 



Matériel et méthodes 

  

 La visée de ce stage a été d’acquérir des données pour la mise en œuvre d’un modèle de cycle de vie 

du parasite en zone tropicale. Des dépôts de parasites ont été ainsi effectués en pâturage et un suivi de la 

population a été réalisé. La section ci-dessous traite du mode opératoire mis en place.  

• Ensemencement des parcelles  

 Des fèces de chèvres créoles naturellement infectées par des strongles gastro-intestinaux 

Haemonchus contortus, Trichostrongylus colubriformis & Oesophagostomum columbianum ont été 

récupérées au sein de la ferme expérimentale de Gardel (située à l’antenne nord de l’INRA en Guadeloupe). 

Quatre chèvres femelles ont été isolées dans un enclos pendant une nuit entière et les fèces ont ensuite été 

ramassées le lendemain matin (voir figure n°2A). 

En laboratoire, les fèces récupérées des quatre individus ont été mélangées au sein de grands récipients à l’aide 

d’une spatule. Cette étape a permis d’homogénéiser la matière. Ces dernières provenant de quatre chèvres 

distinctes, le degré d’infestation par les strongles n’est potentiellement pas les mêmes entre les individus. Les 

feuilles et débris de brindilles présents au niveau des fèces ont été également enlevés dans la limite du possible. 

Après homogénéisation, approximativement quatre grammes de fèces ont été prélevés et mis au sein de tubes 

falcon©. Quatre réplicats ont été réalisés. Ces tubes ont servi par la suite à l’estimation du nombre total d’œufs 

de parasites gastro-intestinaux au sein des fèces récoltées. Les fèces homogénéisées ont été pesées à l’aide 

d’une balance de précision (10.e-02 g) de marque PB3002 DeltaRange®. L’ensemble a été réparti à masse 

égale au sein de 32 pots (voir figure n°2B).  

Une parcelle d’expérimentation présentant une hauteur d’herbe moyenne d’environ 9.21 (+/- 1.79) cm (IC95, 

n=26, var=19.80 cm²) a été définie au sein de l’enceinte de l’établissement de l’INRA domaine Duclos. Les 

mesures de hauteur ont été réalisées à l’aide d’un herbomètre. Au niveau de cette parcelle, 32 quadras de 

dimensions (30.5 x 30.5 cm) (voir figure n°3) ont été définis de manière aléatoire. Sur le terrain, les différents 

quadras ont été repérés à l’aide d’une tige de bambou plantée dans le sol au niveau du sommet « haut gauche » 

et d’un repère visuel, à savoir dans notre cas, la station météo à quelques mètres. Cela a facilité par la suite, les 

manipulations a posteriori. Le contenu des 32 pots de masse égale au préalablement préparés a été déposé au 

niveau du centre des 32 quadras. Lors du dépôt, il a été veillé à ce que les fèces ne soient pas juste posées sur 

la face supérieure de l’amas d’herbes.  

• Estimation du nombre d’œufs de strongles gastro-intestinaux   

 L’estimation du nombre d’œufs par gramme de fèces a été effectuée par coproscopie, suivant la 

technique de McMaster selon Aumont et al, 1997. Les quatre tubes falcon© de contenance approximative 4 

grammes de fèces préparés ont été utilisés. Le contenu de chaque tube a été placé dans un mortier et écrasé à  
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Figure 4. Schéma représentant les dispositifs « Bearman ».  

Les entonnoirs utilisés ont été placés sur un support. Des filtres (tissus) présentant des mailles de 95 micromètres ont 

été utilisés. Un tube falcon© a été vissé en dessous des entonnoirs afin de récupérer les larves et des petites bassines 

afin de récupérer du liquide en cas de perte au niveau du système.  

Pour chaque réplicat, 2 types de prélèvement ont été réalisés : « herbe haute » et « herbe basse » (contenant 

principalement les fèces).  

Les dispositifs ont été placés dans une salle de manipulation à température et luminosité ambiantes pendant 48h ou 

72h. Le contenu de chaque dispositif a été remué 4 fois par jour.  

©LATCHY Randy  

 



l’aide d’un pilon. Une fois écrasé, le contenu a été placé dans un tube falcon© et pesé à l’aide d’une balance 

de précision. 30mL d’eau courante ont été ensuite ajoutés dans chacun des tubes. Il a été veillé à 

ce que le mortier et le pilon aient été bien nettoyés avant le broyage du contenu de chaque tube. 

Une fois les quatre tubes falcon© « fèces + eau courante » préparés, ceux-ci ont été placés en 

centrifugeuse à 2800 tours/min pendant 15 minutes à 4°C. Le surnageant a été éliminé et 35mL 

de NacL ont été rajoutés au sein de chaque tube (et mélangés aux dépôts au niveau du culot) 

avant de repasser à la centrifugeuse selon les mêmes modalités citées précédemment. Pour 

chaque tube, le surnageant a été récupéré, filtré à la passoire et placé dans un bêcher. La solution 

a été mise sous agitation (homogénéisation). À l’aide d’une pipette en plastique, des échantillons 

de chaque bêcher ont été placés sur des lames McMaster distinctes en évitant la formation de 

bulles. À partir de ces cellules, les comptages d’œufs des nématodes gastro-intestinaux nous 

intéressant ont été réalisés sous microscope sur le volume total des deux cellules. Le nombre 

d’œufs par gramme de matière fécale (OPG) a été déterminé par la formule suivante :  

𝑂𝑃𝐺 =
%&'(∗(+,-.)

.
  Avec n : le nombre d’œufs lu et P : le poids des fèces utilisés (g).  

Le protocole complet de la coproscopie mis en œuvre est disponible en Annexe n°2. 

• Extraction, identification et comptage des parasites gastro-intestinaux  

Extraction  

 Deux types de prélèvement ont été effectués à l’aide d’un appareil de coupe Gardena S-

56®. Au niveau de chaque quadra : un prélèvement dit « herbes hautes » correspondant à la strate 

herbacée haute et un autre dit « herbes basses » correspondant à la strate herbacée basse et 

principalement aux fèces restantes au sein du quadra, ont été effectués.  Les deux types distincts 

de prélèvement ont été bien identifiés. Les prélèvements ont été effectués tous les mardis et 

vendredis pendant la durée totale du stage (pas de temps de 3 jours). Quatre quadras ont été 

analysés chaque jour de prélèvement (soit 8 échantillons = 4 « herbes hautes » & 4 « herbes 

basses »). 

