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Introduction générale 

 

 Les insectes qui constituent plus de 50% de la diversité de la planète (Wilson,1988)  et 

près de 60% de celle de règne animale (Pavan,1986) prennent du plus en plus d’importance 

dans la recherche .l’Ordre des Diptères qui compte environ 80000 espèces et se place en 

quatrième rang après les  Coléoptères , les Lépidoptères et les Hyménoptères ,occupe la 

première place , soit par le rôle de vecteur d’organismes pathogène (virus protozoaires 

,helminthes ) de certain de ses représentants , soit par la nuisance d’autres . 

 La drosophile est un insecte de quelques millimètres de long qui appartient à la grande 

famille des mouches. C'est un organisme modèle pour les recherches dans le domaine de la 

génétique (c'est-à-dire l'étude de la transmission des caractères de parents à enfants) et du 

développement. Plusieurs milliers de chercheurs dans le monde travaillent sur cette petite bête 

dans la nature mais aussi, et surtout, dans les éprouvettes des laboratoires. 

 Il existe différentes méthodes de lutte contre les ravageurs .la lutte biologique , cette 

technique repose sur l’exploitation des relations antagonistes qui existe entre les différente 

organismes vivants .qui a pour but de protéger les cultures des organismes nuisible on utilise 

leurs ennemis naturels (auxiliaires prélevés dans la même zone que celle de ravageur) , ceux-

ci vont se charger d’éliminer les nuisibles sans besoin d’avoir recours à des traitements 

chimiques, il existe aussi des microorganismes végétaux entomopathogènes principalement 

des champignons ;et la lutte chimique (Stronget al., 2000) qui utilise différents types 

d’insecticides possédant chacun des caractéristiques physiques et chimiques propres ,car le 

taux de toxicité ,la dégradation , la biotransformation ou l’accumulation varient d’un 

insecticide à un autre(Stronget al., 2000)Cependant , pour des raisons économiques et de 

facilité de mise en œuvre , la lutte chimique reste la méthode la plus employée en dépit des 

dangers pour l’homme et son environnement (Cassier et al ., 1997). 

Les pesticides sont classés par des grandes familles selon un double classement ; soit 

par cible (herbicides, défoliants, bactéricides, fongicides, acaricides, insecticides…), soit par 

groupe chimique qui correspond à un classement technique à partir de la molécule principale 

utilisée. Les organochlorés, organophosphorés, carbamates, pyréthrinoïdes et autres 
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insecticides de synthèse sont des produits persistants et leur bioaccumulation présente des 

conséquences irrémédiables sur la santé et l’environnement. L’usage de ces pesticides 

chimiques a souvent causé beaucoup plus de préoccupations qu’apporter de solutions 

définitives (Chandrashekar&Srinivasa, 2003). Selon Ouédraogo(2004), cette utilisation des  

pesticides  de  synthèse  pose  des  problèmes majeurs suivants:  l’accroissement de  la  

résistance des  insectes, la disparition des populations d’insectes, la pollution des  eaux  de  

surface  et  des  nappes  phréatiques,  la neutralisation de  la vie du sol . 

Les insecticides sont utilisés en traitement individuel, en agriculture et en lutte 

vectorielle ; ils provoquent la mort de l’insecte par contacte ou par ingestion.  

 L’acide borique, insecticide non organique très efficace, agit par ingestion ; son 

utilisation pour la lutte chimique contre les ravageurs a fait l’objet de divers travaux surtout 

sur le plan toxicologique (Fort et al., 2000 ; Morakchi et al., 2005 ; Habes et al.. 2006). 

Les insecticides organiques de synthèse , (Strange et Khungsoyr, 1997)regroupent 

les,malathion organochlorés (DDT ,Les pyrèthènoides) , les organophosphorés 

(parathion,scharbon) et les carbamates comme la carbonyle ou encore plus récemment la 

benfuracarbe(Zinklet al., 1991; Siegfried et Scott., 1991; Morakchiet al., 2005). 

 Les bio pesticides sont de plus en plus développés et occupent une place de 

choix (Deguine&Ferron, 2006). Ils  se dégradent rapidement, diminuant ainsi le risque de 

pollution. De plus,  l’utilisation des bio pesticides offre aux pays du sud la possibilité de 

produire des produits « bio »en respectant  les  normes  de  Limite Maximale  de Résidu 

(LMR) requises aux produits agricoles exportés sur le marché Européen. En raison de ces 

avantages, on  peut  penser  que  le  recours  à ces molécules est  une  option  valable. 

 Le Ghana et dans une moindre mesure  le Bénin ont déjà  acquis  une  certaine  expérience  

en matière  de l’utilisation  des  bio pesticides(Coulibaly et al.,2006).Parmi ces molécules, se 

trouvent les néonicotinoïdes, l’azadirachtine ou encore le spinosad. 

 Spinosad est un bio pesticide hautement compatible dans les systèmes de lutte 

intégrée, bien que le bio pesticide Spinosad soit le produit d’un vaste programme d’inspection 

des produits naturels mené par Eli Lilly and Co., il fut en fait découvert « par accident » en 

1982 par un chercheur qui rapporta de vacances aux îles Vierges un échantillon de sol trouvé 

près d’une distillerie de rhum abandonnée. Il s’avéra que l’échantillon contenait une nouvelle 
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espèce d’actinomycète des sols (une sorte de bactérie Gram positif) appelé 

Saccharopolyspora spinosa. Le Spinosad est un mélange de spinosynes A et D, les deux 

métabolites les plus actifs produits par l’espèce (d’où le nom : spinosynes A et D). Le produit 

fut d’abord homologué en Corée en 1996, puis aux É.-U. en 1997. 

Le Spinosad agit comme une neurotoxine et il est actif tant par contact que par ingestion, bien 

que l’ingestion soit jugée de 5 à 10 fois plus efficace. Ses effets sont rapides, ce qui est 

relativement inhabituel pour un produit biologique. Les insectes sont paralysés et cessent de 

se nourrir. En général, le Spinosad est efficace contre les chenilles, les mouches et les thrips 

ainsi que contre certaines espèces de coléoptères et de sautereaux, mais il n’agit pas sur les 

insectes suceurs ou les acariens. 

 Le spinosad, utilisé contre certains ravageurs des cultures depuis 2010 (INPV, 

communication personnelle) peut comme tout pesticide engendrer des mécanismes de 

résistance ; en effet, au  moment  où  l’insecte  entre  en  contact  avec l’insecticide, ce dernier 

pénètre dans l’organisme et atteint, plus ou moins rapidement, au niveau cellulaire, les 

protéines et les enzymes cibles dont il entrave le fonctionnement normal (Feyereisenetal., 

1989). Chez les insectes la résistance aux insecticides est un phénomène qui se développede  

Façon inquiétante.  

  

 Les connaissances déjà anciennes sur les mécanismes de résistance et celles acquises 

très récemment par la biologie moléculaire laissent entrevoir des possibilités de gestion de la 

résistance. Ceci ne peut s'envisager qu'après avoir mis au point des outils pour détecter et 

diagnostiquer les différents types de résistance en cause. L’identification des mécanismes de 

résistance aux insecticides est primordiale pour le contrôle des insectes ravageurs.  

 L’étude de résistance aux insecticides s’appuie fortement sur des études de physio 

toxicité avec des analyses biochimiques et génétiques (Trent et al. 2011). 

