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INTRODUCTION : 
 
 

Les insectes sont très étudiés en raison de leur impact sur la santé humaine et animale, 

ainsi que sur les cultures et l’habitat. Ils sont caractérisés par leur abondance, leur diversité et 

leur étendue géographique. Parmi les millions d’espèces qui fourmillent sur la planète, 

certaines sont considérées comme nuisibles mais beaucoup sont au contraire très utiles. En 

effet, les insectes assurent par exemple la pollinisation des plantes, recyclent la matière 

organique dans les écosystèmes, ou servent de nourriture aux animaux.  

Il existe différentes méthodes de lutte contre les ravageurs. La lutte biologique qui 

consiste à détruire les insectes nuisibles par l’utilisation rationnelle de leurs ennemis naturels 

appartenant soit au règne animal soit au règne végétal, et la lutte chimique (Strong et 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 (Strong et 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 insecticides se classent en fonction de leur structure chimique ou de leur origine, 

en insecticides minéraux ou organiques,  insecticides naturels ou de synthèse. Quatre groupes 

principaux sont distingués: les insecticides non organiques, insecticides organiques d’origine 

végétale ou de synthèse et les régulateurs de croissance. 

 

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

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

sur le plan toxicologique (Fort et al., 2001 ; Morakchi et al., 2005 ; Habes et al., 2006). Les 

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

organochlorés (DDT, Les pyréthénoides), les organophosphorés (parathion, malathion, 

scharbon) et les carbamates comme le carbanyl ou encore plus  récemment le benfuracarbe 

(Zinkl et al., 1991; Seigfried et Scharf, 2001; Morakchi et al., 2005).  

 

L'application de ces produits chimiques, parfois de façon irraisonnée, a engendré des 

problèmes inattendus, tels que le développement de phénomènes de résistance aux molécules 

de synthèse, l'extermination des antagonistes naturels, les effets nocifs sur la santé humaine et 
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animale et les problèmes liés à la pollution de l'environnement. Dans ce cadre, et dans les 

années 1970-1990 la recherche a développé des insecticides moins toxiques et plus 

spécifiques, basés sur des données physiologiques de l'insecte comme les phéromones ou 

encore les régulateurs de croissance dénommés Insect Growth Régulator (IGRs) qui 

perturbent le développement et la reproduction des insectes (Dhadialla et al., 2005). Les 

régulateurs de croissance des insectes (IGRs) sont de nouvelles molécules sélectives et non 

polluantes préservant l’environnement. Ces composés naturels et/ou synthétiques agissent de 

manière spécifique en perturbant des éléments vitaux dans le développement (cuticule ou 

régulation hormonale) de l’insecte visé. Les IGRs comportent les agonistes et antagonistes de 

l'hormone juvénile (Gäde et al., 1997 ; Kaakeh et al., 1997 ; Aribi et al., 2006), les inhibiteurs 

de la synthèse de la chitine (Aribi et al., 1999; Wattiez et Beys, 1999) et les agonistes et les 

antagonistes de l'hormone de mue (Smagghe et al., 2000 ; Aribi et al., 1999 ; Soltani et al., 

2002 ; Taibi et al., 2003).  

Le développement des nouvelles techniques a permis également l’apparition de 

nouveau pesticides à partir de produit naturels ou biopesticides qui sont de plus en plus mis à 

l’avant pour une lutte propre et efficace. Ces molécules possèdent des actions insecticides, 

fongicides ou herbicides, provenant des composés végétaux ou animaux pouvant être utilisés 

dans la lutte contre les insectes nuisibles. 

Parmi les biopesticides ou produits dérivés de sources naturelles, se trouvent les 

néonicotinoides, l’azadirachtine ou encore le Spinosad (Copping and Menn, 2000). Cette 

molécule produite par la fermentation d’une bactérie Actinomycète, Saccharopolyspora 

spinosa (Mertz and Yao, 1990) est développée par les Laboratoires DowAgroSciences. Le 

spinosad, est un mélange neurotoxique, de deux composants insecticides actifs, la spinosyne 

A (composant majeur) et la spinosyne D (composant mineur) (Thompson et al ., 1995 ; 

Thompson et sparks , 2002). Les spinosynes (21 atomes de carbone) constituent un système 

unique de tétracycliques (cycle lactone) à laquelle les forosamines et les sucres tri-O-

methylrhamnose sont attachés (Huang et al., 2009). Le spinosad, agit par ingestion ou par 

contact sur les récepteurs nicotiniques de l'acétylcholine mais aussi sur les récepteurs 

GABAergiques (Salgado, 1998; Salgado & Sparks, 2005). Le spinosad a été utilisé contre 

divers insectes ravageurs, y compris les Diptères (Kristensen & Jespersen,  2004) et les 

Lépidoptères (Wanner et al., 2000 )  et a montré une légère toxicité pour les oiseaux, 

poissons, et invertébrés aquatiques (Cetin et al., 2005; Semiz et al.,2006; Wyss et al., 2003). 
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Le Spinosad est décrit comme une molécule à faible risque toxique sur les insectes prédateurs 

des ravageurs (Copping et Menn, 2001; Williams et al., 2003), et chez les mammifères 

(Thomson et al., 2000). 