Les prélèvements « herbes hautes » et « herbes basses » ont été placés au sein de dispositif « 

Baerman » (voir figure n°4). Cette technique d’extraction a permis de rendre possible la mise 

en évidence de larves. Elle repose sur la migration passive de toutes les larves vers le fond des 

entonnoirs puis dans les tubes falcon©. Les dispositifs « Baerman » ont été placés sur une 

paillasse à température et à luminosité ambiantes dans une salle de manipulation pendant 48H. 

Les déplacements au sein de celle-ci ont été limités. Le contenu de chaque entonnoir a été touillé à 

l’aide d’une spatule quatre fois par jour afin de faciliter la migration des larves vers le réceptacle tube 

falcon® (récupéré en fin de manipulation). Après 48H, les produits de chaque extraction ont été 

récupérés.  
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Figure 6. Schéma conceptuel du modèle de cycle de vie parasitaire en pâturage en cours de réalisation.  

Les stades L1 et L2 ne sont pas pris en compte de manière concrète dans le modèle.  

Le taux de développement « ∂ » prend en compte à la fois l’éclosion et la mue.  

Si on note NL3(t) : le nombre de larves L3 au temps t alors, on a :  

NL3fèces(t+1) = Noeuf(t) x ∂  + s1 x NL3feces(t) 

NL3pâturage(t+1) = m x NL3feces(t) + s2 x NL3pâturage(t) 
 

Figure réalisée avec Rstudio® à partir des packages « diagram » et « shape ».  

©LATCHY Randy 

 

Figure 5. Photographies représentant les strongles gastro-intestinaux perçus au cours de l’étude.  
En 1 : Haemonchus contortus caractérisé par la présence d’une gaine, une longueur de queue moyenne. 
2 : Oesophagostomum columbianum caractérisé par la présence d’une gaine, une longue queue, une tête 
plate. Cette espèce affiche une taille plus importante que H. contortus et T. colubriformis.  
3 : Trichostrongylus colubriformis caractérisé par la présence d’une gaine et d’une courte queue. La 
longueur de la queue correspond approximativement à la largeur du corps.  
4 & 5 : Nématodes libres caractérisés par une absence de gaine, absence ou présence d’une queue (en 
pointe), présence de crochets au niveau de la bouche et un œsophage plus gonflé. Les strongles libres 
présentent une diversité de taille importante.  
 
Les flèches noires indiquent la gaine et bleues indiquent les spicules. La flèche orange indique un 
œsophage « en boule » et celle en jaune indique une queue en « aiguillon ».  
 
Photographies réalisées à partir de LEICA APPLICATION SUITE®.    
©M. BONNEAU & M. MAHIEU 



 Les produits (= solutions) obtenus de chaque extraction Baerman ont été soigneusement 

reconcentrés à un volume de 10 mL (voir Annexe n°3) puis transvasés dans un petit bécher. Des 

gouttes de quelques microlitres de chaque solution sont placées sur une plaque prévue à cet effet. 

Le prélèvement des gouttes est effectué lorsque la solution est mise sous agitation magnétique 

(homogénéisation des prélèvements) à l’aide d’une micropipette de marque Thermo 

SCIENTIFIC®. Les séries de gouttes pour les 8 échantillons ont été observées au microscope 

optique.  

Identification et comptage de larves gastro-intestinaux  

 Les séries de gouttes de solution ont été observées au microscope optique de marque 

LEICA®. Afin de rendre les observations plus faciles, le microscope a été relié à une caméra de 

marque LEICA CAM001® et les observations ont été acquises sur ordinateur à l’aide du logiciel 

LEICA APPLICATION SUITE version 4.12.0 (Build86)®.  

L’identification des différentes espèces de nématodes a été réalisée à partir de caractéristiques 

morphologiques propres à chacune (voir figure n°5). L’abondance spécifique a été relevée au 

sein de chacune des gouttes. 

5 microlitres de solution de lugol ont été incorporés au sein des gouttes afin de tuer les nématodes 

en mouvement constant, facilitant ainsi la phase d’identification et de comptage.  

Le nombre de larves de stade « L3 » par quadra pour les 3 espèces de strongles a été estimé à 

partir de la formule suivante : ( 01
23	5	63

	𝑥	1000	)	𝑥	𝑣𝑇𝑜𝑡 

Avec Np : nombre de parasites compté ; nG : nombre de gouttes observé ; vG : volume d’une 

goutte ; vTot : volume total reconcentré dans le bécher  

Les feuilles de comptage sont fournies en Annexe n°4 

 

• Modèle MATLAB  

 Le cadre conceptuel du modèle de cycle de vie parasitaire en pâturage en climat tropical 

est présenté en figure n°6. Les stades L1 et L2 pré-infectieux n’ont pas été pris en compte, car 

il est plus compliqué de compter les larves de ces stades. Ne pouvant pas avoir de données à ce 

sujet, un modèle simplifié a été proposé où les œufs (ŒUFS) éclosent, effectuent leurs mues et 

se développent en larves L3 dans les fèces (L3 FÈCES) selon un taux « ∂ ». Ces L3 sont soumises 

à un taux de survie « s1 ». Les L3 migrent des fèces vers les pâturages (L3 PATURAGE) selon 

un taux « m ». Après migration, les L3 sont soumises à un taux de survie « s2 ». Les différents 

paramètres du modèle ont été estimés de manière à ce qu’ils permettent de représenter au mieux 
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Les données observées. Les paramètres ont été estimés à l’aide d’un algorithme génétique 

(algorithme d’optimisation) visant à trouver les valeurs les plus représentatives des données. 

Le taux de développement des œufs « ∂ » a été supposé constant au cours du temps, toujours 

dans le souci de simplifier le modèle, en réduisant le nombre de paramètres à estimer. La survie 

en revanche dépend de la température et la migration, des précipitations :  

s1 = exp ( a1 + b1 * T° + b2 * T°^2)  

s2 = exp ( a2 + b3 * T° + b4 * T°^2)   avec T° : Température moyenne sur les 3 derniers jours. 

 
m = exp ( a3 + b5 * P + b6 * P^2)       avec P : Précipitations moyennes sur les 3 derniers jours.  
 
• Modèles de régression linéaire pour la strate « herbes basses/Fèces » 

 La décroissance du nombre de parasites L3 au niveau de la strate « herbes basses/fèces » 

a été étudiée avec un premier modèle simple que j’ai construit lors du stage. Après obtention des 

courbes d’évolution du nombre de larves de stade L3 au cours du temps pour cette strate, des 

régressions linéaires simples ont été effectuées à l’aide du logiciel Rstudio® et de la fonction 

« lm » pour l’ensemble des expériences.  La fonction « lm » (linear model) permet l’étude d’une 

quelconque relation entre une variable régressée (à expliquer) et une ou plusieurs autres 

régresseur(s) (variables explicatives). Le but était ici de modéliser la décroissance de la 

population de larves au pâturage.  