Aussi et dans le but de prévenir la résistance des organismes visés contre le spinosad, 

il est  intéressant de mieux comprendre l’action toxique de cette molécule sur les différents 

compartiments de l’insecte. Le modèle expérimental, Drosophila melanogaster (Diptera), 

communément appelée mouche du vinaigre est une espèce de référence qui occupe une place 

centrale en recherche biologique. D.melanogaster est un modèle de choix du fait du 

séquençage de la quasi-totalité de son génome (Alberts et al., 1999) et représente l’organisme 
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modèle le mieux étudié à l’heure actuelle, en particulier dans les domaines liées à la résistance 

ou à la génétique (Traqui&Demongot, 2003).  

 Dans ce travail, nous proposons d’évaluer les effets du spinosad sur un modèle 

biologique qui est Drosophila melanogaster (Diptère) ; en effet, cet insecte est un modèle de 

référence pour tous les travaux liés dans les études toxicologique ou sur les mécanismes de 

résistance du fait du séquençage de la quasi-totalité de son génome, L’évaluation du spinosad 

chez D. melanogaster a été réalisée, sur le contenu en vitellogénines et vitellines, éléments 

biochimiques essentiels au cours du processus de reproduction . 
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Chapitre1 : Données bibliographiques 

I-Rappels sur les insecticides  

1. Insecticides inorganiques ou insecticides minéraux 

Ce sont des insecticides ne contenant pas de carbone.Des matières minérales tells les 

métaux lourds et lescomposés d'arsenic ont été utilisés comme insecticides, bien qu'ils soient 

généralement toxiques pour un large éventail d'organismes et n'ont pas une action 

spécifique. Le composé à base de métaux tels l'arsenic, le cuivre, le zinc, le mercure, les 

oxydes de plomb et leurs sels ont le profil toxicologique acute et chronique associé aux 

métaux lourds. 

1.1. Insecticides arsenicaux  

Les propriétés toxiques de l’arsenic sont connues depuis longtemps pour tous les 

animaux, l’arsenic fournit les insecticides d’ingestion (Dajoz, 1986). 

1.2. Insecticides fluorés  

Les composés du fluor sont d’un usage dangereux en raison de leur solubilité dans l’eau 

qui facilite leur absorption par l’homme et les animaux (Dajoz, 1986). 

1.3. Insecticides soufrés  

Le soufre en poudre est un insecticide peu actif mais les bouillies sulfo-calciques sont 

d’emploi délicat et servent sous forme de pulvérisations (Dajoz ,1986). 

1.4. L’acide cyanhydrique  

Ce gaz très toxique, doit être appliqué en fumigations ; les applications sont par 

conséquent très limitées (Dajoz, 1986). 

2. Insecticides végétaux  

  Ce sont les insecticides d’origine végétale. Beaucoup sont encore utilisés. Elles ont un 

grand intérêt du fait que ce sont des insecticides ou des toxines naturelles dérivées des 

plantes tel que : le tabac, le pyrethrum, le deriss, l’hellébore, le quassia, le camphor, et le 

turpentine ; ces plantes sont les principales utilisées dans la production des insecticides 

(Ware, 2000). . Cette classe de molécule inclus la Pyréthrine, Nicotine et Derris. 
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3. Insecticides organiques de synthèse  

C’est à partir de 1939 et pendant la guerre mondiale que ces produits ont été mis au 

point (Dajoz, 1986). 

 3.1. Insecticides chlorés  

Ce sont des composés constitués d’une molécule organique avec l’ajoute de chlore. 

ils représentent les premières générations d’insecticides dont la découverte en 1939 , dits 

« pesticides de première génération »  ce sont des substances destinées à repousser détruire 

ou combattre les ravageurs,y compris les vecteurs de  maladies des substances destinées 

à être utilisées comme régulateurs de croissance des plantes et de pullulation des 

population d’insectes .l’inconvénient de ce type d’insecticide ,c’est qu’ils sont très 

persistants. Certain études ont montré que lorsque ce pesticide a été utilisé, il est toujours 

actif après un certain nombre d’années parmi ces insecticides, nous avons le DDT, le 

Chlordane, le Lindane et le HCB. 

 

3.2. Insecticides organophosphorés  

Ce sont des composésconstitués d’une molécule organique à laquelle on a ajouté du 

phosphore, ils appartiennent à la famille chimique des anticholinesterasiques, ces 

pesticides affectent le système nerveux  en perturbant l’enzyme qui régule l’acétylcholine, 

un neurotransmetteur (Anonyme, 1986). Ils ont été développés au cours du 19éme siècle. 

Toute fois, ils ne sont pas généralement pas persistants dans  l’environnement et peu 

bioaccumulables .ces substances dans  la rèmance est nettement plus faible que celle des 

organochlorés .Il existe de nombreux composés utilisés comme insecticides (EX : 

parathion,malathion, …). 

3.3. Les carbamates  

Les carbamates, substances de synthèse, sont dérivés de l’acide carbamique. Apparus 

plus tard que les  organochlorés et les organophosphorés. Ces molécules sont efficaces 

contre un large éventail  d’organismes nuisibles, modérément résiduelle et efficace à des 

températures plus élevées (Jeffrey, 1999), Il Yaplein de carbamates utilisés comme 

insecticides (EX : carbaryl, methomyl, propoxur, …) 
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3.4. Les pyréthrinoïdes : 

Les pyréthrinoïdes ont été élaborés dans une version synthétique de pyréthrine, 

pesticide d’origine naturelle. C’est en 1974 qu’a été découverte le premier pyréthrinoide 

photo stable (permèthrine). Ils se  répartissent en deux catégories ; ceux qui sont photo 

stable et ceux qui ne sont pas photo stable et chimiquement stable. (EX : 

allethrine,flumèthrine, …) 

Cette famille d’insecticides se divise en deux groupes distincts : 

- Naturels : sont des insecticides d’origine végétale 

(chrysanthenumcinerariaefolium).Ils sont très instables et rapidement 

dégradés, au contact de l’air, la lumière ou de la chaleur. 

- Synthétiques : ont une structure et une action similaire aux substances 

naturelles.cependant, ils présentent l’avantage d’être photo stable et possèdent 

un pouvoir insecticide 

3.5. Les organo-azotés  

 Principalement utilisés comme herbicides (EX : atrazine,simazine, …) 

3.6. Les cyclodiénes ou cycloïdes : 

La plupart des cyclodiénes sont des insecticides persistants, stables dans le sol et 

relativement à la réaction des rayons ultraviolets du soleil. De ce fait, une grande quantité de 

ces insecticides sont utilisés, spécialement pour le traitement contre les termites et les 

insectes terricoles dont les larves se nourrissent des racines des plantes (Jeffrey, 1999). 

Généralement, on peut considérer les cycloïdes comme une sous-classe des organochlorés 

mais la mise en évidence de son mode d’action, permet de le considérer dans la classe des 

insecticides (Ware, 2000).  

4. Définition des  biopesticides : 

Les bio pesticides , contraction de « pesticides biologiques » , aussi , sont définis 

comme « une forme de pesticides basée sur des micro-organismes ou des produits naturels », 

Ces produits sont typiquement produits par la culture et la concentration d'organismes 

naturels ou de leur métabolites, dont des bactéries et autres microbes, des champignons, des 

nématodes ,  comprennent plusieurs types de méthode de lutte contre les ravageurs et 

maladies . Les biopesticides les plus connus sont ceux fabriqués à partir de la bactérie 

Bacillus thuringiensis (BT), un insecticide communément utilisé en agriculture biologique, 

mais de nombreux autres ingrédients actifs sont également disponibles (Abbott, 1925).  

http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9tabolite
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5. Mode d’action des insecticides : 

Les insecticides peuvent être regroupés selon le site ou le mode d’action de 

l’organisme indésirable sur lequel ils agissent. La plupart des insecticides contrôlent 

les insectes en interférant sur leur système nerveux ou en empêchant leur mue.  

