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INTRODUCTION 
 

 Les insectes jouent un rôle considérable dans l’équilibre biologique de la nature et 

l’homme les qualifie d’espèces utiles ou nuisibles. En Agriculture et en absence de 

produits phytosanitaires, les pertes de récoltes causées par des organismes nuisibles 

(invertébrés, pathogènes, parasites, champignons) représentent l’équivalent de 

nourriture pour 1 milliard de personnes (Birch et al.,2011). Les ravageurs sont 

responsables de la majorité des pertes occasionnées (Kulkarni et al.,2009; Abhilash & 

Singh, 2009 ; Dimetry, 2015) mais les arthropodes et, principalement, les insectes sont 

considérés comme étant les plus importants (McKay et al., 2013 ;White et al., 2014; 

Govindarajan & Rajeswary, 2015). Parmi cette classe d’invertébrés, se trouvent 

également de nombreux vecteurs d’agents pathogènes à l’origine de diverses maladies 

chez l’animal dont l’Homme (El Joubari et al. ,2015; Tia et al 2016). Par conséquent, 

la gestion de ces nuisances est primordiale, non seulement, pour la protection de la 

santé humaine mais aussi pour satisfaire les besoins alimentaires d’une population 

mondiale sans cesse grandissante. Des moyens importants sont déployés à l’échelle 

mondiale mais la lutte chimique reste, encore, le moyen le plus largement adopté pour 

contenir les différents fléaux à un seuil raisonnable (Casida & Durkin, 2013; Noureen 

et al.,2016). L’utilisation des pesticides synthétiques a connu un développement 

important et différents éléments ont favorisé cet essor: l’accroissement démographique 

de la population humaine, l’affaiblissement des terres cultivées, l’apparition du 

machinisme agricole ainsi que les progrès importants dans le domaine de la chimie 

organique de synthèse. 

 L’emploi de ces pesticides conventionnels a engendré, non seulement, des effets 

dramatiques sur la biodiversité et les écosystèmes mais aussi une importante pollution de 

l’environnement (Gupta & Milatovic, 2014) ainsi, l’Homme souffre de diverses affections 
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et maladies (respiratoires, immunitaires, cancers…etc) suite à des désordres dans le 

développement des organes et/ou dans la physiologie de diverses fonctions de l’organisme 

(Nicopoulo-Stamati et al., 2016). 

                  L’utilisation des organochlorés a été fortement réduite dans certaines parties du 

monde dès 1970 et plusieurs de ces composés ont été retirés du marché des 

pesticidescomme le DDTinterdit en 1972(Hellou et al., 2013). Cependant, beaucoup de 

molécules synthétiques sont encore maintenues (Cantrell et al., 2012; Casida & Durkin, 

2013) du fait de leur grande efficacité dans la gestion des organismes visés (Bruce, 2010). 

                 Des molécules synthétiques à moindre impact environnemental, alternative aux 

pesticides conventionnels, ont pu être développées puis commercialisées par des firmes 

phytosanitaires. Cesmoléculessont représentées par les perturbateurs de développement des 

insectes (insects growth distruptors ou IGDs) anciennement connus sous le nom de 

régulateurs de croissance (Dhadialla et al.,2005, 2010; Pener&Dadhialla, 2012). Parmi ces 

composés se trouvent les agonistes et antagonistes de l’hormone juvénile ou HJ mais aussi 

les inhibiteurs de la synthèse de la chitine composé majeur de la cuticule (Dhadialla et al., 

2005, 2010; Pener&Dadhialla, 2012). Ces composés présentent l’avantage, 

comparativement à d’autres pesticides d’être faiblement voire moins toxiques pour les 

mammifères, les oiseaux, les poissons ainsi que pour un certain nombre d’insectes 

auxiliaires.  

    Parallèlement à ces développements, un regain d’intérêt pour l’utilisation de composés 

naturels a réapparu. Actuellement, ils sont classés en trois grandes catégories selon leur 

origine (microbienne, végétale ou animale) et présentent de nombreux avantages 

(Deraveket al., 2014).Ils peuvent être aussi bien utilisés en agriculture conventionnelle 

qu’en agriculture biologique, certains permettent aux plantes de résister à des stress 

abiotiqueset d’une manière générale, ils sont beaucoup moins nocifs que leurs homologues 
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chimiques. Les biopesticides sont l’objet d’un intérêt croissant de la part des exploitants, 

notamment dans le cadre de stratégies de lutte intégrée (Deravelet al., 2014). Leur 

apparition sur le marché de pesticides s’est faite grâce à l’essor de la biotechnologie et à la 

mise en place du processus du développement durable (Sporleder&Lacey, 2013). 

      Parmi ces molécules, à risque environnemental réduit du fait de leur biodégradation 

rapide, se trouvent deux molécules fortement recommandées dans la lutte intégrée: 

l’Azadirachtine et le Spinosad (Shelton et al., 2004). L’Azadirachtine, substance naturelle 

dérivée du Neem ou Azadirachta indica Juss(Miliaceae) agit comme un antagoniste de 

l’hormone juvénile et des ecdystéroïdes et perturbe donc tous les processus physiologiques 

(développement et reproduction) où ces deux hormones interviennent (Mordue et al., 2005, 

2010; Boulahbel et al., 2015; Bendjazia et al., 2016).  