           Cependant, tout insecticide est potentiellement capable d’induire un phénomène de 

résistance chez les insectes cibles (Zhao et al., 2002 ; 2006 ; Roe et al .,2010). En effet, ces 

dernières années, les insectes semblent développer une résistance au Spinosad (Wyss et al., 

2003 ;Wang et al., 2006 ; Shono et Scott, 2003) mais peu d’études ont été menées pour 

comprendre  l’induction  du mécanisme de résistance à ce biopesticide. 

              

           Ce travail vise à évaluer les effets du spinosad, sur un modèle biologique de choix qui 

est Drosophila melanogaster (Diptère) ; en effet, cet insecte est un modèle de référence pour 

touts les travaux liés dans les études toxicologique ou sur les mécanismes de résistances du 

fait du séquençage de la quasi-totalité de son génome, ce travail vise donc à évaluer les effets 

du spinosad sur un biomarqueurs essentiels en toxicologie, l’acetylcholinesterase (AChE) 

marqueur de neurotoxicité . l’activité spécifique de cette  enzyme sera précisée chez la adultes 

de D.melanogaster au cours de deux générations successives, la génération parent (P) et la 

première génération (G1).  
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1. données bibliographiques 
1.1 Rappels sur les insecticides 

1.1.1 Insecticides végétaux : 
Ce sont des insecticides d’origine végétale. ils ont un grand intérêt du fait que ce sont 

desinsecticides ou des toxines naturelles dérivées des plantes tel que : le tabac, le pyrethrum, 

lederiss, l’hellébore, le quassia, le camphor, et le turpentine ; ces plantes sont les 

principalesutilisées dans la production des insecticides (Ware, 1999).Cette classe de molécule 

inclus laPyréthrine, Nicotine et Derris. 

1.1.2 Insecticides organiques de synthèses : 
La plupart des produits organiques synthétisés sont dérivés chimiquement des 

produitspétroliers et contiennent du carbone. On retrouve principalement quatre grands groupes 

: lesorganochlorés qui ne sont plus très utilisés, les organophosphorés, les carbamates et 

lespyréthrinoïdes. 

a. Insecticides chlorés : 
Ce sont des composés constitués d’une molécule organique avec l’ajoute de 

chlore.Ilsreprésentent les premières générations d’insecticides dont la découverte en 1939 , 

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

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

utilisées comme régulateurs de croissance des plantes et de pullulation des populationd’insectes 

.l’inconvénient de ce type d’insecticide, c’est qu’ils sont très persistants. Certainétudes ont 

montré que lorsque ce pesticide a été utilisé, il est toujours actif après un certainnombre 

d’années parmi ces insecticides, nous avons le DDT, le Chlordane, le Lindane et leHCB. 

b. Insecticides organophosphorés : 

Ce sont des composés constitués d’une molécule organique à laquelle on a ajouté 

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

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

unneurotransmetteur (Anonyme, 1996). Ils ont été développés au cours du 19éme siècle. 

Toutefois, ils ne sont pas généralement pas persistants dans l’environnement et 

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

desorganochlorés .Il existe de nombreux composés utilisés comme insecticides 

(EX:parathion,malathion, …). 
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c. Les carbamates : 

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

plustard que les organochlorés et les organophosphorés. Ces molécules sont efficaces contre 

unlarge éventail d’organismes nuisibles, modérément résiduelle et efficace à des 

températuresplus élevées (Jeffrey, 1999), Il Yaplein de carbamates utilisés comme insecticides 

(EX :carbaryl, methomyl, propoxur, …) 

d. Les pyréthrinoïdes : 

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

pesticided’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 photostable et ceux qui 

nesont pas photo stable et chimiquement stable. (EX :allethrine,flumèthrine, …) 

e. Les organo-azotés : 

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

f. Les cyclo diènes ou cycloïdes : 

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

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

cesinsecticides sont utilisés, spécialement pour le traitement contre les termites et les 

insectesterricoles 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 enévidence de son mode d’action, permet de le considérer dans la classe des 

insecticides (Ware,1999). 

1.1.3 Insecticides inorganiques ou insecticides minéraux : 

Ils sont essentiellement dérivés de minéraux et ne contiennent du carbone que sous 

forme decarbonate ou de cyanure. Ils sont principalement des dérivés à base d'arsenic, de 

mercure, defluor, de soufre, de cuivre et de cyanure. 

 

a. Insecticides soufrés : 
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Le soufre en poudre est un insecticide peu actif mais les bouillies sulfo-calciques 

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

b. 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). 

c. L’acide cyanhydrique : 

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

très limitées (Dajoz, 1986). 

d. Insecticides fluorés : 

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

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

1.1.4 Mode d’action des insecticides : 

Les insecticides sont des produits neurotoxiques qui exterminent les insectes 

nuisibles,notamment pour les plantes. Les insecticides sont destinés à être inhalés, touchés ou 

ingéréspar l'insecte. Les insecticides, une fois en contact avec l'insecte, pénètrent dans son 

systèmenerveux et le tuent comme les organophosphorés. Certains insecticides coupent la 

sensationde faim et l'insecte s'affame jusqu'à sa mort comme la pymetrozine. D'autres 

insecticidesagissent comme un poison ou étouffent l'insecte. D'autres encore agissentpar 

asphyxie, interférence dans le métabolisme. Les insecticides peuvent également cibler leslarves 

et les œufs d'insectes.( Docteur Pierrick HORDÉ ;Février 2015) 