Le package « robustbase » et la fonction « lmrog » ont été utilisés pour l’acquisition de 

régression linéaire robuste plus adaptée lorsque des « outliers » (ou encore des points de rupture 

élevé) sont observés dans les données.  Le package « robustbase » contient un certain nombre 

de jeux de données et des outils robustes dont des fonctions de régression et de sélection de 

modèles. La fonction « lmrog » calcule un estimateur de régression de type MM (développement 

de la méthode M d’estimation, qui est elle-même une extension du maximum de vraisemblance) 

comme décrit par Koller & Stahel (2011). Il y a usage d’une fonction particulière renvoyant à 

un estimateur très robuste et très efficace (avec un point de rupture de 50% et une efficacité 

asymptotique de 95% pour les erreurs normales).  

Ces précédentes méthodes ont permis le calcul de la pente de chacune des droites approximant 

la vitesse de décroissance du nombre de L3 en fonction du temps sur la parcelle pour les 

différentes expériences.  

Une estimation du coefficient directeur des droites de régression linéaire simple a été ensuite 

effectuée à l’aide encore une fois de la fonction « lm ».  
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Tableau n°1 : Nombre d’œufs par gramme de fèces estimé (H. contortus, T. colubriformis 

et O. columbianum confondus) grâce aux lames McMaster pour l’expérience 6.   

 L’OPG (nombre d’œufs par gramme de fèces) a été estimé à partir de la formule citée 

précédemment. Les valeurs OPG ont été arrondies à l’unité. 3 échantillons (3 tubes Falcon ont 

été utilisés).  Soit en moyenne 621 OPG ( (532+579+725)/3 ). Le tube falcon© n°4 n’est pas 

pris en compte. 

 

 
 
  
  
 
 
 

 
 
Tableau n°2 : Nombre d’œufs de nématodes gastro-intestinaux estimé par quadra pour 

les 6 expériences réalisées.  

 Le nombre d’œufs par quadra est estimé à partir des OPG.  L’OPG est multiplié par la 

quantité de fèces (en gramme) déposée par quadra. Pour l’expérience n°6, le calcul est le 

suivant : 621 x 35 = 21 420.  

Rappel : Expérience 1 = 16 avril 2019 ; Expérience 2 = 17 avril 2019 ; Expérience 3 = 07 mai 

2019 ; Expérience 4 = 14 mai 2019 ; Expérience 5 = 19 novembre 2019 ; Expérience 6 = 07 

janvier 2020.   

  

 

 

 

 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 



Plusieurs modèles linéaires simples et multiples ont été proposés. Afin de déterminer le meilleur 

d’entre eux (le plus représentatif des données), ceux-ci ont été comparés entre eux à l’aide de 

descripteurs particuliers (le R^2 classique n’étant pas adapté pour les comparaisons et 

augmentant avec le nombre de paramètres considérés dans chaque modèle). Une fois déterminé, 

le meilleur modèle a été soumis à une analyse à l’aide de la fonction « anova » dans Rstudio® 

afin de mettre en évidence la contribution de chacune des variables constitutives du modèle.  

 

• Modèles de régression linéaire pour les pics de L3 pour toutes strates confondues 

 Une étude du temps nécessaire pour atteindre le pic de L3 (à savoir le délai écoulé après 

dépôt des fèces sur parcelle pour obtenir le nombre maximal de larves de stade infectieux par 

quadra) a été réalisée pour toutes les expériences à l’aide du logiciel Rstudio® ainsi que de la 

fonction « lm ». Des régressions linéaires ont été effectuées.  

Plusieurs modèles linéaires simples et multiples ont été proposés et comparés entre eux. Le 

meilleur a été également analysé.  

 Une étude analogue a été réalisée concernant l’intensité du pic max de L3 pour chacune 

des expériences, à l’aide de Rstudio®. Pour réaliser l’analyse de l’intensité du pic max de L3, 

cette dernière a été rapportée pour chaque expérience au nombre d’œufs estimé par quadra.  

 

Résultats 

  

 Les données considérées correspondent à six expériences, expériences 1 à 6, pour lesquelles les fèces 

ont été déposées sur la parcelle respectivement le 16 avril 2019, 17 avril 2019, 07 mai 2019, 14 mai 2019, 19 

novembre 2019 et le 07 janvier 2020.  

Plus de détails sont disponibles sur les feuilles de comptage en Annexe n°4. 

Des données ont été ainsi déjà obtenues à partir d’expériences réalisées auparavant par d’autres manipulateurs 

pour cette étude. Les données précédemment acquises et celles recueillies présentement sont toutes exploitées. 

 

Estimation du nombre d’œufs de strongles gastro-intestinaux  

 La concentration en œufs de nématodes gastro-intestinaux ou encore l’OPG (le nombre d’oeufs 

par gramme de fèces) estimé au sein des fèces pour l’expérience 6 est présenté au Tableau n°1.  

Le nombre d’œufs de nématodes parasites gastro-intestinaux estimé par quadra pour la totalité des 

expériences menées est présenté au Tableau n°2.  Pour l’expérience n°6, le nombre d’œufs par quadra 

estimé a été obtenu par un calcul de moyenne en ne prenant pas en compte un des 4 tubes falcon© pour 

lequel l’OPG estimé était de 4. Cette valeur étant considérée comme aberrante.  
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 Figure 7. Graphes représentant l’évolution du nombre moyen de L3 H. contortus par quadra 
(par type de strate) en fonction du temps pour les expériences 1 à 6.  
Une régression linéaire simple est effectuée pour la strate « herbes basses/fèces ». La droite apparaît 
en pointillé rouge. La température et les précipitations sont également représentées. 
Figures réalisées sur Rstudio®  



Évolution du nombre de L3 au cours du temps  

• Distinction entre strates « herbes basses/fèces » & « herbes hautes »  

 L’évolution du nombre moyen de larves de H. contortus au stade « L3 » par type de 

strate en fonction du temps après le dépôt des fèces sur la parcelle a été représentée pour les 6 

expériences sur la figure n°7. L’évolution des variables environnementales « température » et 

« précipitations » le sont également.  

 

Le temps moyen (sur les 6 expériences) pour atteindre le pic de L3 (maximum de larves L3) en 

« Herbes basses/fèces » est de 10.67 +/- 5.04 jours (IC95, n=6).  

 

Le temps moyen (sur les 6 expériences) pour atteindre le pic de L3 en « Herbes hautes » est de 

23 +/- 2.89 jours (IC95, n=6). 