     Le Spinosad, lactone macrocyclique, provient de la fermentation d’une bactérie 

Actinomycète Saccharopolyspora spinosa (Mertz & Yao, 1990); il est composé de deux 

métabolites biologiquement actifs les spinosynes A et D. Ce pesticide, neurotoxique, 

présente un mode d’action unique, car il agit à la fois sur les nAChRs (Salgado, 1997; 

Kirst, 2010 ; Rinkevich & Scott, 2012) .et sur les récepteurs gabaergiques ou GABARs 

(Salgado & Sparks, 2005; Osorio et al., 2008). Le Spinosad se lie aux nAChRs mais à des 

sites distincts sur le récepteur par rapport aux néonicotinoide (Blacquière et al., 2012 ; 

Rinkevich et Scott, 2012; Somers et al., 2017).Ce pesticide agit par contact ou ingestion et 

est très efficace contre de nombreux insectes nuisibles particulièrement, les Lépidoptères 

(Sheikh, 2015; Bhatta et al., 2016 , Reddy & Antwi, 2016), les Diptères (Su et al., 2014; 

Andreazza et al .,2016; Nozad-Bonab et al., 2017) ou encore les Thysanoptères (Vanisree 

et al., 2017). Le Spinosad présente, comparativement aux insecticides synthétiques 

classiques, une faible toxicité pour l’Homme, les Mammifères et les invertébrés aquatiques 

(Liu et al., 2000; Sarfraz et al., 2005; Kirst, 2010 ; Biondi et al., 2012; Cabrera-Marin et 
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al., 2016). Par ailleurs, la biodégradation rapide du Spinosad (Huan et al., 2015;Dasenaki 

et al., 2016;Adak & Mukherjee, 2016) contribue à la préservation de l’environnement 

(Sarfraz et al., 2005; Dua, 2009). Le Spinosad a été homologué pour être utilisé sur plus de 

100 cultures et sa relative compatibilité avec de nombreux ennemis naturels (Legwaila et 

al., 2013; Cabrera-Marin, 2016; Pereira et al., 2016; Ramos et al., 2017; De Araujo, 2017) 

permet son l’utilisation dans un programme de gestion des espèces nuisibles. Le Spinosad 

est, en outre, recommandé pour lutter contre les vecteurs d’agents pathogènes comme 

Aedes aegypti.  

 En Algérie, le Spinosad est utilisée depuis 2010 dans la lutte contre le ravageur des 

tomates T. absoluta. Cependant, si une lutte raisonnée n’est pas adoptée, cet insecticide à 

risque réduit pour l’Homme et l’environnement peut devenir inefficace suite à l’apparition 

d’une résistance chez l’insecte cible. Par conséquent, la question qui se pose est de savoir 

comment utiliser le Spinosad dans le cadre d’une lutte intégrée .Ainsi, il s’avère nécessaire 

de mieux comprendre l’induction ou la mise en place de ce processus afin de prévoir une 

stratégie de rotation du Spinosad permettant de retarder ou de réduire, chez l’insecte, 

l’expression de la résistance. Dans cette optique, il convient donc, tout d’abord, d’établir la 

possible rémanence du Spinosad en mettant en évidence les effets différés du Spinosad qui 

restent encore méconnus.  

     Les effets différés du Spinosad seront précisés chez D. melanogaster, modèle 

biologique de référence dans les études de toxicologie. Le choix de D. melanogaster peut 

aussi se justifier par le fait que ce modèle correspond à une espèce non visée; en outre, des 

travaux récents montrent que le Spinosad pourrait être une alternative à la gestion de 

Drosophila suzukii Matsumara, 1931 (Andreazza et al., 2016) espèce invasive, originaire 

d’Asie. Cette espèce cause des pertes estimées à des millions de dollars dans les zones 

envahies qui sont l’Europe, l’Amérique du Sud, les États-Unis et le Canada (Asplen et al., 
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2015). Les plantes attaquées sont très variées et incluent les fruits à noyaux (cerise, abricot, 

pêche …etc), les petits fruits rouges (fraise, framboise…etc), mais aussi la figue, la tomate 

et le raisin (Orhan et al., 2016; Leach et al., 2016). 