1.1.5  Définition des biopesticides : 

Les bio insecticides peuvent se définir au sens large comme des pesticides 

d’originebiologique, c’est-à-dire, organismes vivants ou substances d’origine naturelle 

synthétisée parces derniers, et plus généralement tout produit de protection des plantes qui n’est 

pas issu dela chimie. Sous ce vocable, les bio pesticides comprennent les agents de contrôle des 

insectes(auxiliaires) comme les arthropodes entomophages (ex. trichogrammes), les 

champignonshyphomycètes pathogènes pour les lépidoptères ou coléoptères (ex. Beau varia), 

les baculvirus responsables des polyèdres nucléaires (NPV) ou des granulomes (GV) chez 

leslépidoptères, les bactéries (Bacillus), etc…, les insecticides d’origine végétale et 
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lesmolécules de synthèse biologique (phéromones, molécules allélochimiques). Par contre 

lamajorité des entomologistes exclut systématiquement ces derniers. 

1.2 Rappels sur la drosophile : 

Drosophile est un genre de petites mouches , appartenant à la famille Drosophilidae , 

dont lesmembres sont souvent appelés «mouches des fruits» ou (moinssouvent) grignons 

mouches, vinaigre mouches, ou vin mouches, une référence à la caractéristique de nombreuses 

espèces de se attarder autour mûrs ou fruits pourris. Ils nedoivent pas être confondus avec l' 

Tephritidae , une famille liée, qui sont aussi appelés lesmouches des fruits (parfois appelé 

"véritables mouches des fruits»); tephritidés nourrissentprincipalement immatures ou 

mûrsfruits , avec de nombreuses espèces étant considéréescomme destructrices parasites 

agricoles, en particulier la mouche méditerranéenne desfruits . Une espèce de drosophile en 

particulier, D. melanogaster, a été fortement utilisé dansla recherche sur la génétique et est une 

commune organisme modèle en biologie dudéveloppement . Les termes «de mouches des 

fruits» et « Drosophila» sont souvent utilisésindifféremment avec D. melanogaster dans la 

littérature biologique moderne. L'ensemble dugenre, cependant, contient plus de 1500 espèces 

et est très diversifiée en apparence, lecomportement et l'habitat de reproduction.Drosophilasont 

de petites mouches, généralement jaune pâle à brun rougeâtre au noir, avecles yeux rouges. De 

nombreuses espèces, y compris les images-ailes hawaïennes constatées,ont distinctes motifs 

noirs sur les ailes. La plumeuses (plumes) Arista, hérissés de la tête et duthorax, et nervures de 

l'aile sont caractères utilisé pour diagnostiquer la famille. La plupartsont de petite taille, environ 

2-4 millimètres de long, mais certains, notamment de nombreusesespèces hawaïennes, sont plus 

grandes que d'une mouche domestique .Drosophilamelanogaster est un animal expérimental 

populaire parce qu'il est facilementcultivées en masse sur la nature, a un temps de génération 

court, et les animaux mutants sontfaciles à obtenir. En 1906, Thomas Hunt Morgan a 

commencé son travailsur D. melanogaster et rapporté sa première constatation d'un blanc 

(yeux) mutant en 1910 àla communauté universitaire. Il était à la recherche d'un organisme 

modèle pour étudierl'hérédité génétique et requis une espèce qui pourrait acquérir hasard 

mutation génétique quiserait visiblement manifeste que les changements morphologiques dans 

l'animal adulte. Sontravail sur la drosophile lui a valu le 1933 Prix Nobel de médecine pour 

l'identificationdes chromosomes en tant que vecteur de l'héritage de gènes. Ceci 

etd'autresespèces sont largement utilisés dans des études de la génétique,embryogenèse, et 

d'autres domaines. 
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1.2.1 Rôle écologique : 

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

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

sesœufs. (Ramade ,2003) 

1.2.2Moyens de lutte : 

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

lutteculturale (mesures d'assainissement, récolte au moment opportun) et des traitements avec 

desinsecticides homologués (Jacquet et al,2002). 

a. 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 etl'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 dansles 

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

scellé. (Gillespie, 1988). 

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

plus d'une journée. 
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Figure1 : L'élimination des fruits trop mûrs et non vendables des champs 

b. La lutte chimique : 

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

sensible(dèsqu'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.Ilfaudra peut-être une autre application selon l'activité résiduelle du produit. 

1.2.3 Symptôme et dégât : 

La drosophile est responsable de l'installation de la pourriture grise.Les symptômessont 

observés après la véraison : 

- grappes serrées, ternes, grisâtres; 

- les baies dégagent une odeur aigre et renferment de nombreuses larves. 

Les grappes atteintes par les drosophiles donnent en cuve un goût désagréable d'amertume 

aumoût, ou engendrent des piqûres acétiques. (The Dow ChemicalCompany (1995-2015))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 nourritde 

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

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

ravageurs (maladiescryptogamiques, bactéries...) qui contribueront à la détérioration du 

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

dela production(Verger et al,2005). 

 

 

Figure2 : Drosophile sur un raisin 
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1.2.4 Piégeage des drosophiles adultes : 

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

plaçant despièges appâtés dans les cultures vulnérables et en vérifiant leur contenu une ou deux 

fois parsemaine (Keiding ,1977).La conception des pièges fait l'objet d'intenses recherches. On 

peutse procurer des pièges préfabriqués ou les faire soi-même.Jusqu'à maintenant, l'expérience 

semble montrer que les pièges maison sont efficaces. Cesderniers doivent être munis de 

couverts pour empêcher la pluie d'y pénétrer et êtresuffisamment solides pour résister au vent. 