           Les insecticides chimiques qui sont utilisés le plus fréquemment (organophosphorés, 

           carbamates, organochlorés, pyréthroïdes, cyclodiénes) sont neuroactifs (Rivet,1992),ils 

agissent sur le système nerveux des insectes, soit en inhibant l’acétylcholinestérase 

dans le cas d’organophosphorés et carbamates, soit en modifiant certaines propriétés 

de la transmission nerveuse dans le cas d’organochlorés, pyréthroïdes et etcyclodienes                  

(Magninet al, 1985). 

L’action la mieux connue est celle qui affecte l’acétylcholinestérase, enzyme 

cible de l’action des organophosphorés et des carbamates .Le rôle normal de 

l’acétylcholinestrase(AChE) est d’hydrolyser l’acétylcholine, les carbamates et les 

organophosphorés se combinent avec l’AChE, mais le complexe AChEinsecticide est 

très stable.  

Ils bloquentde manière irréversible (ou très lentement réversible) les sites 

cationiques des cholinestérases et de ce fait la réaction d’hydrolyse ne peut se 

produire. L’enzyme étant ainsi immobilisée par l’insecticides, elle ne peut plus 

accomplir son rôle vis-à-vis de l’acétylcholine (Magnin et al. 1985). L’acetylcholine 

non dégradée s’accumule, ce qui conduit à l’intoxication avec extraction continuelle 

des neurones et paralysie de l’arthropode. En fait, le mode d’action des carbamates est 

proche de celui des organophosphorés,mais à la différence des organophosphorés, leur 

blocage par carboxylation est réversible par hydrolyse. 

En revanche, le mode d’action des autres insecticides cités est encore mal 

connu : ainsipour les organochlorés et les pyréthroïdes, on pense qu’ils perturbent les 

échanges ioniques au moment de la conduction de l’influx nerveux (Narahash, 1983 

cité parMagninet al. 1985). 

 

 

 



 9 
 

Les organophosphorés, par exemple, sont métabolisés par le foie et transformés 

en composés hydrosolubles éliminés par voie urinaire, inhibent l’acètylcholinestérase 

par phosphorylation de son site actif, ce qui entraine une accumulation de 

l’acétylcholine au niveau de trois sites : 

- Fibres post-ganglionnaires parasympatiques 

- Plaque motrice 

- Cérébral 

 

Les premiers signes cliniques d’une intoxication aux organophosphores n’apparaissent 

qu’après un certain seuil d’inhibition du cholinestérase. 

 

Rappels sur L’acétylcholine 

L’acétylcholine est le neurotransmetteur des synapses post-ganglionnaires des 

nerfs parasympathiques. Elle est formée à partir de la choline et d’un acide acétique 

activé (acétylcoenzyme A).Après sa libération dans la fente synaptique,l’acétylcholine 

sera hydrolysée très rapidement et inactivée par une enzyme spécifique 

l’acétylcholinestérase, présente dans la fente, et par des cholinestérases sériques moins 

spécifiques (butyryl-cholinestérase), en solution dans le sérum ou le liquide interstitiel. 
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2-Rappels sur Drosophiles  

 (du Grec droso : la rosée et philos : qui aime), est un insecte diptère connu sous le 

nom de mouche du vinaigre, elle a été décrite par Johann Wihelm Meigen en 1830, insecte de 

quelque millimètres de long qui appartient à la grande famille des mouches. C’est un 

organisme modèle pour les recherches dans le domaine de la génétique (l’étude de la 

transmission des caractères de parents à enfants) et du développement .plusieurs milliers de 

chercheurs dans le monde travaillent sur cette petite bête dans la nature mais aussi, et surtout, 

dans les éprouvettes  des laboratoires. De par ses grandes similitudes génétiques avec 

l'homme, de nombreux Scientifiques l’utilisent aussi comme modèle pour certaines maladies 

humaines, comme la maladie de Parkinson ou celle de Huntington (Raven et johnson, 

1999).les avantages de ce modèle sont nombreux : cette petite mouche, de 3 à 4 mm de 

longueur s’élever très facilement   au laboratoire. Un animal profique, une femelle peut 

pondre de 200 à 300 œufs .le développement est très rapide, on peut obtenir une génération 

tous les 12 à 15 jours soit 26 à 28 générations par an. Les mutants sont facilement 

reconnaissables, les caractères mutés, aisément observables, sont soit la couleur du corps ou 

des yeux soit la forme des ailes, des yeux ou des soies. Son génome compact a été un des 

premiers génomes à être séquencés entièrement (Patterson et al., 1943).Sa classification est la 

suivante : 

       Tableau 1 : classification de D.melanogaster. 

Règne
 Animalia  

Embranchement
 Arthropoda  

Sous-embr.
 Hexapoda  

Classe
 Insecta 

Sous-classe
 Pterygota  

Infra-classe
 Neoptera  

Ordre
 Diptera 

Sous-ordre
      Cyclorrhaphes  

http://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A8gne_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Embranchement_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-embranchement
http://fr.wikipedia.org/wiki/Classe_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-classe_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Infra-classe
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ordre_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-ordre
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Infra-ordre
 Muscomorpha   

Famille
 Drosophilidae  

Sous-famille
 Drosophilinae 

Genre
 Drosophila  

Sous-genre
 Sophophora   

Groupe
 Melanogaster  

 

 Drosophila melanogaster (Meigen, 1830)  

1. Caractéristiques morphologiques de la Drosophile (fig.1) 

La drosophile est un insecte hygrophile (qui aime l'humidité) et luciole (qui aime la 

lumière) les Adultes mesurent 3mm de long ce qui nécessite de les observer sous une loupe 

binoculaire. Il existe un dimorphisme sexué. Pour différencier les mâles et les femelles, 

plusieurs caractères peuvent être considérés (Média, 2001).La Taille de L’adulte male est de 2 

à 3mm, avec des yeux rouges et un corps de couleur brun-jaunâtre. Les adultes femelles sont 

un peu plus grosses, mesurent 3 ou 4 mm alors les femelles sont plus grandes que les males. 

L’abdomen de la femelle (img.2) est de forme pointue, avec des segments terminaux 

de couleur claire. L’abdomen du male est plus arrondi, avec des segments terminaux très 

foncés.  

-  Organes sexuels  

Lorsque la mouche est sur le dos (img. 3), on peut observer chez le mâle le pénis très coloré 

situé à l’extrémité de l’abdomen alors que la plaque vaginale située au même endroit chez la 

femelle n’est pas colorée. 

- Peignes sexuels  

 C'est une petite touffe de soies noires (img.4), située au niveau du premier article du 

tarse de la patte antérieure et qui n'existe que chez les mâles.      