       La recherche de la rémanence du Spinosad chez D.melanogaster implique la mise en 

évidence des effets différés du pesticide sur les stades qui suivent le traitement mais aussi 

sur les générations suivantes. Aussi, l’objectif de ce travail est d’évaluer, après traitement 

des larves de dernier stade de D.melanogaster, les effets différés du Spinosad sur l’activité 

enzymatique de la catalase(CAT) de par leur rôle du stress oxydatif (Chakrabarti et al ., 

2015)à différents stades de développement (larves, pupes et adultes) et ce, au cours de 

deux générations successives: la génération parent (G0) et la première génération (G1).  
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MATERIEL ET METHODES 

1. Matériel biologique 

1.1. Présentation du matériel biologique 

Drosophila melanogaster (Meigen, 1830) est un insecte Diptère Brachycère, hygrophile 

et lucicole, appartenant à la famille des Drosophilidae. D. melanogaster est une petite 

mouche jaune brunâtre mesurant environ 3 ou 4 mm de long, ailes incluses 

(Fig.1).L'abdomen, plutôt court, est rayé de bandes sombres et un dimorphisme sexuel 

(Parvathi et al., 2009) permet de différencier les mâles et les femelles. L’extrémité 

abdominale est foncée et arrondie chez le mâle mais plus claire et pointue chez la femelle 

(Fig. 1 A, 1 B). 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.Drosophila melanogaster: A:femelle; B:mâle 

Photo C:www.snv.jussieu.fr/bmedia/ATP/images/drospatf. 

   1,3 mm 1,5 mm 

A B 
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        1.2. Position systématique : (Meigen 1830)  

Règne : Animalia  

 Embranchement : Arthropoda 

 Sous embranchement : Hexapoda  

Classe : Insecta 

 Sous-classe : Pterygota  

Ordre : Diptera  

Sous-ordre : Brachycera  

Famille : Drosophilidae  

Sous-famille : Drosophilinae  

Genre : Drosophila 

 Espèce : Drosophila melanogaster 

 

1.3. Cycle de vie de D. melanogaster 

D. melanogaster se reproduit très rapidement et sans interruption. Au laboratoire, à 

une température de 25 °C, une nouvelle génération est obtenue tous les 12 jours; ceci 

correspond en moyenne à 25 générations par an (Griffiths et al., 2002; Tavernier 

&Lizeaux, 2002). Le cycle de vie comprend 4 stades (Fig. 2). 

         Stade œufs: la femelle pond de 200 à 300 œufs (Goudey-Perrière & Perrière,  
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1974), allongés et blanchâtres (25 à 35 par jour), présentant une forme semblable à un 

ballon de rugby (0,5 mm de long environ). Les œufs sont déposés sur des fruits ou autres 

matières humides en fermentation (Tavernier & Lizeaux, 2002). 

Stade larvaire : une trentaine d’heures après la ponte, les œufs donnent naissance à 

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

en creusant des galeries. Le stade larvaire dure 4 jours environ et comprend 3 stades: L1 

(24h) L2 (24h) et L3 (48h). A la fin de ce dernier stade, l’empupement débute; en effet, les 

larves cessent de s’alimenter et sortent du milieu nutritif. L’animal voit sa taille se réduire 

par le jeu de la contraction des muscles longitudinaux et de la cuticule elle-même 

conduisant à un raccourcissement de la plupart des segments prothoraciques et à 

l'invagination de la tête (Fraenkel & Bhaskaran, 1973). Dans le même temps, le diamètre 

de l'animal augmente. Parallèlement à cela, l'animal secrète la glue (sorte de colle) 

synthétisée par les glandes salivaires qui va lui permettre de se fixer solidement au milieu. 

La cuticule de l'animal se durcit pour former le puparium en forme de tonneau à la surface 

lisse qui va passer d'une couleur blanche à une coloration brunâtre (Zdarek&Fraenkel, 

1972). La drosophile se trouve alors dans le stade prépupal et va subir de très importantes 

modifications morphologiques. 

Stade pupal: Le stade pupal ou stade pupe phanérocéphalique débute environ 12 

heures après l'empupement et après éversion de la tête (le sac imaginal de la tête est éverté 

tandis que les pièces buccales de la larve sont expulsées).A ce moment, les pattes mais 

aussi les ailes vont terminer leur complète extension. La période pupale dure 3 jours et 

demi environ et à son terme, toutes les structures larvaires sont détruites et les structures 

adultes élaborées (Quinn et al., 2012). 
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Stade adulte : l’adulte apparait avec un corps non encore pigmenté mais au bout de 

6 à 8 heures la pigmentation est achevée et les ailes sont gonflées. Les adultes sont alors 

sexuellement matures. Les femelles sont fécondables et s’accouplent environ 12 heures 

après l’émergence (Bouharmontet al., 2007). Elles stockent le sperme des mâles auxquels 

elles se sont accouplées pour pouvoir l’utiliser ultérieurement et commencent à pondre dès 

24 heures après l’émergence (Tavernier & Lizeaux, 2002). 

 

Figure 2.Le cycle de vie de D. melanogaster à 25°C (Jouandin, 2013). 

 

 

0,57mm 
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1.4 Elevage au laboratoire 

L’élevage de drosophiles s’effectue, en laboratoire, depuis le début du 

vingtième siècle, suite aux travaux pionniers de Sturtevant (1913) qui a établi la première 

cartographie génétique. L’élevage de D. melanogaster (souche Canton S*) est réalisé, en 

laboratoire (Fig.3), à une température de 25°C, une hygrométrie de 70% et une scotophase 

de 12 h.  