Les pièges peuvent être fabriqués avec descontenants en plastique transparent (250-750ml) 

munis de couvercle étanche, comme descontenants commerciaux de 500ml. Percer de 

nombreux petits trous de 3 à 4 mm de diamètresur les côtés du contenant, ce qui empêchera les 

insectes plus gros d'y pénétrer tout enpermettant aux mouches à vinaigre d'y entrer. Faire deux 

autres trous vis-à-vis l'un de l'autrede manière à ce que les pièges puissent être suspendus à 

l'aide d'attaches de jardin ou avec unmince fil flexible.La recherche montre que l'efficacité des 

pièges augmente avec la surface des orifices deventilation; par conséquent, plus il y a de trous 

ou de surface ouverte dans le piège, plus ilsera efficace. Éviter toutefois de percer des trous sur 

tous les côtés du contenant pour qu'il nesoit pas trop difficile de verser le contenu du piège dans 

le contenant principal (Warlopetal,2000).Des pièges doivent être posés pour contrôler la 

présence éventuelle du ravageur dans lescultures sensibles (fraises, cerises, myrtilles 

framboises, mûres, raisins, baies sauvages auxenvirons des vergers). Il faut suspendre ces 

pièges quand les fruits changent de couleur. Onutilisera des boîtes ou des bouteilles en 

plastique fermées dont la partie supérieure sera percéede trous d’environ 5 millimètres de 

diamètre faits avec une aiguille chaude. Laisser un côtésans trous pour faciliter la vidange des 

bouteilles.Comme appât, mettre dans les récipients le mélange suivant: 

• 50 % d’eau 

• 40 % de vinaigre de pomme 

• 10 % de vin rouge 

• 2 gouttes de savon ou de détergent pour la vaisselle 
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Figure3 : Des pièges-gobelets du type Becherfalle (à droite) ou des pièges de 

fabricationmaison (à gauche) permettent de surveiller le vol et de faire des piégeages de masse. 

Composition exacte de l’appât 

Les pièges seront suspendus dans des endroits ombragés dans les bords des parcelles 

etrégulièrement contrôlés. L’appât liquide doit être changé toutes les deux semaines. 

Aprèsutilisation, l’appât liquide ne doit pas être versé dans les cultures lors du contrôle des 

pièges.Les mâles sont facilement reconnaissables à leurs taches sombres sur les ailes, et on peut 

engénéral tabler sur un rapport mâles-femelles d’environ 1:1.Pour déterminer si les fruits sont 

attaqués, mettre des échantillons de 100 fruits au congélateurpendant quelques heures. Les 

larves sortent des fruits et peuvent être comptées. Unealternative consiste à écraser les fruits 

dans une solution d’eau salée (350 g de sel par litre).Après 10 minutes environ, les larves 

apparaissent à la surface et peuvent être comptées.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 dansun contenant principal et remplacer les appâts 

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

drosophiles. Alors queles mâles peuvent être identifiés avec un grossissement minimal, il faut 

un microscope pouridentifier les femelles (Jacquet et al, 2002). 
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Figure 8 : Utilisation d'un microscope pour identifierla Drosophile 
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2. Matériel et méthode   
2.1.  Présentation du matériel biologique 

  2.1.1.  Présentation de l’insecte  

     L'espèce D. melanogaster (Meigen, 1830) est un Diptère Brachycère de la famille des 

Drosophilidae . C'est sans aucun doute l'espèce la mieux connue du genre Drosophila, et l'une 

des mieux étudiées parmi tous les êtres vivants. Elle a été choisie au cours du vingtième siècle 

comme organisme modèle pour la génétique et le développement. Elle est mieux connue sous 

le nom de Mouche du vinaigre.  

Position systématique : (miegen 1830). 

 

      -  Règne: Animalia 

                  -  Embranchement: Arthropodes  

                  -  Classe: Insecta  

                  -  Ordre: Diptera  

                  -  Sous-ordre: Brachycera  

                  -  Famille: Drosophilidae  

                  -  Sous-famille: Drosophilinae  

                  -  Genre: Drosophila  

                  -  Espèce: melanogaster 

         Les drosophiles adultes mesurent environ 3 mm de long et présentent un 

dimorphisme sexuel (Fig.1). Pour différencier les mâles et les femelles, plusieurs 

caractères peuvent être considérés (Média, 2001).  

a. Taille  

 Les femelles sont plus grandes que les mâles.  

b. Abdomen  

L'abdomen de la femelle est de forme pointue, avec des segments terminaux de 

couleur claire. L'abdomen du mâle est plus arrondi, avec des segments terminaux  très 

foncés. 
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A                                                                           B 

      
 
   

Figure 1.  D.melanogaster adulte : femelle (A) et mâle (B) (Média, 2001) 

c. Organes sexuels :  

     Lorsque la mouche est sur le dos (Fig.2), 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. 