 
 
• Pas de distinction entre les deux types de strates  

 L’évolution du nombre moyen de larves de H. contortus au stade « L3 » (toutes les strates 

confondues) ainsi que celles de la température et des précipitations en fonction du temps après 

les dépôts de fèces sur la parcelle ont été représentées pour les 6 expériences en Annexe n°5. 

Les droites de régression linéaire simple ainsi que leur équation pour les expériences 1 à 6 sont 

aussi représentées.  

 

Le temps moyen (sur les 6 expériences) pour atteindre le pic de L3 en « Herbes basses/fèces & 

Herbes hautes » confondues est de 12.67 +/- 6.92 jours (IC95, n=6). 

 

• Précipitations et Températures moyennes au cours des expériences.  

 Les précipitations moyennes pendant la durée de chacune des expériences ne sont pas 

apparues significativement différentes selon un risque d’erreur de première espèce ⍺ fixé à 5% 

(Kruskal-Wallis chi-squared = 5.0759, df = 5, p-value = 0.4067, n=229). Voir Annexe n°6. 

 Les températures moyennes mesurées au cours des expériences 1 à 5 ne sont pas 

significativement différentes selon un risque d’erreur de première espèce ⍺ fixé à 5%. Celle de 

l’expérience n°6 est significativement différente de toutes les autres (Kruskal-Wallis chi-squared 

= 71.203, df = 5, p-value = 5.758e-14, n=229 ; pairwise.wilcox.test, bonferroni). Voir Annexe 

n°6.  
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Tableau n°3 : Coefficient directeur des droites de régression linéaire réalisée sur les 

courbes d’évolution du nombre de L3 au sein de la strate « herbes basses/fèces » au cours 

du temps.  

L’expérience n°5 n’est pas prise en compte en raison d’une valeur de pente aberrante. Le 

coefficient directeur de la droite de régression de l’expérience n°2 a été obtenu en excluant les 

données du dernier prélèvement de l’expérience.  

 

 

 

 

 

Tableau n°4 : Variables pouvant potentiellement influencer l’évolution du nombre de l3 

par quadra.  

Les variables ont été déterminées pour chacune des expériences. (Le tableau est disponible en 

grand format en Annexe n°3) 

 

Tableau n°5 : Modèles de régression linéaire (simples et multiples) du coefficient 

directeur.  

Le coefficient de régression, la statistique de Fisher, le degré de liberté, la p-value, coefficient 

de régression ajusté ainsi que l’AIC* sont indiqués pour chaque modèle.  

 

 
 

 
 
* AIC : calculé à partir du RSS (non prise en compte du maximum de la fonction de vraisemblance).  
Les meilleurs modèles sont encadrés en vert.  

 



Modèles de régression linéaire pour la strate « Herbes basses/Fèces » 

 

• Régression linéaire simple pour évolution du nombre de L3 en strates « herbes 

basses/fèces »  

 Des droites de régression linéaire ont été tracées pour les courbes d’évolution du nombre 

de L3 en strate « herbes basses/fèces » (voir figure n°7).   

Le coefficient directeur de chacune des droites a été reporté dans le tableau n°3. Les coefficients 

directeurs apparaissent tous négatifs et différents pour chacune des expériences.  

Les régressions linéaires simples ont été obtenues à l’aide de la fonction classique « lm » pour 

les expériences 1, 2, 3, 4 et 6, et à l’aide la fonction « lmrog » (régression approximée) pour 

l’expérience n°5.  

Malgré le traitement réalisé avec la fonction « lmrog », l’expérience n°5, affiche une droite de 

régression avec une valeur de pente aberrante (-6.0587). Celle-ci n’a pas été prise en compte.  

Dans le cas de l’expérience n°2, le dernier point (correspondant au dernier relevé) n’a pas été 

pris en compte lors du calcul de la droite de régression (le coefficient étant initialement positif 

s’il y a prise en compte de la dernière donnée, voir figure n°7).  

 

• Estimation du coefficient directeur des droites de régression linéaire simple  

 Les coefficients directeurs, les pentes des droites ou encore l’évolution de la population 

de L3 au sein du quadra en strate « herbes basses/fèces » (ici, la décroissance au cours du temps) 

a cherché à être estimé en fonction des variables présentées dans le tableau n°4. 

Les représentations graphiques des relations entre le coefficient directeur et les différentes 

variables sont disponibles en Annexe n°7.  

 Les différents modèles linéaires (simples et multiples) ont été obtenus à partir de 

différentes variables sélectionnées. Ces derniers présentés dans le tableau n°5. À chaque modèle 

est associé, une valeur R^2, une statistique de Fisher (ainsi que les degrés de liberté), une 

probabilité critique, une valeur de R^2 ajusté et une valeur de AIC.  

Les valeurs de R^2 ajusté et AIC sont les deux descripteurs/critères qui permettent de discriminer 

les meilleurs modèles dans notre cas. Un meilleur modèle présente une valeur de AIC plus faible 

et une valeur absolue de R^2 ajusté proche de 1.  Les valeurs de R^2 peuvent être négatives.  

Parmi tous les modèles qui sont proposés, le n° « A8 » présente la valeur de AIC la plus faible 

et le n° « A4 » présente la valeur de R^2 ajustée la plus proche de 1.  
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Tableau n°6 : Modèle de régression linéaire (simples et multiples) pour le temps 

nécessaire avant atteinte du pic de L3.  

Le coefficient de régression, la statistique de Fisher, le degré de liberté, la p-value, coefficient 

de régression ajusté ainsi que l’AIC* sont indiqués pour chaque modèle. 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
* AIC : calculé à partir du RSS (non prise en compte du maximum de la fonction de vraisemblance).  
Le meilleur modèle est encadré en vert.  

 



Modèles de régression linéaire pour le pic de L3 pour toutes strates confondues  

 

• Estimation du temps nécessaire pour atteinte du pic de L3 

 Le temps nécessaire pour avoir un nombre maximal de larves de stade L3 au sein du 

quadra (toutes les strates confondues) a cherché à être estimé en fonction des variables présentées 

en tableau n°4 et du nombre d’œufs estimé par quadra pour les différentes expériences.  

Les différents modèles linéaires (simples et multiples) obtenus ainsi que leurs caractéristiques 

sont résumés dans le tableau n°6. 

Parmi tous les modèles qui sont proposés, le n° « B3 » présente à la fois la valeur de AIC la plus 

faible et la valeur de R^2 ajustée la plus proche de 1.  