       Le milieu nutritif artificiel gélosé sur lequel est élevée la drosophile est à base de 

farine de maïs et de levure de bière. Il est composé essentiellement de 33,3 g semoule de 

maïs, 33,3 g de levure de bière, 4,8 g d’agar-agar, et 20 ml d’antifongique (methyl-

hydroxy-4-benzoate à 10%). Les drosophiles sont élevées dans des flacons en plastique qui 

sont fermés à leur extrémité par un tampon de mousse. 

                                

 

                       Figure 3.Elevage de D. melanogaster au laboratoire. 
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2. Présentation de l’insecticide 

Le Spinosad découvert dans la nature, est issu de la fermentation d’une bactérie,  

Saccharopolyspora spinosa.  

       Le Spinosad est composé de deux Spinosynes (Fig.4), la Spinosyne A (C41 H65 NO10) 

avec un poids moléculaire de 731,98g/mol) et la Spinosyne D (C42 H67 NO10avec un poids 

moléculaire de 746,0 g/mol).  

       La formulation utilisée est Success 480 SC qui est commercialisée par 

DowAgroSciences, Indianapolis, USA (SC: suspension concentrée à 480g/l « Tracer »). 

D’autres formulations ont été développées, commercialisées et évaluées. 

 

 

 

        3.  Traitement des insectes  

 

      Le Spinosad a été testé, in vivo, à une concentration de 288,50 ppm préalablement 

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

Figure 4. Structure chimique du Spinosad (Ishaaya& Horowitz, 1998) 

R 
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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 reçoivent uniquement le solvant qui est l’acétone (1 µl).  

    L’échantillonnage a été réalisé sur les individus ayant survécu au traitement des larves et 

a été menée sur deux générations successives: la génération parent (G0) et sa descendance 

génération 1 (ou G1) à différents stades de développement. 

  4. Dosage de la catalase (CAT) 

Le dosage de la catalase (CAT), réalisé selon la méthode de Claiborne (1985), a permis 

l’évaluation de l’activité spécifique de cette enzyme. Cette méthode est basée sur la mesure 

spectrophotométrique de la réduction de l’eau oxygénée (H2O2) en une molécule 

d’oxygène (O2) et deux molécules d’eau (H2O) en présence de la CAT à une longueur 

d’onde UV de 240 nm. Les séries témoins sont traitées de D.melanogaster, échantillonnées 

à différents âges pour tous les stades de développement, sont homogénéisés dans 1ml de 

tampon phosphate
1
 (0,1 M, pH7, 4) à l’aide d’un broyeur à ultrasons. L’homogénat, ainsi 

obtenu, est centrifugé (15,000tours /min, pendant 10 min) puis le surnageant récupéré 

servira au dosage de la catalase. Le dosage s’effectue, à température ambiante, sur une 

fraction aliquote de 50 μl de surnageant à laquelle on ajoute 750 μl de tampon phosphate 

(100 mM, pH 7,4) et 200 μl H2O2 (500 mM) préparé extemporanément [1,42 ml eau 

oxygénée à 30 volumes, 25 ml tampon phosphate (100 mM pH 7,4)]. Après agitation, la 

lecture est effectuée au spectrophotomètre (dans une cuve en quartz).La lecture des 

absorbances est effectuée après 15 secondes toutes les 5 secondes pendant 30 secondes à 

une longueur d’onde UV de 240 nm contre un blanc réalisé avec 800 μl de tampon 

phosphate (100 mM, pH 7,4) et 200 μl de H2O2. L’activité décroit rapidement, il est donc 
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important de mettre toujours le même temps entre le pipetage du surnageant et le moment 

où la cuve est placée dans le spectrophotomètre.  

L’activité spécifique de la CAT est déterminée d’après la formule suivante: 

 

 

Dans nos résultats, l’activité spécifique est exprimée en µMol/min/mg de protéines.

  

L max: Densité optique maximale enregistrée 

L min: Densité optique minimale enregistrée 

0.040 cm
-1

. mMole
-1 

: coefficient d’extinction moléculaire de l’eau oxygénée (à 240 nm). 

Mg de protéines: La quantité de protéines totales préalablement déterminée, par un dosage 

selon la technique de Bradford (1976) explicitée plus haut. 

1- 16,11 g Na2 HPO4 (a)           diluent dans 500ml d’eau distillée.1, 38 g NaHPO4 (b)           dilue dans 500ml d’eau distillée. 

Mélanger 404 ml de la solution a avec 95,5 ml de la solution b 

 

 5. Analyse statistique 
 

 Tous les résultats sont représentés par les moyennes (m) suivies de l’écart type (s.d) du 

nombre de répétitions (n). La condition de normalité et l’homogénéité des variances ont été 

vérifiées par les tests respectifs de Shapiro Wilk et de Bartlett. Les données de toxicité ont 

été analysées en utilisant la régression non linéaire et l'activité insecticide du traitement a 

été évaluée sur la base des concentrations dose-réponse. La qualité de l'ajustement du 

modèle de courbe a été évaluée sur la base des valeurs de R
2
. Les résultats obtenus ont été 

soumis à une analyse de variance suivie d'un test HSD de Tukey (Honest Significative 

/mg protéines  CAT (mMoles/min/mg protéines) =Lmax – Lmin/ mg protéines 

      0.04 
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Différence) pour le classement des doses Pour tous les paramètres testés, les différences 

significatives entre les séries, pour chaque âge et chaque stade de la même génération ont 