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Infra-ordre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Famille_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-famille
http://fr.wikipedia.org/wiki/Genre_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-genre_(biologie)
http://fr.wikipedia.org/wiki/Classification_des_virus#Classification_par_type_de_g.C3.A9nome
http://fr.wikipedia.org/wiki/Johann_Wilhelm_Meigen
http://fr.wikipedia.org/wiki/1830


 12 
 

 

 

 

 

     Image 1. D.melanogaster adulte(1) mâle (2)    femelle   (Média, 2001)   
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                                   Image 2. Abdomen de drosophile (Média, 2001)   

 

 

 

 image 3.  Organes sexuels des drosophiles :   pénis Mâle(1) et plaque vaginale 

Femelle(2)   (Média, 2001). 
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Figure 4.  Peignes sexuels chez les drosophiles mâles (Média, 2001). 

  2. Mode de reproduction  

- Période de reproduction: toute l’année. 

- Cycle de vie : deux semaines à 25°C, quatre semaines à 18°C. 

- Les femelles peuvent pondre jusqu'à 400 œufs. 

- La larve sort de l’œuf après 24h, croît pendant cinq jours et mue deux fois (24h et 48h 

après l’éclosion). 

- Les larves s’encapsulent dans le puparium où ils se métamorphosent en adulte en 5 

jours (patterson et al, 1943). 

  3. Répartition géographique  

 Les drosophiles se trouvent dans le monde avec la répartition suivante : en Asie : 

inde, japon(1916), chine, Corée (1936), Birmanie, Russie et Thaïlande. En Amérique du nord 

: canada (Colombie-Britannique en 2009), Etats-unis : Hawaï (dans les année 80), 

Californie(2008), Oregon(2009), Washington(2009).En Amérique centrale : Costa Rica(1997) 

et équateur(1998).En Europe : Italie (septembre 2009), Espagne : catalogne(2009). France : 

alpes- maritime, corse, grade et var (ma i- juin 2010). 
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4. l’habitat  

 Elle vit dans les maisons, les caves, les fabriques de vinaigre et de confitures et est 

très attirée par le vinaigre et les fruits fermentés (Wolfgang & Werner, 1992) d’où son nom : 

« mouche-du-vinaigre ». 

5. Plantes hôtes  

 Les femelles préfèrent pondre dans des fruits mûrs bien qu’elles peuvent aussi pondre 

sur des fruits verts ou trop mûrs ( Biosecurity Australia , 2010). 

Les plantes hôtes connues sont : 

 

 - Prunus spp (cerisier, abricotier, pêché, prunier) 

 

- Rubus sp (framboisier, mûre…) 

 

- Vaccinium sp (myrtille) 

 

- Fragaria sp (fraisier) 

 

- Ficus carica sp (figuier) 

 

- Actinidia sp (kiwi) 

 

- Vitis vinifera sp (raisin de table et de cuve) 

 

- Malus domestica sp (pommier) 

 

- Solanum lycopersicum sp (Tomate) 

 

- Actinidia spp. 

 

- Diospyros kaki 

- Pyrus pyrifolia sp (EPPO reporting service pest and disease, 2010) 
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6. Alimentation : 

 Les adultes se nourrissent de fruits mûrs ou avariés, de végétaux et de champignons 

en décomposition, ainsi que de liquides fermentés (bière, vin, cidre, vinaigre). Ils s'alimentent 

aussi de nectar et d'autres solutions sucrées. 

 Les larves se développent sur divers matériaux sucrés ou fermentés, habituellement 

d'origine végétale, qui produisent des éthers et des esters. Ceci favorise la croissance des 

levures dont les larves se nourrissent. (Traccqui & Demongeot, 2003). 

 

7. Rôle écologique : 

 Cette petite mouche sert de nourriture à plusieurs espèces d'animaux insectivores. Elle 

contribue à accélérer le processus de décomposition des végétaux sur lesquels elle ponde ses 

œufs. (Ramade ,2003) 

 

 

 

 

8.  moyens de lutte  

 

 La lutte contre la Drosophile est une combinaison de mesures incluant la surveillance, 

la lutte culturale (mesures d'assainissement, récolte au moment opportun) et des traitements 

avec des insecticides homologués.(Jacquet et al,2002). 

 

•La lutte biologique (culturale) 

Les moyens de lutte culturale sont importants pour la maîtrise de ce ravageur.  

- L'élimination des fruits tombés ou trop mûrs, la cueillette au moment opportun et 

l'éradication des hôtes sauvages permettent de réduire les populations. (Jacquet et 

al,2002) 

- Le compostage ne constitue pas une solution fiable pour détruire les œufs et les larves 

dans les fruits. Il faut enterrer tous les fruits de rebut (à 30 cm et plus) ou les éliminer 

dans un contenant scellé. (Gillespie, 1988). 

- Retirer les fruits non vendables du champ. Ne pas laisser les fruits déclassés exposés 

pendant plus d'une journée. 
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Image 5 .Chariot utilisé pour la récolte, dotée d'un petit panier pour recueillir les 

fruits non vendables. 

 

•La lutte chimique  

Quand on détecte les mouches dans les pièges et que les fruits sont à un stade sensible 

(dès qu'ils commencent à se colorer), il faut appliquer un insecticide.(Jacquet et al,2002). 

Il faut protéger les fruits dès qu'ils commencent à se colorer jusqu'à la fin de la cueillette. 

Il faudra peut-être une autre application selon l'activité résiduelle du produit. 

 

9. Symptôme et dégât : 

Les fruits attaqués sont reconnaissable par la présence de petites cicatrices à la surface 

du fruit (trous) engendrées par les piqûres d’oviposition. En se développant, la larve se nourrit 

de la pulpe, ce qui entraine un affaissement de l'épiderme autour du site de 

nutrition.(Chouibani et al,2003) Les plaies créées facilitent l'installation d'autres maladies et 

ravageurs (maladies cryptogamiques, bactéries...) qui contribueront à la détérioration du fruit. 

Les dégâts causés par une attaque de Drosophile peuvent provoquer une perte de la totalité de 

la production.(Verger et al,2005) 
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Image 6 : cerises infestées montrant des piqûres comme des trous d'épingle et des 

dommages directement sous la peau. On voit ici les larves et les pupes qui sont 

sorties du fruit. Crédit photo : V. Walton, Oregon State Université 

 

10. Piégeage des drosophiles adultes : 

Les producteurs et les dépisteurs peuvent surveiller la présence de la drosophile en 

plaçant des pièges appâtés dans les cultures vulnérables et en vérifiant leur contenu une 

ou deux fois par semaine (Keiding ,1977).La conception des pièges fait l'objet d'intenses 

recherches. On peut se procurer des pièges préfabriqués ou les faire soi-même (figure 12). 

Jusqu'à maintenant, l'expérience semble montrer que les pièges maison sont efficaces. Ces 

derniers doivent être munis de couverts pour empêcher la pluie d'y pénétrer et être 

suffisamment solides pour résister au vent. Les pièges peuvent être fabriqués avec des 

contenants en plastique transparent (250-750ml) munis de couvercle étanche, comme des 

contenants commerciaux de 500ml. Percer de nombreux petits trous de 3 à 4 mm de diamètre 

sur les côtés du contenant, ce qui empêchera les insectes plus gros d'y pénétrer tout en 

permettant aux mouches à vinaigre d'y entrer. Faire deux autres trous vis-à-vis l'un de l'autre 

de manière à ce que les pièges puissent être suspendus à l'aide d'attaches de jardin ou avec un 

mince fil flexible. 