  

                  A                                                       B 

                      
                      
                                            
Figure 2. Organes sexuels des drosophiles : plaque vaginale Femelle (A) et pénis Mâle (B) 
(Média, 2001). 

d.  Peignes sexuels :  

     C'est une petite touffe de soies noires (Fig.3), située au niveau du premier article du tarse 

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

   
 

Figure 3.  Peignes sexuels chez les drosophiles mâles : Patte antérieure femelle (A) et male 

(B)       (Média, 2001). 

 
2.1.2. Cycle de développement de D.melanogaster :  

           La drosophile est un insecte à métamorphose complète, ou holométabole (Fig.4). La 

femelle pond quelques centaines d'œufs allongés et blanchâtres, difficiles à voir à l'œil nu. 

Elle les dépose sur des fruits ou d'autres matières humides en train de fermenter (Roberge, 

2008). Son cycle de vie comporte donc des stades larvaires bien différenciés 

morphologiquement  de l’adulte (larves de type «asticot»), et un stade imaginal ailé. En 

milieu naturel, cet insecte est présent dans les vergers ou les vignobles (Shorrocks, 1982), et 

plus généralement dans les sites où se trouvent des fruits en décomposition (Mc Kenzie, 1974, 

Mc Kenzie et Mc Kechnie, 1979, Hoffmann et Parsons, 1991).   

           La femelle pond ses œufs sur la chair des fruits blessés (McCoy, 1962). Après 24h (à 

25°C), une larve sort des œufs. Cette larve de premier stade, ainsi que les larves des deux 

stades larvaires qui lui succèdent, se nourrissent sur le fruit où la femelle a pondu. Ensuite, les 

larves gagnent une zone moins humide du substrat et s’empupent. Après quelques jours, il y a 

émergence d’un adulte ailé. Ce cycle s’effectue en moyenne en 11 jours à 25°C. Il est à noter 

que le temps de développement est chez cette espèce très sensible à la température.  
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Figure 4. Cycle de développement de D.melanogaster (Wolpert, 2001) 
 

2.2.1.  Elevage en laboratoire :  

  La drosophile s'élève facilement en laboratoire sur un milieu artificiel (Fig.5). Il est possible 

de se procurer dans le commerce un milieu de culture à préparation instantanée ou de préparer 

son propre milieu à partir des composants suivants :  

• Farine de maïs : 33,3 g   

• Levure sèche : 33,3g  

• Agar-agar en fibres : 4,8 g  

• Antifongique hydroxy-benzoyate de méthyle à 10% 

• Eau distillée : selon nécessité 
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L’élevage des drosophiles en laboratoire est réalisé à une température de 25°C, une  hygrométrie 

de 70% et une scotophase de 12h. Le milieu nutritif artificiel préparé au niveau de notre 

laboratoire est un milieu gélosé à base de farine de mais et de levure de bière. Les drosophiles 

sont élevées dans des flacons de plastiques et bouchés pas un tampon de mousse (Fig.5). 

 

 
Figure 5. Elevage de drosophiles (Carboni, 2000). 

2.3. Présentation de l’insecticide : 

       Le Spinosad est dérivé de la fermentation d’une bactérie actinomycète que l’on retrouve 

naturellement dans le sol, Saccharopolyspora spinosa (Fig.6). C’est un produit qui agit à la fois 

par contact et par ingestion. Le Spinosad est classifié par l’ARLA (Agence de réglementation de 

la lutte antiparasitaire) comme un ‘produit à risque réduit’. (Rapport synthèse – Volet 

Entomologie 2006) 

 

 

Figure 6 : Coupe longitudinale de la bactérie Saccharopolyspora spinosa  
(Horowitz et Ishaaya, 2003) 
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Son extraction s’effectue  par un procédé original, la fermentation donnant deux  métabolites 

biologiquement actifs baptisés spinosynes A et spinosynes D (Fig.7). Le spinosad est le nom 

donné au mélange des deux spinosynes. (Agro science) 

 

 
Spinosyne A: R = H 
Spinosyne D: R = CH3 

Figure 7. Structure du spinosad (Horowitz et Ishaaya, 2003) 
  
 
2.4. Traitement  
         Le spinosad a été testé, in vivo à une dose de 288.50 ppm, correspondant à la CI 50  ou 

concentration d’inhibition de la mue nymphale entrainant une mortalité de 50% des individus.  

L’insecticide a été administré par application topique, à raison de 1µl par insecte, déposé à 

l’aide d’une micro-seringue sur la face ventrale des larves de L3 de D.melanogaster. Les 

témoins reçoivent le solvant seul (Acétone). 

 

2.5. Dosage enzymatique : 
    2.5.1. Dosage de l’Acétylcholinestérase (AChE) : 
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           La méthode de dosage la plus courante de l’AChE est celle d’Ellman et al (1961). Elle 

consiste à fournir à l’enzyme AChE, un substrat artificiel l’acétylthiocholine¹, dont 

l’hydrolyse catalysée par l’AChE libère de la thiocholine et de l’acide acétique. 