été déterminées en utilisant le test "t"de Student. Des différences significatives entre les 

générations ont été vérifiées par l'analyse de variance à 2 critères de classification 

(ANOVA). Toutes les analyses statistiques ont été effectuées en utilisant Graph Pad Prism 

la version 6.01 pour le logiciel Windows (Graph Pad Software Inc., www.graphpad.com). 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

http://www.graphpad.com/
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Résultats  

 

1- Effets du Spinosad sur l’activité spécifique  de la CAT 

 Le Spinosad administré in vivo, par application topique, (DI50: 288, 50ng) sur les larves 

du dernier stade de D.melanogaster a été évalué sur l’activité spécifique de la CAT au 

cours des différents stades de développement chez les deux générations successives. Les 

résultats sont exprimés en micromoles par minutes et par milligramme de protéines 

(μM/min/mg de protéines). 

 

2- Effets sur l’activité spécifique de la CAT chez la G0 et la G1 

2-1- Effets chez les pupes de la G0 

    Chez D.melanogaster, la catalase présente une activité spécifique qui augmente 

significativement chez les pupes traitées au Spinosad comparativement aux témoins 

(Tab.1.). Le Spinosad induit une augmentation de cette enzyme du stress oxydatif, chez les 

pupes, le jour de l’exuviation (jour 0: t6=3,3; p = 0,039) mais aussi au jour 3 du stade pupal 

(t6= 24,50; p < 0,001). Entre les âges, il est observé également une différence très 

significative chez la série témoin (p = 0,001) et chez la série traitée (p = 0,003). 

Tableau01. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50:288,50 ng) 

chez les larves du dernier stade de D.melanogaster (G0) et évalués sur l’activité spécifique 

de la CAT (μM/min/mg de protéines) au cours du stade pupal (0 et 3jours) de la G0 (m ± 

sd; n= 4 à 6) 
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● Les lettres en majuscules comparent les moyennes d’une même série entre les différents âges; les lettres 

minuscules comparent les valeurs d’un même âgeentre les différentes séries (p<5 %). 

 

  2-2  Effets chez les adultes de la G0 

 Les résultats obtenus, chez les adultes de D.melanogaster, indiquent une augmentation 

très significative de l’activité spécifique de la CAT entre les séries témoins et celles traitées 

au Spinosad (Tab.02). Ce résultat est observé le jour de l’émergence des adultes (t6 =4,90; 

p = 0,008) mais aussi au jour 7 (t6 = 7,83; p = 0,001). Par ailleurs, entre les deux âges 

évalués, les valeurs de l’activité spécifique de la CAT ne présentent aucune différence 

significative aussi bien chez les séries témoins (p = 0,509) que chez les séries traitées (p = 

0,398). 

 

 

Tableau 02. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50: 288,50 ng)  

chez les larves du dernier stade de D.melanogaster (G0) et évalués surl’activité spécifique 

de la CAT (μM/min/mg de protéines) au cours du stade adulte (0 et 7 jours) de la G0 (m ± 

sd; n= 4 à 6). 

 

 

 

 

Pupes (jours) 
Génération 0 

Témoins Traités 

0 

 

0,45 ± 0,02a 

A 

 

0,78 ± 0,17b 

A 

3 

 

0,73 ±  0,01a 

B 

 

1,57 ± 0,06b 

B 
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● Les lettres en majuscules comparent les moyennes d’une même série entre les différents âges ; les lettres 

minuscules comparent les valeurs d’un même âge entre les différentes séries (p<5 %). 

 

2-3 Effets chez les larves de la G1 : 

  Le Spinosad, appliqué chez les larves du dernier stade de D.melanogaster de la 

génération parent, entraine une augmentation significative (t6 =3,87; p = 0,031) de l’activité 

spécifique de la CAT chez les larves de la génération suivante(Tab.03). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Adultes (jours) 
Génération 0 

Témoins Traités 

0 

 

0,88 ± 0,02 a 

A 

 

1,32 ± 0,08 b 

A 

7 

 

0,91 ± 0,03 a 

A 

 

1,24 ± 0,01b 

A 

Larves (stade) Génération 1 

L3 
Témoins Traités 

0,58 ± 0,02 a 0,88 ± 0,07 b 

Tableau 03. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50: 288,50 ng) 

chez les larves du dernier stade de D. melanogaster (G0) et évalués sur l’activité spécifique 

de la CAT (μM/min/mg de protéines) au cours du stade larvaire (L3) de la G1 (m ± sd; n= 4 

à 6). 
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2-4-Effets chez les pupes de la G1 

  Les résultats obtenus révèlent un stress oxydatif chez les pupes de la G1 

(Tab.04), démontré par l’évaluation de l’activité spécifique de la CAT, qui augmente de 

manière significative chez les individus traités au Spinosad comparativement à ceux de la 

série témoin. Les valeurs de l’activité spécifique de la CAT, sont significativement plus 

importantes chez les pupes nouvellement exuvies (t6 = 7,01; p = 0,006) et chez celles âgées 

de 3 jours (t6 =4,83; p = 0,008). L’analyse statistique, effectuée entre les âges d’un même 

stade, révèle une différence significative chez les séries témoins (p <0,001) mais aucune 

différence chez les traitées (p=0,339). 