La recherche montre que l'efficacité des pièges augmente avec la surface des orifices 

de ventilation; par conséquent, plus il y a de trous ou de surface ouverte dans le piège, plus il 

sera efficace. Éviter toutefois de percer des trous sur tous les côtés du contenant pour qu'il ne 

soit pas trop difficile de verser le contenu du piège dans le contenant principal (Warlop et al, 

2000). 
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image7. Piège maison utilisé en Ontario pour capturer des Drosophiles 

comportant de nombreux trous (de 3 mm). Du ruban rouge a été ajouté pour rendre 

le piège plus attrayant pour les insectes (des échantillons à la Clinique de diagnostic 

phytosanitaire de l'Université de Guelph). 

 

Le vinaigre de cidre est aussi un appât efficace pour les activités de surveillance 

générale. Il est peu coûteux et c'est facile de s'en procurer. On l'utilise dans le cadre de 

nombreux programmes régionaux de surveillance. Ajouter une goutte de savon à vaisselle 

pour éliminer la tension superficielle et pour s'assurer que les mouches se noient et ne 

s'échappent pas (Warlop et al, 2000). 

Mettre les pièges en place dans les plantes hôtes sauvages et les zones de végétation 

lorsque les températures restent constamment supérieures à 10 °C (image.7). Deux à trois 

semaines avant que les cultures ne parviennent à maturité, placer des pièges additionnels dans 

les cultures. Les placer à l'ombre, dans la zone fructifère de la culture, en les attachant à des 

branches ou à des treillis ou au sol à l'aide de piquets (image.8). 
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Image 8. Piège mis en place dans des plantes hôtes sauvages (des échantillons à la 

Clinique de diagnostic phytosanitaire de l'Université de Guelph). 

 

Image 9. Piège attaché à un treillis dans des framboisiers. (Des                                                                          

échantillons à la Clinique de diagnostic phytosanitaire de l'Université 

de Guelph) 

 

Placer au moins deux pièges par site. Dans le cas de sites couvrant plus de deux 

hectares, installer un ou deux pièges pour chaque hectare additionnel. 

Vider le contenu des pièges dans un contenant principal et remplacer les appâts chaque 

semaine. 
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La prochaine étape consiste à déterminer si les pièges contiennent des drosophiles. 

Alors que les mâles peuvent être identifiés avec un grossissement minimal, il faut un 

microscope pour identifier les femelles (figure 15) (Jacquet et al, 2002). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10. Utilisation d'un microscope pour identifier la Drosophile (des 

échantillons à la Clinique de diagnostic phytosanitaire de l'Université de Guelph) 
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2.  MATERIEL ET METHODES  

2.1. Présentation du matériel biologique :  

Drosophila melanogaster (Fig.1) est un insecte hygrophile, et holométabole à la 

métamorphose complète (Colombani et al ., 2006) ; cette mouche est de couleur brune 

rougeâtre avec des anneaux reversaux noirs à travers de l’abdomen, elle vit dans les maisons, 

les caves, les fabriques de vinaigre et de confitures et est très attirée par le vinaigre et           

les fruits fermentés (Wolfgang & Werner, 1992) d’où son nom ̏ mouche du vinaigre ʺ.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                     

Cet insecte présente un dimorphisme sexuel où le mâle est plus petit que la femelle ;   sa taille 

varie de 2 à 3 mm.  

 

Figure 1. Drosophila melanogaster (Sturtevant, 1921) (× 8). 

D. melanogaster est caractérisée par une reproduction très rapide (Griffiths et al. 

2002) ; cet insecte élevé au laboratoire, se reproduit toute l’année, sans interruption, avec une 

nouvelle génération tous les 10 jours à une température de 25°C donnant ainsi plus de 30 

générations par an.  

 

2.1.1. Cycle de vie de la drosophile  

Le cycle de vie de la mouche drosophile se divise en quatre phases durant lesquelles 

les individus prennent des morphologies très différentes : l’œuf (stade embryonnaire), la larve 

(stade larvaire), la pupe (stade pupal) et l’imago (stade adulte).La durée de ces stades est 

variable d’après la température de culture. 

Fécondation et ponte  

 Les femelles peuvent être fécondées dès la 8ième heure après leur émergence. En 

général, une femelle n’est fécondée qu’une seule fois dans sa vie et utilise les spermatozoïdes 

stockés dans sa spermathèque. La ponte commence dès le deuxième jour de la vie adulte. 

Œufs 

La femelle ponde des centaines d’œufs sur des fruits en putréfaction ou d’autres 

matières humides ou en fermentation (Tavernier & Lizeaux, 2002). Les œufs pondus sont à 



23 

 

peine visibles, de couleur blanchâtre, d’environ 0,5 mm de long et ont la forme d’un ballon de 

rugby. 

 

                               Fig3.oeuf de Drosophile (Sturtevant, 1921) 

 

Stade larvaire  

 Une trentaine d’heures après la ponte, les œufs vont éclore pour donner naissance à 

une larve blanchâtre appelée aussi « asticot ». Celle-ci se nourrit alors de la pulpe du fruit en 

creusant des galeries. La drosophile vit sous forme de larve durant 5 à 6 jours environ en 

passant par 3 stades larvaires, pendant lesquels elle mange, croit et mue (Compbel & Reece, 

2004). 

 

 

          Fig3. Larve asticot de drosophile au dernier stade (longueur : 3-4 mm) 

 

.Stade pupal : 

Les périodes embryonnaire et larvaire se succèdent et conduisent à la formation d’une 

pupe. La taille de l’animal est déterminée par la taille de la larve à l’issue d’une période de 

forte croissance larvaire (Colombani et al. 2006) ; la larve rampe jusqu’à une portion sèche 

des aliments, ou à l’extérieur et après plusieurs jours passés sous forme de pupe, apparait, 

enfin l’adulte (Compbel & Reece, 2006 ; Watson et al. 1994).  

 

http://www.google.dz/url?sa=i&source=images&cd=&cad=rja&uact=8&docid=wbsRcmipNGKNAM&tbnid=BJ08H6N_OIiidM:&ved=0CAgQjRw&url=http%3A%2F%2Ffr.wikipedia.org%2Fwiki%2FDrosophila_melanogaster&ei=ysaNU6DgCK6g7AaCsYGoBA&psig=AFQjCNHkaWnrbLY70EfX-aa1dy95XRhIrg&ust=1401886794222817
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    Fig4. Pupe de Drosophile 

Stade adulte : Après 5 jours, la jeune drosophile adulte non encore pigmentée sort de la pupe   

et au bout de 8 heures la pigmentation est terminée et les ailes sont gonflées. Les adultes 

s’alimentent des fruits murs ou avariés, des végétaux et des champignons en décomposition 

ainsi que les liquides fermentés (Traccqui & Demongeot, 2003).                            

 

        Fig5.   Imago à l'éclosion : Noter les ailes non encore déployées 

 Les femelles sont fécondables (matures sexuellement) et s’accouplent environ 12 

heures après être sorties de leur pupe. Elles stockent le sperme des mâles auxquels elles se 

sont accouplées pour pouvoir l’utiliser ultérieurement et commencent à pondre un jour plus 

tard (Tavernier & Lizeaux, 2002). 

http://www.didier-pol.net/chldecl.jpg
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Figure 6. Le cycle de vie de D.melanogaster (Howard, 1900) (× 8)  

 

 

 

 

  2.1.2. Elevage au laboratoire :  

Technique d'élevage de DROSOPHILA MELANOGASTER ; l’élevage des drosophiles en 

laboratoire est réalisé à une température de 25°C, une hygrométrie de 70% et une scotophase 

de 12 h (Fig.3). Le milieu nutritif artificiel préparé au niveau de notre laboratoire est un 

milieu gélosé à base de farine de maïs et de levure de bière. La recette à chaud préparée est 

composée essentiellement de 33,3 g semoule de maïs, 33,3 g levure de bière, 4,8 g d’agar-

agar, et 20 ml d’antifongique (méthyl-hydroxy-4-benzoate à 10%). Les drosophiles sont 

élevées dans des flacons de plastique et bouchés par un tampon de mousse 
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Figure 7 : Elevage de D. melanogaster (Royaume, 2008). 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.2. Présentation de l’insecticide  

Le spinosad est un dérivé de la fermentation aérobie d’une bactérie Actinomycète 

Saccharopolyspora spinosa (Fig. 4,5) que l’on trouve naturellement dans le sol (Morindin     

et al, 2005). 