La quantité de thiocholine obtenu est proportionnelle à l’activité enzymatique révélée grâce à 

une méthode colorimétrique faisant intervenir le DTNB² (5-5-dithio-bis-2-nitrobensoique) qui 

se lie avec la thiocoline pour former un complexe jaune, le TNB (acide5-thio-2-

nitrobensoique). L’activité spécifique de l’AchE est évaluée à partir des échantillons 

biologiques (têtes) des adultes des séries témoins et traitées. Les têtes (pool de six) sont 

homogénéisées dans un 1ml de solution détergente³. L’homogénat est centrifugé (9000 

tours/min pendant 10 min), et le surnageant récupéré servira comme source d’enzyme. Le 

dosage a été réalisé comme suit : 100µl de surnageant sont additionnés à 100µl de DTNB 

dans du tampon tris (0,1M ; pH 7) et 1ml de tampon tris (0,1M ; pH 7). Après 3 à 5 minutes 

de repos nécessaire pour épuiser la réaction spontanée, 100µl de substrat acétylthiocholine 

(préparé extemporanément) sont ajoutés. La lecture des absorbances s’effectue toutes les 4 

min pendant 20 min grâce à un spectromètre (SHIMADZI-UV-1202), à une longueur d’onde 

de 412 nm contre un blanc de gamme4.  

 

 

δdo : pente de la droite de régression obtenue après hydrolyse du substrat 

1,36× 10 : coefficient d’extinction molaire du DTNB. (M-1cm-1) 

Volume de l’homogénat: 1300 µl (100 µl homogénat + 100 µl DTNB+ 100µl 

d’acétylthiocholine + 1000µl de tompon tris). 
1- 118 mg d’Acethylthiocholine dans 5 ml d’eau distillée  
2- 36.9 mg DNTB + 15 mg CO3HNa, dilués dans 10 ml du tampon tris (0.1M ; pH 7)  
3- solution détergente: 38,03 mg d’EGTA + tritonx 100% + 5,845 g Nacl + tampon tris (10mM ; pH7) 80 ml 
4- 100 µl de solution détergente +100 µl DNTB+1 ml tris (0,1M ; pH 7) + 100 µl de substrat Acethylthiocholine. 
 

La quantité en protéines totales des différents échantillons biologiques (homogénat) a été 

préalablement déterminée grâce à l’équation de la droite de régression (y=0.00924x-0.0283) 

(Fig.8) obtenue après  un dosage selon la technique de Bradford (1976).  

 

                
                  AChE   =           δdo/min       ×                             1 
           M/min/mg de prot        
                                            1,36×10                      Volume de l’homogénat    × mg de prot 
    Jhjkhnj ;;b;,n                     Volume total de la cuve   
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Dans nos résultats l’activité spécifique de AChE est exprimée en µM/min/mg de protéine.  

y = 0,00924x-0,0283
R2 = 0,9901

0

0,1

0,2

0,3

0,4

0,5

0,6

0,7

0,8

0,9

1

0 20 40 60 80 100

Quantité de proteine (µg) 

A
bs

or
ba

nc
es

 
Figure 8. Dosage des protéines dans le corps chez D.melanogaster : droite de régression 
exprimant l’absorbance à 595 nm en fonction de la quantité d’albumine (µg). 
 
 
 

2.6. Analyse statistique 
   Les résultats obtenus sont représentés par la moyenne suivie de l’écart type des échantillons 

biologiques. La régression linéaire, le test t de Student ainsi que l’analyse de la variance à un 

critère de classification ont été effectués.   
   Pour toutes les séries de données, l’égalité des variances a été confirmée grâce aux tests de 

Bartlett et Levene 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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3. Résultats 
 
           L’activité enzymatique (AChE) a été mesurées chez  D. melanogaster le  jour 

de l’exuviation adulte (0 jour). 

 
3.1. Effets sur l’activité spécifique de l’AChE 
 

          L’activité spécifique de l’Acétylcholinestérase (AChE) a été estimée chez les 

séries témoins et traitées par application de la formule d’Ellman et al. (1964), en 

utilisant les pentes des droites de régression, exprimant l’absorbance en fonction du 

temps (Tableau 1) ; les résultats relatifs à l’activité spécifique de l’AChE sont 

exprimés en micromoles par minutes et par milligramme de protéines (µMol/min/mg 

de protéines).  

 
 
Tableau 1 : Dosage de l’Acétylcholinestérase chez D.melanogaster après traitement 
au spinosad : absorbances en fonction du temps. 
 

 
Temps par 

(min) 
 

 
0 

 
4 

 
8 

 
12 

 
16 

 
20 

   
   

   
   

   
   

   
   

 A
bs

or
ba

nc
es

 

   
Témoin 
Parents 

 

 
  0,07 ± 0,02 

 
0,21 ± 0,07 

 

 
0,40 ± 0,10 

 

 
0,55 ± 0,09 

 

 
0,73 ± 0,06 

 

 
0,86 ± 0,06

 

 
Traitée 
Parents  

 

 
  0,09  ± 0,03 

 
  0,28 ± 0,05 
 

 
 0,43 ± 0,06 
 

 
0,58 ± 0,11 
 

 
 0,71 ± 0,09 
 

 
0,85 ± 0,10

 
Témoin 

Génération 
1 

 
  0,07 ± 0,02 
 

 
  0,25 ± 0,02 

 
 0,44 ± 0,04 
 

 
0,59 ± 0,03 
 

 
 0,77 ± 0,03 
 

 
0,93 ± 0,04
 

 
Traitée 

Génération    
1 
 

 
0,10 ± 0,06 

 

 
0,13 ± 0,02 

 

 
0,20 ± 0,05 

 

 
0,27 ± 0,05 

 

 
0,33 ± 0,05 

 

 
0,42 ± 0,04
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Figure 1. Dosage de l’Acétylcholinestérase chez D.melanogaster après traitement au 
spinosad : absorbances en fonction du temps (R2 coefficient de détermination). 
 