 

 

 

 

● Les lettres en majuscules comparent les moyennes d’une même série entre les différents âges; les 

lettres minuscules comparent les valeurs d’un même âge entre les différentes séries (p<5 %). 

 

 

 

 

 

Pupes (jours) 
Génération 1 

Témoins Traités 

0 

 

0,43 ± 0,01a 

A 

 

1,10 ± 0,02b 

A 

3 

 

0,72 ± 0,01a 

B 

 

1,45 ± 0,15b 

A 

Tableau 04. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50: 288,50 

ng) chez les larves du dernier stade de D. melanogaster (G0) et évalués sur l’activité 

spécifique de la CAT (μM/min/mg de protéines) au cours du stade pupal (0 et 3 jours) de la 

G1 (m ± sd; n= 4 à 6). 
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2-5-Effets chez les adultes de la G1  

  LeTableau05 présente les valeurs de l’activité spécifique de la CAT chez les 

adultes de la G1. Les résultats montrent, entre les séries témoins et celles traitées, des 

valeurs comparables le jour de l’émergence (t6 = 2,46; p = 0,090) et le jour 7suivant (t6 = 

1,09; p = 0,354). Le stress oxydatif, précisé dans à la génération parent mais aussi dans 

stades précédents (larves et pupes), n’est plus noté chez les adultes de la G1. La 

comparaison entre les âges ne révèle aucune différence significative entre 0 et 7 jours aussi 

bien chez les séries traitées (p = 0,687) que chez les témoins (p = 0,062). 

 

 

 

 

 

 

 

● Les lettres en majuscules comparent les moyennes d’une même série entre les différents âges; les 

lettres minuscules comparent les valeurs d’un même âge entre les différentes séries (p<5 %). 

 

 

 

 

 

Adultes  (jours) 

 

Génération 1 

Témoins Traités 

0 

 
0,90 ± 0,01a 

A 

 
1,06 ± 0,06a 

A 

7 

 
0,99 ± 0,29 a 

A 

1,11 ± 0,11a 

A 

Tableau 05. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50: 288,50 

ng)  chez les larves du dernier stade de D. melanogaster (G0) et évalués sur l’activité 

spécifique de la CAT (μM/min/mg de protéines) au cours du stade adulte (0 et 7 jours) de 

la G1 (m ± sd; n= 4 à 6). 



Résultats 

 

20 
 

2-6- Effets sur la CAT: comparaison entre les deux générations 

  Chez D.melanogaster, la CAT, enzyme du stress oxydatif, présente une activité 

spécifique qui augmente significativement, chez les séries traitées comparativement aux 

témoins chez les deux générations successives (Fig.05). Le profil de cette enzyme, en 

parfaite corrélation avec celui des GSTs, révèle un stress oxydatif dès l’exuviation des 

pupes de la G0 à la fin du stade pupal de la génération suivante (G1) Ainsi, chez les adultes 

de la G1 aux jours 0 et 7, le stress oxydatif n’est plus observé et les séries traitées au 

Spinosad retrouvent des valeurs comparables aux témoins.. La comparaison des moyennes 

pour un même âge entre les deux générations montre que le stress oxydatif est plus 

important à la G0 comparativement à la G1.L’analyse de la variance à deux critères de 

classification confirme ce résultat (Tab.06). En effet, des différences significatives sont 

notées pour les critères génération (F3, 48 = 54,24, p <0,001), stade (F3, 48 = 21,25;p <0,001) 

mais aussi pour l’interaction génération-stade (F9, 48 = 7,79, p <0,001). 

L’induction de l’activité spécifique de la CAT, notée aussi avec un effet différé, est 

un mécanisme constituant la première étape de défense contre le stress oxydant 

induit par le Spinosad. 

 

 

Tableau 06. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50 : 288,50 

ng) sur les larves du dernier stade de D .melanogaster (G0) et évalués sur l’activité 

spécifique de la CAT (μM/min/mg de protéines) chez les larves (L3) pupes (0 et 3 jours) et 

adultes (0 et 7jours) au cours de deux générations successives G0 et G1 : Analyse de la 

variance à deux critères de classification. 
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*** : hautement significatif (p < 0,001); ddl: degré de liberté; SCE: somme des carrés des 

écarts; CM: carré moyen ; Fobs: F observé; p: niveau de significativité 

 

 

 

 

Source de 

variation 

 

SCE ddl CM Fobs P 

Génération 3,68342 3 1,22 54,24 

p< 

0,0

01*

** 

Stade 1,44428 3 0,48 21,25 

p< 

0,0

01*

** 

Interaction 1,5870 9 0,17 7,79 

p< 

0,0

01*

** 

Erreur 

résiduelle 
1,0865 48 0,02   
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Figure 05. Effets du Spinosad administré in vivo par application topique (DI50: 288,50ng) 

chez les larves du dernier stade de D.melanogaster (G0) et évalués sur l’activité spécifique 

de la CAT (μM/min/mg de protéines) chez les larves (L3) pupes (0 et 3 jours) et adultes (0 

et 7jours) au cours de deux générations successives G0 et G1 (m ± sd; n = 4 à 6). Les 

lettres en minuscules correspondent à l’analyse statistique pour un même âge entre les 

deux générations. 
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Discussion  