27 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Surface épineuse de la bactérie 

 

 

                          

 

               

  

 

Figure 9 : Coupe longitudinale de la 

bactérie 

 

Le spinosad est un mélange de deux spinosynes, spinosyne A et spinosyne D (Fig.10). 

Le spinosad est le nom commun de (EZ)-1-(6-chloro-3-pyridylméthyl)-N-nitroimidazolidin-

ylidèneamine sa formule chimique est C41H65NO10 pour le spinosyne A et C42H67NO10  pour le 

spinosyne D dont le poids moléculaire est respectivement de 731,98 g/mol et 745,98 g/mol 

(Mertz & Yao, 1990 ; Horowitz & Ishaaya, 2003).   

 

 

Figure 10. Structure du spinosad (Horowitz & Ishaaya, 2003) 

 

   2.3. Traitement  

Le spinosad a été testé, in vivo, à une concentration de 0.28 µg préalablement 

déterminée, (Chaabane, et al, données non publiées) correspondant à la concentration 

d’inhibition de 50% de la mue nymphale ou CI 50 chez D. melanogaster. L’insecticide a été 

administré, par application topique (1 µl par insecte) sur la face ventrale des larves de dernier 

stade de D. melanogaster (L3), à l’aide d’une micro-seringue. Les individus de la série témoin 
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reçoivent uniquement le solvant qui est l’acétone (1 µl). Le traitement est effectué sur les 

larves de la G0 seulement. 

      2.4. Echantillonnage 

 Les adultes femelles de D. melanogaster des séries témoins et traitées ont été 

disséqués sous loupe binoculaire à l’exuviation puis toutes les 6 heures jusqu’à 24 heures. Les 

échantillons biologiques, correspondant tout d’abord aux ovaires prélevés (dosage des 

vitellines) mais aussi au reste du corps (corps gras et hémolymphe pour le dosage des 

vitellogénines) sont déposés dans des tubes contenant un tampon (Tris-Hcl) permettant 

l’extraction des vitellines et vitellogénines puis sont conservés au froid (-20C°) jusqu’au 

dosage. 

2.5. Extraction et dosage des vitellines et vitellogénines  

             2.5.1. Extraction des vitellines et vitellogénines 

  L’extraction des vitellines et des vitellogénines est réalisée selon la méthode de 

Descamps, 1996 in Fabre et al. 1990. Les échantillons biologiques, conservés dans 500μl de 

tampon d’extraction1 Tris-HCl-NaCl (pH 7,4), sont broyés aux ultrasons puis l’homogénat 

obtenu est ensuite centrifugé à 5000 tours/min pendant 10 minutes. Après centrifugation, trois 

couches distinctes sont visibles mais seule la couche intermédiaire contient les vitellogénines 

ou les vitellines (en fonction des échantillons). Celle-ci, récupérée à l’aide d’une seringue est 

ensuite déposée dans un tube Eppendorf puis tous les échantillons sont maintenus au froid 

 (-20°C) jusqu’au dosage. 

 

1La préparation de la solution mère de Tris-HCl consiste à diluer 3,02g de Tris (0,5M) dans 

300 ml d’eau distillée puis cette solution est ajustée à un PH de 7,4 en utilisant de l’HCl 

concentré ; le tout est complété avec 500 ml d’eau distillée.  

Pour réaliser le tampon complet : diluer 2,9g de NaCl (0,5M) dans 10 ml de la solution mère 

de Tris-HCl et compléter à 100 ml d’eau distillée. 
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2.5.2. Dosage des vitellines et des vitellogénines  

 Les vitellines et vitellogénines ont été quantifiées selon la méthode de Bradford 

(1976) qui utilise le bleu brillant de Coomassie G 250 (BBC) comme réactif2 et l’albumine de 

sérum de bœuf (1mg/ml) comme standard. Le dosage des vitellines et vitellogénines chez  

D. melanogaster a été effectué dans une fraction aliquote de 100 μl. La lecture des 

absorbances se fait à une longueur d’onde de 595 nm contre un blanc de gamme (Tab.1). 

 

2100 mg de BBC + 50ml d’éthanol puis agitation pendant 2 heures ; 100 ml d’acide 

orthophosphorique à 80% sont alors rajoutés et le tout est complété à 1000 ml avec l’eau 

distillée. 

Tableau 2. Dosage des vitellines et des vitellogénines chez D. melanogaster : réalisation de la 

gamme d’étalonnage. 

 

Tubes 

1 2 3 4 5 6 

Quantité de BSA (µl) 0 20 40 60 80 100 

Eau distillée (µl) 100 80 60 40 20 0 

Réactif BBC (ml) 4 4 4 4 4 4 

 

 2.6. Analyse statistique 

    Les résultats obtenus sont représentés par la moyenne suivie de l’écart type, La régression 

linéaire, le test de Student ainsi que l’analyse de la variance à un critère de classification. Pour 

toutes les séries de données, l’égalité des variances a tout d’abord été confirmée grâce aux 

tests de Bartlett et de Levène avant l’utilisation des tests paramétriques. 

         Tous les calculs ont été effectués à l’aide du logiciel MINITAB d’analyse et de 

traitement statistique des données, version Française 13 pour Windows (X, 2000).      
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Résultats  

1. Effets du spinosad sur les vitellogénines et les vitellines 

 

 Le spinosad a été utilisé in vivo, par application topique, le troisième stade larvaire de 

Drosophila melanogaster à la dose d’inhibition de la mue nymphale (CI50 : 0.28µg/insecte). 

L’effet de cet insecticide a été évalué, chez les adultes femelles, sur le contenu en 

vitellogénines et vitellines à différents temps de la vitellogénèse au cours du premier cycle 

gonadotrophique (6, 12, 18 et 24 heures après exuviation). Les concentrations des 

vitellogénines et vitellines ont été quantifiées après extraction et à partir de la courbe de 

référence établie grâce aux densités optiques, obtenues après la réalisation de la gamme 

d’étalonnage (Tabs. 2A). 

 

(A)                                                                         (B) 

Figure 1. Effets, in vivo, du spinosad (CI50 : 0.28 µg/insecte) administré par application topique, au 

dernier stade larvaire sur le contenu en (µg/mg) des vitellogénines (A) et des vitellines (B) au cours du 

premier cycle gonadotrophique chez les femelles de D.melanogaster : courbe de référence (droite 

étalon) exprimant l’absorbance obtenue à 595 nm en fonction de la quantité d’albumine (µg).  