 
           L’activité spécifique de l’AChE (Tableau 2 ; Fig10), enregistrée chez la 

génération parents, entre la série témoin et traitée, montre une diminution significative 

après comparaison des  moyennes (p=0.022). Une différence très significative a été 

aussi révélée au cours de la première génération entre les séries témoins et traitées 

(p=0.001). La comparaison entre la génération parents et la génération 1 indique 

également une diminution très significative (p=0.010). 

           L’analyse de la variance à un critère de classification confirme ces résultats 

(Tableau 2). Un effet traitement très significatif a été observé sur l’activité de l’AChE 

entre les différentes séries (p=0.004).  

           Le traitement au spinosad entraine une neurotoxicité  au stade adulte de 

D.melanogaster,  au cours des deux générations. Par ailleurs, la neurotoxicité semble 

très importante chez les adultes de la génération 1 montrant un effet différé du 

spinosad.   
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Tableau 2 : Effets in vivo du spinosad testé par application topique (CI 50 : 
288.50ppm) sur l’activité spécifique de AChE (µMol/min/mg de protéines) le jour de 
l’exuviation adulte de D.melanogaster (m ± s.e ; n = 4-6). 
 

 

Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes au seuil de p>0.05 

 

 

 

 
Figure 2. Effets in vivo du spinosad testé par application topique (CI 50 : 288.50ppm) 
sur l’activité spécifique de AChE (µMol/min/mg de protéines) le jour de l’exuviation 
adulte de D.melanogaster (m ± s.e ; n = 4-6). 

 
 Comparaison entre séries témoins et traitées : 
(*)Différences significatives 
(**)Différences très  significatives 
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4. Discussion  

4.1. Effets du spinosad sur l’activité spécifique de l’AChE  

           L’AChE est une enzyme clé du système nerveux central des insectes ; cet enzyme de 

neurotoxicité découverte par Naschmanshn (1938), joue un rôle crucial dans la 

neurotransmission cholinergique par l’hydrolyse rapide du médiateur chimique, 

l’acétylcholine (Guèdes et al., 1997 ; Jensen, 1998 ; Rebeiro et al., 1999 ; Charpentier et al., 

2000 ; Ischaaya, 2001). L’hydrolyse de l’acétylcholine par l’AChE permet la fermeture des 

canaux associés aux récepteurs du neurotransmetteur ; si l’action de cette enzyme est bloquée, 

la membrane post synaptique reste continuellement excitée ce qui conduit à l’accumulation 

dans la région synaptique provoquant une hyperexcitation causant la mort de l’insecte 

(Haubruge et Amichot, 1998).  

           Cette enzyme est un site cible des divers insecticides à action neurotoxique, 

essentiellement les organophosphorés (Toutant, 1989 ; Fournier et Mutero, 1994 ; Ecobichon, 

1996 ; Tomita et al., 2000 ; Seigfried et Scharf, 1991 ; Maiza et al., 2004 ; Morakchi et al., 

2005).  

           Nos résultats montrent que, le spinosad affecte l’activité spécifique de l’AChE chez 

l’adulte de D.melanogaster après traitement au stade larvaire. L’altération des sites cibles de 

l’acétylcholinestérase est citée chez B. germanica, après traitement par l’acide borique, 

insecticide inorganique (Sifi, 2002; Gore et Schal, 2004; Habes et al., 2006), l’acétamipride 

un néonicotinoide (Morakchi et al., 2005), ou encore des carbamates comme le benfuracarbe 

(Maiza, 2004) ou le bendiocarbe (Valles, 1998). L’inhibition de l’AChE par les carbamates a 

été également observée chez d’autres espèces notamment chez Carassius auratus (Bretaud et 

al., 2000) traitées avec le carbofuron ou encore chez Nasanovia ribinsnigri (Rufingier et al., 

1999) traitées avec le propoxure. La neurotoxicité des organophosphorés a été également 

notée chez Schizahis graminum (Zhou et al., 2000) et Ambelema plicata (Wendi et al., 2003) 

traitées par le chloripyrifos-éthyl mais aussi chez Eisenia foetida (Rao et Kavita, 2004) 

traitées avec l’azodrine; le fenithion et l’éthion entraînent de la même manière l’inhibition de 

l’AChE chez Bombyx mori (Nath et Kumar, 1999). Ce même effet a été également rapportée 

chez de nombreuses autres espèces d’Arthropodes telles que les Crustacés comme Penaeus 

stylirostis, traitée au fenithion (Lingnot et al., 1998), Porcellio dilatatus soumis à l’action du 
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parathion (Ribeiro et al., 1999) et le Copépode Tigriopus brevicornis traité au carbofuron et 

malathion (Forget et al., 1999).          

          Les herbicides, le thiobencarbe et le glyphosphate entrainent égalemen l’hinibition de 

l’AChE chez Anguilla anguilla (Fernandez-Vega et al., 2002) et Leparinus obtasideus 

(Glusezak et al., 2006) respectivement. 