Le mécanisme de détoxication des xénobiotiques impliquent plusieurs types d’enzymes 

qui dégradent les insecticides en métabolites moins toxiques (Soderlund, 1997). Le 

processus de détoxication comprend différentes phases et les deux premières sont 

essentielles. La première phase ou phase de fonctionnalisation des xénobiotiques est 

assurée par des enzymes telles que les monooxygénases, hydrolases et réductases. La 

deuxième phase ou phase de conjugaison est réalisée par des enzymes telles que les GSTs 

qui catalysent la conjugaison des molécules fonctionnalisées à des substrats endogènes afin 

de faciliter leur excrétion (Li, 2009; Misra et al., 2011). Les GSTs représentent une famille 

d’enzymes multifonctionnelles, essentiellement cytosoliques impliquées, dans de 

nombreux processus physiologiques parmi lesquels le transport intracellulaire, la 

biosynthèse des hormones, la protection contre le stress oxydatif et la détoxication des 

substances endogènes et de nombreux xénobiotiques (Enayati et al.,2005, Board & Menon, 

2013). Par ailleurs, les GSTs sont considérées comme des modérateurs du stress oxydatif et 

la catalase correspond à un biomarqueur de ce stress (Konus, 2015). La catalase (CAT : EC 

1.11.1.6) est impliquée dans la défense de la cellule contre les effets toxiques du peroxyde 

d’hydrogène en catalysant sa décomposition en oxygène et eau, ce qui limite les effets 

délétères des espèces réactives à l'oxygène (ROS). L’activité de ces enzymes n'est pas 

spécifique à un groupe de contaminants; celle-ci peuvent être induites par une large gamme 

de xenobiotiques (Chakrabarti et al.,2015) comprenant les pesticides naturels comme 

l’Azadirachtine (Boulahbel et al.,2015). 

Les résultats obtenus, chez D.melanogaster, après traitement au Spinosad, mettent en 

évidence une augmentation des activités spécifiques de la CAT, observée dès 24 h après 

traitement au Spinosad et démontrant donc l’installation d’un stress oxydatif. Le Spinosad, 
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provoque une induction de cette enzyme au cours des deux générations successives (G0 et 

G1) à tous les stades comparativement aux témoins; cet effet différé, retrouvé chez les 

larves, pupes et adultes de la génération suivante (G1), est en accord avec les résultats de 

Benchaabane et al., (2016) chez T.absoluta après traitement avec ce même pesticide. Des 

effets similaires sont également observés chez Tribolium castaneum (Awan et al., 2012) et 

A. mellifera (Carvalho et al., 2013). La hausse dans l’activité spécifique de la catalase 

pourrait être expliquée par un mécanisme d'adaptation à la prévention de l'accumulation 

des (ROS) résultant de la présence du Spinosad et à une intensification de la sensibilité 

envers ce pesticide au niveau des membranes cellulaires. L’augmentation de l'activité de la 

catalase dès 24h après traitement est expliquée par le fait que cette enzyme est connue pour 

présenter une réponse claire et rapide de la contamination par les xénobiotiques (Wenning 

et al.,1988). Par ailleurs, le retour à des normes physiologiques chez les adultes à la G1 

peut s’expliquer par la détoxication plus importante qui a lieu à cette même période de 

développement. 

L’augmentation dans les valeurs de la catalase observée entre les âges chez les pupes 

pourrait être liée à toutes les modifications histologiques relatives à la métamorphose. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

      Le Spinosad, testé par application topique, sur les larves de dernier stade de 

D.melanogaster présente une DI50 de 288,50 ng. Chez cette espèce non cible, cette valeur 

plus importante, comparativement à d’autres insectes visés, reste, néanmoins, similaire à 

certains Lépidoptères ravageurs.  

L’évaluation des activités spécifiques de la CAT, les résultats montrent, au cours des deux 

générations, un stress oxydatif mais aussi l’induction d’un mécanisme de détoxication plus 

drastique en G1. Les expérimentations conduites ont donc mis en évidence l’effet indirect 

ou différé du Spinosad sur les stades qui suivent le traitement mais aussi sur la génération 

suivante démontrant ainsi la rémanence du Spinosad. Ce nouvel élément démontrant la 

persistance des effets toxiques chez D.melanogaster doit être pris en considération dans le 

contrôle des insectes ravageurs et ce, dans le cadre d’un programme de lutte intégrée. 

Cependant, avant la mise en place d’un tel programme, il est essentiel de tester les effets du 

Spinosad dans les conditions naturelles afin de mettre en évidence les impacts sur les 

ennemis naturels; en effet, le Spinosad peut être sans effets ou encore modérément nuisible 

à nuisible sur ces espèces non cibles (Biondi et al., 2012; Mahdavi et al., 2015; de Araujo, 

2017; De França et al., 2017).  