2. Effets du spinosad sur les vitellogénines et les vitellines ovariennes 

Au cours de la maturité sexuelle, chez les femelles adultes de D.melanogaster, les résultats  

montre une diminution dans les valeurs des vitellogénines à tous les temps testés (6 à 24 

heures, On  comparant,  les séries témoins et traitées (Tab.1).De manière similaire, le contenu 

en vitellines, au cours du premier cycle de ponte des adultes femelles, semble être affecté de 

manière hautement significatif (p<0.0001) par le traitement au spinosad ; en effet, les 

résultats, enregistrés, chez les séries traitées, montrent une réduction, comparativement aux 

séries témoins.(Tab 2.) 

 

L’analyse de variance à un critère de classification confirme ces résultats et indique un effet 

temps et traitement très significatifs à hautement significatif (p<0.01, p<0.001). 

Ainsi, le spinosad entraine une diminution dans le contenu en vitellogénines aux différentes 

heures et avec une relation dose-réponse. 
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Tableau 3.Effets, in vivo, du spinosad, administré, par application topique (DI50 : 0,28 µg) chez les 

larves de dernier stade, sur le contenu en vitellogénines (µg/mg) chez les adultes femelles de    D. 

melanogaster au cours des premières 24h après l’émergence (m ± sd ; n= 5-8) : Comparaison des 

moyennes à différents temps pour une même série. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les moyennes suivies d’une même lettre en majuscules ne sont pas significativement différentes (p < 0,05). 

 

Figure 2. Effets, in vivo, du spinosad, administré, par application topique (DI50 : 0,28 µg) 

chez les larves de dernier stade, sur le contenu en vitellogénines (µg/mg) chez les adultes 

femelles de D. melanogasterau cours des premières 24h après l’émergence (m ± sd ; n= 5-8) : 

Comparaison des moyennes à différents temps pour une même série. 
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Tableau 4.Effets, in vivo, du spinosad, administré, par application topique (DI50 : 0,28 µg) 

chez les larves de dernier stade, sur le contenu en vitellines (µg/mg) chez les adultes femelles 

de D.melanogaster au cours des premières 24h après l’émergence (m ± sd ; n = 5-8) : 

Comparaison des moyennes à différents temps pour une même série. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les moyennes suivies d’une même lettre en majuscules ne sont pas significativement différentes (p < 0,05).  

 

 

Figure 3. Effets, in vivo, du spinosad, administré, par application topique (DI50 : 0,28 µg) 

chez les larves de dernier stade, sur le contenu en vitellines (µg/mg) chez les adultes femelles 

de D.melanogaster au cours des premières 24h après l’émergence (m ± sd ; n = 5-8) : 

Comparaison des moyennes à différents temps pour une même série. 
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Discussion  

Le contrôle de la reproduction des insectes est un élément fondamental et d’importants 

travaux ont été menés dans le domaine de la physiologie et de l’endocrinologie  (Berry, 

1985); par ailleurs, toute étude de physio-toxicité peut y apporter une contribution 

significative.  

Chez les insectes, l’ovaire est formé d’une succession linéaire d’ovocytes appelées ovarioles 

dont le nombre varie selon les espèces (Halffter et Lopez, 1977 ; Crowson, 1981) ; deux types 

sont distingués, les ovarioles panoistiques comme chez Blattella germanica et les ovarioles 

meroistiques comme chez D. melanogaster. Dans chaque ovariole, deux régions sont 

observées : le germarium et le vitellarium (Cassier et al. 1997). Le germarium  est le siège de 

la multiplication des ovogonies qui donneront les ovocytes. Le vitellarium permet aux 

ovocytes, entourés par une assise de cellules folliculaires, d’accumuler des réserves (vitellus) 

puis d’acquérir, ensuite, les enveloppes protectrices, appelées enveloppe vitelline  et chorion, 

secrétées  par le follicule (Raikhel et Dhadialla, 1992). Au cours de l’ovogénèse, la phase 

d’accroissement où se produit l’accumulation de matériaux plastiques et énergétiques 

variés comme les lipides, glucides, protéines et sels minéraux correspond à la vitellogénèse. 

Ces différents métabolites, synthétisés principalement dans le corps gras, sont ensuite secrétés 

dans l’hémolymphe et/ou utilisés par divers tissus ; les lipides sont transportés via 

l’hémolymphe sous forme de lipoprotéines (Cassier et al. 1997). Les glucides représentent, en 

outre, l’élément énergétique essentiel de l’organisme.  

Les vitéllogénines, protéines exogènes,  élaborées sous forme phospholipoglycoprotéines, 

dans le corps gras, sont  secrétées  dans l’hémolymphe, puis captées par l’ovocyte grâce à un 

processus d’endocytose sous l’effet d’un sesquiterpène l’Hormone Juvénile (HJ);  elles sont 

ensuite stockées dans l’ovaire et prennent le nom de vitellines. Le déroulement de la 

vitéllogénèse chez les insectes, dépendante du système endocrinien, est sous le contrôle 

principal de deux hormones, les ecdystéroides mais aussi l’HJ, citée précédemment (Wang et 

al. 2004, Bellés et Maestro, 2005). La synthèse de l’hormone juvénile est sous la dépendance 

de neurohormones céphaliques stimulatrices, les allatotropines et inhibitrices, les 

allatostatines via les corporaallata (Gade et Hoffman, 2005).  La biosynthèse des 

ecdystéroides est assurée, principalement, par les glandes pro thoraciques sous l’effet d’une 

neurohormone, hormone prothoracicotropique (PTTH), encore appelée ecdysiotropine (Mc 

Brayer et al. 2007 ; Gilbert, 2008). L’ecdysone, prohormone, libérée dans l’hémolymphe, est 

convertie en hormone active, ou 20-hydroxyecdysone (20E), dans différents organes 
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périphériques tels que le corps gras et les tubes de Malpighi ; cette opération est possible 

grâce à une enzyme, l’ecdysone 20-monoxygénase mais aussi au cytochrome P450 qui joue 

un rôle important dans la synthèse des hormones stéroïdes (Smith, 1995 ; Gilbert etal., 2002; 

Rewitz et al.,2006 ; Gilbert et Rewitz, 2009) Cependant, d’autres tissus, dont l’ovaire, 

peuvent être le siège de production des ecdystéroïdes (Lafont et al., 1997 ; Gilbert etal.,1997, 

2002). Par ailleurs, la synthèse des ecdystéroïdes ovariens est aussi stimulée par l’HJ et 

l’interaction entre les ecdystéroïdes et l’hormone juvénile a été largement citée dans la 

littérature (Gade et al. 1997). 

Chez D. melanogaster, l’ovariole est de type méroistique acrotrophique et la maturation des 

ovocytes dépend majoritairement de l’ HJ (Postlethwait et Shirk, 1981 ; Bownes, 1986 ; 

Lasko, 1994). Le développement ovarien comprend 14 stades (Raikhel et al. 2005) et la 

vitellogénèse est divisée en 3 processus distincts qui sont la prévitellogénèse, la vitellogénèse 

et la post-vitellogénèse. La prévitéllogénèse débutant du stade 1 au stade 7 correspond au 

dépôt des protéines dans l’ovocyte. La vitéllogénèse qui démarre dès le stade 8 coïncide avec  

l’exuviation adulte et permet l’accumulation des réserves énergétiques et plastiques (Kozlova 

et Carl, 2000) et enfin la post-vitellogenèse qui s’étale du stade 9 à 10 et qui correspond à 

une augmentation importante dans la taille de l’ovocyte en raison de l'incorporation des 

protéines. Pendant la vitellogénèse, la croissance de l'ovocyte se fait par endocytose des 

protéines, synthétisées à partir de deux sources, le corps gras (vitellogénines) et les cellules 

épithéliales folliculaires qui entourent les ovocytes (Raikhel et Dhadialla, 1992; Izumi et al. 