 

• Estimation de l’intensité du pic de L3  

 Le rapport intensité du pic de larves de stade L3/nombre d’œufs estimé au sein du quadra 

(toutes les strates confondues) a cherché à être estimé en fonction des variables citées 

précédemment. Aucun modèle correct n’a été significativement trouvé.   

 

 

Modèle MatLAB®  

 

 Les valeurs de paramètres utilisées pour le modèle du cycle de vie parasitaire au 

pâturage en climat tropical (sur MatLAB) sont les suivantes :        

 

b4 = 0,00204228718915101 

δ = 0,00191290876105835       

b5 = 0,0261269274355587  

b2 = -0,005997420977902 

a1 = 6,46599883062602.            

b6 = -0,00855776626109005       

b3 = -0,11350874548786  

b1 = -0,151629418543259       

a2 = 0,724571431524976              

a3 = -1,08388841322618        

     

Ces paramètres ont été estimés à partir d’un algorithme génétique.   
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Figure 10. Résultats de 4 simulations du modèle de cycle de vie larvaire au pâturage de H. 
contortus.  
Les graphes représentent l’évolution du nombre moyen de L3 H. contortus par quadra au sein des deux 
types de strates = pâturage et fèces en fonction du temps.  
Les évolutions de la température et des précipitations sont également représentées.  
Les simulations sont effectuées ici sur un pas de temps de 40 jours après dépôt des fèces sur parcelle. 
Figures réalisées à partir de MatLAB®.  



Quatre simulations ont été réalisées en figure n°10, à partir des valeurs de paramètres citées 

précédemment. Une période de 40 jours est tirée aléatoirement au cours d’une année pour chaque 

simulation. L’évolution du nombre de larves de stade L3 au niveau des deux strates distinctes 

(pâturage & fèces) au cours du temps (après dépôt sur parcelle) est ainsi prédite en fonction des 

températures et des précipitations.  

 

Le temps moyen (sur les 6 expériences) pour atteindre le pic de L3 (maximum de larves L3) en 

« pâturage » est de 9.75 jours.  

Le temps moyen (sur les 6 expériences) pour atteindre le pic de L3 (maximum de larves L3) en 

« fèces » est de 16.5 jours.  

 

 

Discussion  

   

 L’OPG, le nombre d’œufs par gramme de fèces est lié à l’âge de l’animal, au type 

d’élevage et à la région géographique. S’ajoute à ceci, la résistance que peut développer l’hôte 

face aux parasites gastro-intestinaux : « self cure » (Simon, 1994).	Dans la littérature, il a été 

montré que la concentration des œufs de strongles au sein des fèces chez des caprins et ovins 

élevés en pâturage était dépendante entre autres du facteur saison. En effet, la concentration en 

œufs apparaît plus importante en saison humide qu’en saison sèche ou intermédiaire 

(Mandonnet et al, 1996 ; Aumont & Chemineau, 1997). S’en suit à cette charge en œufs plus 

élevée à cette période de l’année, une mortalité due aux strongles gastro-intestinaux plus 

importante. Or lors de notre étude, il est apparu que le nombre d’œufs estimé par quadra, et donc 

implicitement l’approximation du degré d’infestation des cabris créoles par les nématodes, était 

plus importante lors des expériences n°2, 3 et 4, soit théoriquement en période de sècheresse 

(l’expérience 2 présentant la plus forte concentration par quadra) (voir tableau n°2 et Annexe 

n°8). Dans un premier temps, cela peut être interprété par l’effet d’échantillonnage aléatoire 

simple qui a lieu lors de la sélection des individus femelles naturellement infestées. Tous les 

individus femelles infestées de la population considérée ont eu la même probabilité d’être 

choisies. L’échantillonnage aléatoire simple consistant à prélever au hasard et de façon 

indépendante quatre individus infestés dans la population, celui-ci induit de la variabilité et peut 

être responsable des fluctuations qui sont observées. Ainsi, parmi les femelles 

naturellement infestées choisies pour chacune des expériences, certaines ont pu  
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présenter des capacités de résistance plus ou moins conséquentes que d’autres. Ce qui pourrait 

justifier les observations contradictoires avec celles de la littérature. Dans un second temps, il 

faut remarquer que les précipitations moyennes entre les 6 expériences (menées à des périodes 

distinctes de l’année pour certaines) ne sont pas significativement différentes. En ce qui concerne 

les températures moyennes, elles ne sont pas significativement différentes entre les expériences 

1 à 5 (celle de l’expérience 6 étant légèrement différentes de toutes les autres). Ainsi, dans le 

contexte présent de bouleversement climatique, il n’est plus pertinent de se référer aux saisons.  

 Les premiers prélèvements ont été effectués au sein des quadras 7 jours a posterori des 

dépôts sur parcelle. En effet, il a été considéré que la totalité des œufs avaient eu le temps 

d’éclore passé ce délai. Hsu & Levine (1977) ont montré que le développement des œufs de H. 

contortus en larves de stade L3 prenait approximativement 4 jours dans des conditions de 

températures comprises entre 20 et 25 °C et d’humidité importante. En condition tropicale 

humide (en Malaisie), Cheah & Rajamanickam (1997) ont constaté que les larves L3 

émergeaient à partir de 6 jours après dépôt des œufs sur les herbages. Le développement des 

œufs dépend à la fois de la teneur en eau fécale des fèces (Rossanigo & Gruner, 1995), de la 

présence d’eau au niveau des pâturages (Gruner et Suryahadi, 1993) et de la température. 

L’état d’humidité apparaît comme un facteur important. Certains auteurs la quantifient au travers 

des précipitations et de l’humidité relative, tandis que d’autres soutiennent qu’il est question de 

mauvais descriptifs et qu’une évaluation visuelle de la verdure des pâturage apparaît comme un 

meilleur indicateur de celui-ci (Besier & Dunsmore, 1993).  

 Le nombre maximal de larves au stade L3 infectieux d’H. contortus par quadra en 

pâturages (« pic de L3 » sur les graphiques représentant l’évolution en fonction du temps) a été 

atteint en moyenne pour les 6 expériences menées et dans le cas où toutes les strates ont été 

confondues (herbes basses + fèces & herbes hautes) 12.67 +/- 6.92 jours (IC95, n=6) après 

dépôt. Ce résultat est en accord avec une étude de Aumont & Gruner (1989) réalisée également 

chez des petits ruminants en Guadeloupe. Les auteurs ont constaté une recrudescence des larves 

L3 14-21 jours après avoir effectués des dépôts sur les parcelles.  