       A l’avenir il serait intéressant, après obtention des souches de D. melanogaster 

résistantes au spinosad de comparer par différentes analyses moléculaires (extraction 

d’ADN génomique, et la polymérase chaîne réaction, purification et séquençage des 

amorces) et ce par rapport à des souches sensibles. 
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Résumé  

        Le Spinosad, pesticide naturel, a été utilisé par application topique, sur les larves de 

dernier stade de Drosophila melanogaster puis évalué à différents stades au cours de deux 

générations successives (G0 et G1) afin de mettre en évidence les effets différés éventuels 

de la molécule. 

Dans un premier temps, des tests de toxicité ont été effectués afin de préciser les doses 

d’inhibition (DI), dont la DI50 qui a été retenue pour évaluer les effets du Spinosad sur les 

marqueurs de toxicité (CAT). 

 Le Spinosad, chez D.melanogaster, entraîne une inhibition de la mue nymphale avec une 

relation dose-réponse; Le Spinosad, testé à la DI50, induit l’augmentation du stress oxydatif 

.La hausse de l’activité spécifique de la CAT est notée au cours des deux générations 

successives.  

Ainsi, les résultats obtenus démontrent des effets différés du Spinosad et mettent donc en 

évidence la rémanence de ce pesticide. 

 

 

Mots clés: Drosophila - Spinosad - Toxicité - Stress - Rémanence.
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ABSTRACT 

 Spinosad, a natural pesticide, was used by topical application on the last stage of 

Drosophila melanogaster and was evaluated at different stages during two successive 

generations (G0 and G1).  

 Initially, toxicity tests were carried out to specify inhibition doses (DI), the DI50 was 

chosen to evaluate the effects toxicity markers (CAT) .Spinosad, in D. melanogaster, 

results in inhibition of nymphal moult with a dose-response relationship. 

 The Spinosad, tested at the DI50, induces a mechanism of detoxification which is 

observed in both generations. Therefore, the increase in the CAT thus confirming the 

induction of an oxidative stress. The increase in the specific activity of the CAT assayed is 

noted during the two successive generations. Furthermore, The comparison between the 

two generations seems to show a return to basic values for CAT,  

 Thus, the results obtained show deferred effects of Spinosad and thus show the 

persistence of this pesticide. 

Key Words: Drosophila, Toxicity, Spinosad, Stress, persistence
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 الملخص

 Spinosad ،نذ  انخانج انطور ٍزقاث عهي انًجزىانًوضعٌ  انتطبَق بواسطت ، استخذوطبَعٌ يبَذ

( ين G1و G0جَهَن يتعاقبَن ) يزاحم يختهفت خلال تقًََه عهي وتى D. melanogaster بابت انفواكه

 .نضوء عهي انتأحَزاث انًتأخزة انًًكنت نهجشًءأجم تسهَظ ا

نتقََى آحار  DI50(، وقذ تى اختَار IDتى إجزاء اختباراث انسًَت نتوضَح انجزعاث انًخبطت ) فٌ انبذاٍت،

Spinosad انسًَتيؤشزاث  عهي  (CAT  ) 

نسلاخ انعذراء يع وجود علاقت بَن انجزعت ا  تخبَظD.melanogaster   عنذ Spinosad   ٍسبب

 لاستجابت.وا

 يلاحظ عنذ انجَهَن. سٍادة  انسًوو إسانت آنَت انىتنشَظ ادى (DI 50)بجزعت انًًَت Spinosad  اختبار

(CAT) الإجھاد انتأكسذً. فٌ انواقع، ٍتى تسجَم سٍادة فٌ نشاط إحذاثتؤكذ (CAT)  عنذ انجَهَن

و تسهَظ انضوء عهي  Spinosadحار انًتأخزة ل،اننتائج انًتحصم عهَھا تبَن الأو هكذا .انًتعاقبَن.

 .إستًزار هذا انًبَذ

 

 

 راستًزا.-الإجھاد -انسًَت- Drosophila -Spinosad- :يفتاحَت كهًاث
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Résumé  

Le Spinosad, pesticide naturel, a été utilisé par application topique, sur les larves de dernier 

stade de Drosophila melanogaster puis évalué à différents stades au cours de deux 

générations successives (G0 et G1) afin de mettre en évidence les effets différés éventuels 

de la molécule. 

Dans un premier temps, des tests de toxicité ont été effectués afin de préciser les doses 

d’inhibition (DI), dont la DI50 qui a été retenue pour évaluer les effets du Spinosad sur les 

marqueurs de toxicité (CAT). 

 Le Spinosad, chez D.melanogaster, entraîne une inhibition de la mue nymphale avec une 

relation dose-réponse; Le Spinosad, testé à la DI50, induit l’augmentation du stress oxydatif 

.La hausse de l’activité spécifique de la CAT est notée au cours des deux générations 

successives.  

Ainsi, les résultats obtenus démontrent des effets différés du Spinosad et mettent donc en 

évidence la rémanence de ce pesticide. 
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