1994; Melo et al. 2000). 

Les résultats obtenus montrent que le spinosad, administrée par application topique, au 

dernier stade larvaire, à la dose d’inhibition de la mue nymphale (CI50) chez   

D. melanogaster affecte la vitellogénèse chez les adultes femelles ; en effet, l’évaluation des 

vitellogénines et vitellines ovariennes, montre une inhibition dans leur contenu, au cours des 

premières 24 heures, qui correspondent à la vitellogénèse proprement dite. Cette  réduction 

dans le contenu en vitellogénines et vitellines ovariennes présente une relation dose-réponse 

et est observée à toutes les heures testées. Ceci est en conformité avec la littérature 

Ou le spinosad, à mode d’action neurotoxique à le même effet chez B. germanica (Maiza et 

al., 2011,2013). 

D’autres pesticides naturels l’indoxacarbe à action neurotoxique comme le spinosad peuvent 

également réduire la fécondité et la fertilité chez les insectes (Galvan el al. 2005 ; Zalizniak et 

Nugegoda, 2006 ; Yin et al. 2008 ; Maïzaet al. 2013). 

 

http://www.sciencedirect.com.www.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S0261219408001099#bib54
http://www.sciencedirect.com.www.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S0261219408001099#bib54
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 il est noté que l’azadirachtine pesticide naturel  peut affecter le processus de reproduction 

chez divers insectes via les vitellogénines et vitellines ovariennes (Mordue et al., 2005 ; Liuet 

al., 2012); cet antagoniste des ecdystéroïdes et de l’HJ inhibe la synthèse des vitellogénines et 

leur incorporation par l’ovocyte chez Chrysoperlacarnea (Medina  et al.,2004), 

Labidurariparia (Sayahet al., 1996) ou encore chez Rhipicephalussanguineus (Denardiet al., 

2011).  L’azadirachtine entraine, similairement, une diminution dans le contenu en protéines 

ovariennes chez Blatta orientalis suggérant une inhibition des vitellines et/ou de la captation 

des vitellogénines par l’ovaire (Tine et al. 2011).  

Les mêmes effets sont observés avec les agonistes des ecdystéroïdes (Mordue et al. 2005). Par 

ailleurs, un inhibiteur de la synthèse de la chitine, le teflubenzuron, diminue la synthèse des 

vitellogénines et leur incorporation par les ovocytes chez Locusta migratoria (Acheuk et al. 

2012). 

Ces réductions dans la fécondité et fertilité sont aussi retrouvés, chez divers insectes, traités 

avec des agonistes des ecdystéroïdes, comme le méthoxyfénozide (Sun &Barett, 1999 ; 

Pineda et al. 2007 ; Rodriguez-Enriquez et al. 2010 ; Soltani-Mazouni et al. 2012 ; Saber et 

al. 2013), l’halofénozide (Farinos et al. 1999) ou encore le tébufénozide (Smagghe et 

Degheele, 1992). 

 

L’impact du spinosad sur la régulation endocrine, chez D. melanogaster, pourrait alors 

entrainer une perturbation de l’ovogénèse, de la vitellogénèse et de diverses étapes de la 

reproduction. L’inhibition de la reproduction pourrait, éventuellement, être expliquée par 

l’effet neurotoxique du spinosad via les neurohormones et hormones. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.sciencedirect.com.www.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S0048357512001204
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Conclusion et perspectives : 

Les expérimentations ont été menées chez. D.melanogaster en vue d’évaluer l’efficacité de du 

spinosad administré, in vivo par application topique, au troisième stade larvaire, 

 0.28 µg/insecte correspondant à la CI 50. 

       Le spinosad, évalué tout d’abord sur la vitellogénèse, au cours du premier cycle 

gonadotrophique des adultes femelles de D. melanogaster montre une inhibition du processus 

de vitellogénèse ; en effet, il est noté une diminution hautement significative dans le contenu 

en vitellogénines et vitellines ovariennes à toutes les heures testées (6, 12, 18, 24 heures). Par 

ailleurs, une relation dose-réponse est observée. 

      Les résultats obtenus chez D. melanogaster, après le traitement avec le spinosad montrent 

une perturbation dans le processus de l’ovogénèse et de vitellogénèse .Ceci peut être expliqué 

par l’action neurotoxique de ce pesticide naturel sur les principales hormones de la 

reproduction (hormone juvénile et ecdystéroïdes) ou encore, par son interférence avec 

d’autres neuropeptides intervenant dans la régulation endocrine.  Le spinosad semble donc 

avoir un impact négatif sur le contrôle endocrine de la reproduction mais les interactions entre 

les diverses hormones et neurohormones restent à définir. 

        A l’avenir, l’effet du spinosad devrait être évalué sur d’autres paramètres de la 

reproduction comme l’étude histologique des ovaires, le potentiel reproducteur ou encore le 

suivi de la descendance sur plusieurs générations. 
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Résumé 
Spinosad, pesticide d’origine végétal, a été administré, in vivo, par application topique (CI50 : 

0.28 µg/insecte) au troisième stade larvaire de D.melanogaster.  Les effets de l’insecticide ont 

été évalués sur le contenu en vitellogénines et vitellines ovariennes (extraction selon Fabre et 

al. 1990 et dosage selon Bradford, 1976), au cours des premières 24 heures, après 

l’émergence, correspondant au premier cycle gonadotrophique des adultes femelles.  

Le spinosad, perturbe la vitellogénèse, chez D.melanogaster, en réduisant, de manière 

significative et comparativement aux témoins, le contenu en vitellogénines et vitellines 

ovariennes à 6, 12, 18 et 24 heures après émergence (premier cycle gonadotrophique) ; cette 

inhibition montre une relation dose-réponse.  

 

Mots clés : Drosophila melanogaster–spinosad– Pesticides naturels – Reproduction 
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Summary 

 

Spinoza,pesticide of vegetable origin, was administered,invivo,by topical application(IC50: 0.28 

mg /insect) at third larval stage of D.melanogaster. The effects of the insecticide have been 

evaluated on vitellogenins content and ovarian vitellines(extraction by Fabre et al., 1990 and 

dosage according to Bradford, 1976), during the first 24 hours after emergence, corresponding to 

the first gonadotropinic cycle of female adults.  

 

          The Spinosad disrupts the vitellogenesis in D.melanogaster, reducing significantly and 

comparatively to witnesses, the vitellogenins content and ovarian vitellines at 6, 12, 18 and 24 

hours after emergence(first gonadotrophic cycle); this inhibitions hows adose-response 

relationship. 
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 ملخص

: Spinosad 

  08  82.0 ) مبيدات من أصل نباتي كانت تدار في الجسم الحي بواسطة التطبيق الموضعي

يم/ حشرة ( ليرقات في الطور الثالث  ل :                               و جرى تقيميكرو غرام    

 أثار المبيدات الحشرية                                           ) لإستخراج عن طريق فابر و 

ساعة بعد ظهور الموافق لدورة  2.( خلال  0991و الجرعة وفقا لبرادفورد  0998أخرون 

في التبييض الأولى للإناث البالغات                       يعطل                            

مقارنة مع الضوابط                       و وبشكل ملحوظيحد                                 

ساعة بعد ظهور دورة التبييض الأولى يظهر    2.  00  .0  1في                            

   هذا التثبيط علاقة بين الجرعة و الإستجابة2
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