Une étude de Aumont & Gruner (1985) a montré que le taux de développement des œufs en 

larves infestantes de stade L3 était cinq fois plus faible en saison sèche qu’en saison humide, 

l’irrigation en eau et la biomasse fourragère étant les deux facteurs les plus importants affectant 

le taux de développement des œufs en larves de stade L3 (Berbigier et al, 1990 ; Gruner & 

Suryahadi, 1993). En tenant compte du nombre d’œufs déposés par quadra, l’expérience 

présentant le rapport « intensité du pic max / nombre d’œufs estimé par quadra » le plus 

important s’est déroulé du 07 janvier jusqu’au 07 février (expérience 6). Celle présentant le 
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pic de L3 le moins important a eu lieu du 17 avril au 21 mai (expérience 2). Ces expériences se 

dérouleraient en théorie, en saison de sècheresse. Mais, comme énoncé précédemment, il n’est 

pas correct de se restreindre aux différentes saisons dans notre cas. Mais, même en résonnant à 

partir du nombre d’évènements de précipitations par expérience, il s’avère que ce sont les deux 

expériences pendant lesquelles les évènements de précipitations étaient les plus faibles.  

 En prenant en compte cette fois-ci les différentes strates, la figure n°7 montre que le 

nombre de larves au stade L3 est plus important en début d’expérience au niveau de la strate 

« herbes basses/fèces » qu’au niveau de la strate « herbes hautes » pour toutes les 

expérimentations à l’exception de la n°6. Cela confirme bien le fait que l’éclosion des œufs et 

que les mues conduisant au stade infectieux ont lieu au niveau des fèces. Le cas de l’expérience 

n°6 pourrait s’expliquer par le fait qu’il a plu pendant tous les jours entre la date de dépôt sur 

parcelle et celle du premier prélèvement. Les précipitations ont par ailleurs augmenté de jour en 

jour pendant ce laps de temps. Ceci n’a été observée que pour l’expérience n°6 (voir Annexe 

n°9). En milieu tropical, l’émergence des L3 pouvant se faire en 4 jours, ce phénomène de 

précipitations croissantes a pu faciliter leur développement et leur déplacement de la strate 

« herbes basses et fèces » à celle d’« herbes hautes ». Cela expliquerait le nombre de L3 

relativement plus important au niveau des herbages hauts.  

 Par la suite, on observe globalement que ce nombre larves en strate « herbes basses et 

fèces » au cours du temps, devient globalement inférieure à celui de la strate « herbes hautes » 

(pour les expériences 1,3 et 4). Aussi, les régressions linéaires simples effectuées sur l’évolution 

du nombre de L3 pour les strates « herbes basses » mettent en évidence une décroissance (avec 

des coefficients directeurs < 0) sauf pour l’expérience n°2 (voir Tableau n°3). Cette 

décroissance atteste principalement en début d’expérience un phénomène de migration des 

larves.  

Cette migration peut s’effectuer des fèces vers les herbages. Ce phénomène est facilité par la 

rosée ou les précipitations. Stromberg (1997), Silangwa & Todd (1964) et Levine & Andersen 

(1973) ont aussi montré que la température était un facteur non-négligeable dans le processus de 

migration. La migration tend à s’intensifier lorsque la température augmente. Or dans notre cas, 

les températures sont restées à peu près constantes durant les différentes expériences. Ici, le 

principal facteur semblant intervenir dans la migration est la pluie. En effet, il est constatable sur 

la figure n°7 que lors des jours de fortes précipitations (ou quelque temps après), le nombre de 

larves de stades L3 dans la strate « herbes hautes » augmente postérieurement et devient plus 

important que le nombre de larves en strate « herbes basses » sauf pour les expériences n°2,  
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n°5. Également, avec le temps, les fèces deviennent un micro-habitat de moins en moins 

convenable/favorable aux larves de stades L3. Ces dernières s’assèchent, se désagrègent, se 

retrouvent recouvertes par des racines/rhizomes et des champignons (voir Annexe n°10). Un 

champignon a été particulièrement observé au sein des quadras (voir Annexes n°10 et n°11) 

lors de notre étude. Celui-ci semble appartenir au genre Hemimycena. Ce dernier n’est pas connu 

comme étant prédateur de nématodes (nématophages) mais des vérifications vis-à-vis de 

l’identification et de son statut sont à effectuer ultérieurement (le nombre d’espèces 

nématophages étant estimé à environ 110 espèces selon Peloille (1981)).  

Le cas particulier de l’expérience n°5 s’expliquerait par le fait que les précipitations qui ont eu 

lieu lors de celle-ci ont été relativement très faibles (9.78 mm en moyenne avec un seul 

évènement bref de fortes précipitations). Ainsi, les larves n’auraient pas pu migrer en nombre 

dans les herbages et seraient restées au niveau des fèces où les conditions leur étaient propices. 

Dans le cas de l’expérience n°2, il est aussi observable que les précipitations au cours de celle-

ci étaient relativement faibles (5,14 mm en moyenne avec un seul évènement bref de fortes 

précipitations). On peut aussi remarquer que le nombre de L3 en fin d’expérience au niveau de 

la strate « herbes basses et fèces » est supérieur à celle de la strate « herbes hautes ».  

Cette décroissance observée au niveau des courbes de strate « herbes basses/fèces » est 

également retrouvée de manière globale au niveau des courbes de régression linéaire simple 

lorsqu’aucune distinction n’est réalisée entre les deux strates, sauf pour les expériences n°2 et 

n°4 (voir Annexe n°5). Cela traduit la perte des larves avec le temps. Cette perte peut être due 

à de la mortalité. En effet, la survie des larves de stade L3 est limitée en milieu tropical 

(O’Connor et al, 2006 ; Aumont et Gruner, 1989 ; Aumont et al, 1991) comparativement en 

milieu tempéré du fait du différentiel de température. S’adjoignant à cela, l’effet potentiel plus 

ou moins marqué des rayonnements UV en fonction de l’intensité (Mahieu, 2014).  

Mais cette perte peut aussi refléter de la migration vers le compartiment sol, les larves se mouvant 

de manière complètement aléatoire selon plusieurs auteurs (Silva et al, 2008 ; Van Djik & 

Morgan, 2011 ; Santos, Silva & Amarante, 2012 ; Wang, Morrison & Morgan, 2014).   

 Un modèle est par définition « faux », il ne sera jamais représentatif de la réalité dans son 

ensemble. Il question d’une tentative d’approche plus ou moins précise de celle-ci.  

Deux catégories de modèles ont été présentées dans cette étude, à savoir : des modèles explicatifs 

et un modèle prédictif.  