          Des effets similaires sont aussi rapportés  chez d’autres espèces d’invertébrés comme 

chez les Mollusques Gastéropodes Lymnaea stragnalis et L. accuminata (Varanka, 1968; 

Singh et Agarwal, 1983) et chez les Nématodes (Edwards et Fisher, 1991). Les vertébrés 

comme les poissons présentent aussi des effets neurotoxiques après action de carbamates 

(carbofuron) tels que chez Clariassius autratus (Bretaud et al., 2000) ou encore un 

organophosphoré l’endosulfon tels que chez Leponus macrochiris (Dutta et Arends, 2003).  

           Récemment des travaux ont montré que la réduction de l’activité de l’AChE n’est pas 

due exclusivement aux organophosphorés et aux carbamates, et que d’autre classes de 

contaminants tels que les détergents et les métaux et les pyrithrinoides sont également 

impliqués dans la réductions de l’AChE (Diamantino et al., 2003 ; Frasco et al., 2005 ; 

Guilhermino et al., 1998 ; Payne et al., 1996 ; Reddy et al., 19991). 

            Reddy et al., (1991) ont montré une baisse de 29% de l’activité de l’AChE dans le 

tissu de cerveau des poissons juvéniles et une diminution de 20% chez la carpe (Szegletes et 

al., 1995). Rao et Rao (1995) ont également montré une inhibition de l’AChE in vitro par la 

perméthrine et cyperméthrine. Bendahou et al., (1999) ont montré que la cypermétrhrine et le 

fenitrothion inhibent l’activité de l’ACE à des doses sub-létales. Badiou et al., (2008) 

montrent également et confirment l’inhibition de la l’AChE par la deltaméthrine 

(pyréthrionoides) et pirimicarbe (carbamate). 

   

            En conclusion, l’utilisation du spinosad affecte l’activité de l’AChE . 
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5. Conclusion et perspectives  

  Le traitement au spinosad, entraine une modification des activités spécifiques de l'AChE 

chez les adultes de D.melanogaster ; en effet il existe un effet significatif de la  molécule sur 

le biomarqueur.   

        Le spinosad présente des effets sur la neurotoxicité non seulement chez la génération 

parent mais aussi chez la première génération. 

 

        A l’avenir, il serait intéressant d’évaluer chez la D.melanogaster l’effet de cette 

molécule sur : 

 

 D’autres stades de développement. 

 D’autres doses sublétales. 

 D’autres enzymes de détoxification (mono-oxygénés, estérases et réductases). 

 Marqueurs du stress oxydatif (catalase). 

 Vitellogénines et vitellines. 
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6. Résumé  

Les effets d’un biopesticide, lespinosad, ont été évalués sur les adultes de 

D.melanogasterle jour de l’exuviation sur lebiomarqueursl’AChE. Le traitement a été réalisé 

par application topique à la CI50 sur les larves de dernier stade.  

Le dosage de l’AChE, réalisé selon la méthode d’Ellman et al. (1964) révèle que le 

spinosad a une action neurotoxique ; en effet, l’activité spécifique de l’AChE est 

significativement inhibée aussi bien chez les adultes de la génération parent que ceux de la  

première génération deD.melanogaster. Une inhibition de l’AChE est également observée 

entre les deux générations avec un effet plus différé que de la molécule. 

 

Mots clés:biopesticides, spinosad,  
D.melanogaster,biomarqueur,Acétylcholinestérase 
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Summary 

 

 The effects of a biopesticide, the spinosad , were estimated on the adults of D.Melanogaster 

the day of the exuviation on the biomarker ; the ACHE the treatment was realised by topical 

application in the CI50 on the larves of last stage.  

The dosage of Ache , realised according to the method of Ellman and Al , reveals that the 

spinosad has a neurotoxic action ; indeed, the specific activity of Ache is significantly inhibited as 

well at the adult's of the parent generation while those of the first generation of D.Melanogaster. An 

ACHE inhibition is also observed between both generations with an effect more deferred that of the 

molecule.  
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  ملخص

و ذلك D.melanogasterعلى الأفرادالبالغين من النوعspinosadتمتقييمالآثارالمترتبةعلى المبيداتالحيوية

على الطور النهائي CI50أجريت بالتطبيقالموضعيللبتأثيرها على العلاماتالبيولوجيةأستيلكولينسترازو المعالجة التي 

  .لليرقات

تأثير عصبي،  spinosadآشفت أن ل Ellman et al. (1964)جرعة الأستيلكولينستراز المحققة حسب طريقة 

حيث أنه يثبط نشاط  الأستيلكولينستراز عند الأفراد البالغين لجيل الآباء بشكل أآبر من أفراد الجيل الأول من النوع 

D.melanogaster.  

  .spinosadآما لوحظ أيضا تثبيط الاستيلكولينستراز بين الجيلين مع وجود تأثير متأخر ل
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. Résumé  

Les effets d’un biopesticide, le spinosad, ont été évalués sur les adultes de D.melanogaster le jour de 

l’exuviation sur le biomarqueur  l’AChE . Le traitement a été réalisé par application topique à la CI50 sur les larves 

de dernier stade.  

Le dosage de l’AChE, réalisé selon la méthode d’Ellman et al. (1964) révèle que le spinosad a une 

action neurotoxique ; en effet, l’activité spécifique de l’AChE est significativement inhibée aussi bien chez 

les adultes de la génération parent que ceux de la  première génération de D.melanogaster. Une inhibition 

de l’AChE est également observée entre les deux générations avec un effet plus différé que de la molécule.  
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