Les modèles explicatifs ont porté sur l’étude de la décroissance du nombre de larves de stade L3 

au cours du temps au niveau de la strate « herbes basses & fèces », sur l’étude du temps 

nécessaire avant l’obtention du pic max de L3 après dépôt des fèces sur parcelle toutes les strates  
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confondues et sur l’intensité de ce pic max. Un certain nombre de variables environnementales 

et une biologique ont été considérées. Des modèles linéaires simples et multiples intégrant celles-

ci ont été ensuite proposés, testés et comparés entre eux. La sélection de modèle a été effectuée 

à l’aide de deux descripteurs, à savoir le coefficient de détermination ajusté (R^2 ajusté) et le 

critère d’Akaiké (AIC). Les différents modèles n’ayant pas le même nombre de variables 

explicatives, ces deux descripteurs permettent d’appliquer des pénalités permettant ainsi les 

comparaisons.  

Les modèles testés étant linéaires simples ou multiples, la formule du AIC ne doit pas faire 

intervenir la fonction de vraisemblance. Ainsi, il est calculé à partir d’une formule faisant 

intervenir la somme des carrés des résidus (RSS : Residual Sum of Square).  

Le R^2 ajusté est meilleur descriptif que le R^2 pour la comparaison de modèles. Le R^2 décrit 

la relation existante entre les données et un modèle ayant pour base une régression linéaire simple 

ou multiple. La robustesse du simple R^2 est très faible, en effet sa valeur augmente avec le 

nombre de paramètres considéré au sein des modèles. Ainsi, ce coefficient de détermination ne 

permet pas tel quel de confronter des modèles.  

 Parmi les modèles explicatifs portant sur l’étude de la décroissance du nombre de larves 

en strate « herbes basses & fèces », deux sont apparus comme étant les meilleurs selon les deux 

descripteurs utilisés, à savoir : A8 et A4. 

Le modèle A8 fait intervenir les variables « température maximale entre le jour de dépôt et 

premier jour de prélèvement » ainsi que le « nombre d’évènements de précipitations > 10 mm 

entre le jour de dépôt et le premier jour de prélèvement ». L’analyse de A8 (voir Annexe n°12) 

montré qu’uniquement la variable liée au nombre d’évènements de précipitations expliquait 

significativement ce modèle.  

Le modèle A4 fait intervenir les variables « température moyenne entre le jour de dépôt et 

premier jour de prélèvement » et le « nombre d’évènements de précipitations > 10 mm entre le 

jour de dépôt et le premier jour de prélèvement ». L’analyse de A4 est similaire à celle de A8, la 

variable liée aux précipitations explique significativement le modèle (voir Annexe n°12). Cela 

pourrait s’interprétait par le fait les précipitations jouent un rôle sur la décroissance du nombre 

de larves (leur survie et/ou leur migration). Toutefois, même si ces deux modèles apparaissent 

comme étant les meilleurs, il est à noter que les autres qui sont également proposés présentaient 

des valeurs de R^2 ajusté proches de 1. Ceux-ci font intervenir d’autres variables dont la 

« somme des précipitations entre le jour de dépôt et premier jour de prélèvement » et le 

« maximum des précipitations entre le jour de dépôt et premier jour de prélèvement ». Les 

précipitations peuvent ainsi être considérées comme un facteur important ici.  
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Le modèle explicatif apparaissant comme meilleur pour l’étude du temps nécessaire avant 

l’obtention du pic de L3 toutes strates confondues a été le B3. Ce dernier fait intervenir les 

variables « température moyenne entre le jour de dépôt et le premier jour de prélèvement » et 

« somme des températures entre le jour de dépôt et le premier jour de prélèvement ». L’analyse 

de B3 a montré que ces deux variables contribuaient significativement à expliquer le modèle 

(voir Annexe n°12). Cela montrerait la contribution importante de ces dernières dans l’atteinte 

d’un optimum dans la population par quadra. Mais il est aussi à remarquer que la majorité des 

modèles proposée font intervenir des variables environnementales de la période comprise entre 

le jour de dépôt et celui du premier prélèvement. Cela notifie l’importance de cette période, qui 

correspond théoriquement à la période d’éclosion des œufs et de leurs développements. Aussi, 

un certain nombre de modèles fait intervenir le nombre d’œuf estimé par quadra. Cela pourrait 

être dû à un artefact. Il serait difficile de justifier ce point.  

En ce qui concerne l’étude de l’intensité du pic de L3 toutes strates confondues au travers du 

rapport « intensité du pic max/nombre d’œufs estimé par quadra », aucun modèle 

significativement explicatif n’a pu être trouvé. Une autre approche serait donc nécessaire pour 

réaliser cette étude (l’utilisation d’autres variables ou d’autres méthodes).  

Selon un principe de parcimonie découlant en partie du faible nombre de données par rapport au 

nombre de variables biologiques et environnementales considérées, des modèles linéaires 

multiples avec beaucoup de variables et/ou des interactions n’ont pas pu être mis en œuvre. Les 

données étaient trop peu nombreuses afin de pouvoir en effectuer.  

Le modèle prédictif dynamique MATLAB® est défini à l’échelle des populations de larves de 

nématodes gastro-intestinaux H. contortus. Ce modèle est défini par un certain nombre de 

paramètres donnés. Un modèle avec beaucoup de paramètres peut être d’une part, très précis, 

mais d’autre part difficile à mettre en place. Certains paramètres peuvent être estimés à partir de 

la littérature mais d’autres nécessitent des expérimentations en grand nombre sur le terrain 

(diminution de la variabilité et augmentation de la précision) en raison des spécificités du 

matériel d’étude (exemple : différences entre espèces) et du cadre dans lequel celui-ci se trouve 

(exemple : différences entre environnements).  

Dans notre cas, les paramètres sont estimés à partir d’un algorithme génétique. Les algorithmes 

génétiques sont des algorithmes d’optimisation reposant sur des fondements de la génétique et 

des mécanismes d’évolution. Ils permettent d’obtenir des solutions pour des problèmes ne 

présentant pas de solutions de manière rapide par méthode analytique ou algorithmique (Radet 

& Souquet, 2004). Ces algorithmes de résolution de problèmes d’optimisation présentent un certain nombre  
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 de différences par rapport à ceux d’optimisation classique reposant sur la dérivation (voir 

Annexe n°13).  

Les simulations du modèle en figure n°8 présentent chacune des « pics maximaux » 

approximativement entre 14-21 jours après dépôt sur parcelle comme cité précédemment. Pour 

chacune d’entre elles, une période de 40 jours est tirée au hasard au cours de l’année considérée. 

Et, à partir des conditions des températures et des précipitations correspondant à cette période, 

le modèle simule l’évolution des larves de stades L3 au sein des deux strates « herbes 

basses/fèces = fèces » et « herbes hautes = pâturages ».  

Toutefois, le modèle actuel ne prend pas en compte le compartiment « sol ». Lorsque les larves 

ne sont plus au niveau des fèces, il est considéré soit qu’elles ont migré vers la strate « pâturage 

= herbes hautes » ou qu’elles sont mortes. Or, il est connu que certaines larves peuvent migrer 

vers le sol avant de se rediriger par la suite vers les herbages (Van Dijk & Morgan, 2011).  

Il serait intéressant aussi de considérer les variables microclimatiques. Les températures et 

humidités mesurées au niveau des fèces peuvent également avoir une incidence O’Connor et 

al, (2008) et Wang et al, (2014) ont signalé l’importance de ces dernières sur l’abondance des 

larves de stade L3.  

Par ailleurs, le modèle pose de grosses hypothèses qui ne sont pas forcément vraies, à savoir : 

un taux d’éclosion constant, des taux de survie et de migration ne dépendant uniquement de 

manière respective à la température et aux précipitations.  

 Les six expériences ont été standardisées à la limite du possible dans le dessein 

d’amoindrir les variations : les différents prélèvements ont été effectués tôt le matin, les mêmes 

techniques d’extraction ont été utilisées, et les comptages des différentes larves ont été réalisés 

selon les mêmes modalités et le même équipement. Mais, il subsiste tout de même un biais 

« humain/ manipulateur ». Les six expériences ont été menées par des stagiaires différents. Le 

cadre idéal aurait été que la totalité des expérimentations soit menée par une seule et même 

personne. Il n’est pas à omettre également la possibilité que des petites erreurs de manipulations 

ont pu être faites.  

Aussi, pour le moment, le nombre d’expériences menées n’apparaît pas comme important. Il 

serait pertinent de continuer à en réaliser un certain nombre afin de pallier la variabilité qui a pu 

s’introduire dans les données. Il faut aussi remarquer que les expériences qui ont été effectuées 

n’ont pas couvert la totalité d’une année. La période de « juillet-août-septembre-octobre » reste 

sans étude.  
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Conclusion  

 

 L’étude avait pour but dans un premier temps d’essayer de comprendre, de mettre en 

évidence les paramètres influençant l’évolution des populations de larves d’H. contortus sur 

parcelle en milieu tropical. Nous nous sommes intéressés à la vitesse des croissances des 

populations en herbes basses et fèces. Puis à l’intensité et au temps nécessaire pour atteindre le 

nombre maximal de parasites en parcelle. Plusieurs modèles explicatifs ont été proposés afin de 

préciser le cycle de vie du parasite. Il a été montré que parmi les facteurs influençant la 

dynamique de population des parasites, le nombre d’évènements de précipitations et les 

températures jouaient un rôle conséquent.  

Dans un second temps, un modèle prédictif en cours d’élaboration a été présenté. L’élaboration 

d’un modèle de cycle de vie du parasite gastro-intestinal en pâturage H. contortus sous climat 

tropical permettrait de lutter efficacement contre celui-ci en limitant l’utilisation répétée et 

excessive d’antibiotiques, de traitements médicamenteux. Le modèle présenté doit être encore 

approfondi afin de pouvoir être utilisé en milieu tropical. Toutefois, il donne lieu à des 

prédictions qui coïncident avec les observations en parcelle in natura. Ce dernier mettait en 

évidence des pics de larves infectieuses L3 en parcelle aux alentours de la quatorzième journée 

après dépôt des fèces, associées à une augmentation à des évènements de précipitations les jours 

précédents. Cette prédiction permettrait aux producteurs, en zone tropicale, de minimiser 

l’infestation des animaux en optimisant par exemple les méthodes de pâturage tournant associées 

à des phases de fauche. Le cycle de vie du nématode parasite étant de plus en plus étudié, il 

devient alors possible de mettre en place des parcelles tournantes tenant compte du compromis 

-chargement en nématodes des animaux et ressources nutritionnelles disponibles pour les 

animaux-.   
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Annexe n°1 : Tableau extrait de la thèse de Maurice Mahieu (2014) « Gestion du parasitisme 
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Annexe n°2 : Protocole « Coproscopie (technique de McMaster, selon Raynaud, 1970, modifiée 

par Aumont et al. 1997) 

 

 

 

 



 
 

 

 



 
 

 

 



 
 

 

 



Annexe n°3 : Tableau n°4 : Variables pouvant potentiellement influencer l’évolution du 

nombre de l3 par quadra.  

Les variables ont été déterminées pour chacune des expériences 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexe n°4 : Feuille de comptage après extraction au Baerman. 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexe n°5 : Évolution du nombre moyen de L3 H. contortus par quadra (toutes strates 

confondues) en fonction du temps pour les expériences 1 à 6.  

 

Une régression linéaire simple a été réalisée pour chaque expérience. La température et les 

précipitations sont également représentées.  

 

Figures réalisées sur Rstudio®  

 

 

 

 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexe n°6 : Tests de comparaison de moyennes – Précipitations & Températures –  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 
 

 
 
 

 
 
 
 
 

  



Annexe n°7 : Graphiques représentant les relations entre les variables d’intérêt et les différentes 

variables potentiellement explicatives considérées.  

• Coefficient directeur de la droite de régression linéaire simple en strate « herbes 

basses & fèces » 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



• Temps avant d’atteindre le pic max de L3 toutes les strates confondues  

 
 



• Intensité du pic max de L3 toutes les strates confondues  

 
 



 

 
 
 



Annexe n°8 : Répertoire des dates d’expérimentations 1 à 6 + saisons. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexe n°9 : Précipitations enregistrées entre le jour de dépôt et le premier jour de prélèvement 

pour l’ensemble des expériences.  

 

 
  



Annexe n°10 : Photographies de fèces (« strates herbes basses/ fèces ») 4 semaines après dépôt sur 

parcelle.  

 
 

 

     
 

 

 

 



Annexe n°11 : Photographies de champignons retrouvés au niveau des parcelles. (Loupe 

binoculaire) 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 



Annexe n°12 : Analyses des modèles sélectionnées.   

La fonction « anova » sur le logiciel Rstudio® a été utilisée.  

 
Analyse du modèle A4  

 
 

 

Analyse du modèle A8  

 
 

 

Analyse du modèle B3  

 
 

 

 

 

 

 

  



Annexe n°13 : Tableau comparatif entre algorithme génétique et algorithme d’optimisation 

classique reposant sur la dérivation. (©MatWork) 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
  


