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1. INTRODUCTION

Le développement économique implique une augmentation de la productivité agricole

pour satisfaire les besoins alimentaires grandissants des populations (Altieri 1999 ; Altieri &

Nicholls, 2004), tout en préservant la santé publique par la lutte contre les vecteurs de diverses

maladies parasitaires (Zaim & Guillet, 2002 ; Ramade, 2005) et l'environnement (Paoletti &

Pimentel, 2000).

Un immense effort est actuellement accompli à l’échelle mondiale pour lutter contre les

insectes nuisibles par plusieurs méthodes, qu’elles soient physiques, biologiques ou chimiques.

En effet, la perte de production mondiale relative aux ravageurs arthropodes est estimée à 15%

(Pimentel, 2008) ; de plus, les pertes post-récolte en Afrique subsaharienne serait de 4 milliards

de dollars par an pour une production totale annuelle évaluée à 27 milliards de dollars

(moyenne annuelle 2005-2007) (FAO, 2011).

Face à ces menaces l’homme fait appel à l’utilisation intensive d’insecticides

conventionnels pour contrer rapidement la nuisance que représente les insectes sur la

productivité alimentaire (Oerke, 2006), ou encore l’invasion de mauvaises herbes (Matson et

al., 1997). Cependant, les signes évidents de toxicité et les conséquences néfastes de l’usage

massif de pesticides conventionnels ne sont plus à prouver, puisqu’il cause des dommages à

l’environnement, à la santé humaine et entraîne une perte d’efficacité liée au développement de

résistance des insectes et des pertes économiques (Eriksson et al., 1992 ; Snedeker, 2001 ; Den

Hond & Schoeters, 2006 ; Schoeters & Hoogenboom, 2006 ; Bonde et al., 2008 ; Ekström &

Ekbom 2011).

A cet effet, les problèmes de toxicité et de neurotoxicité qui sont associés à l'utilisation

de certains organochlorés, organophosphorés, les pyréthrinoïdes et autres carbamates (Strong et

al., 2000 ; Colborn, 2006 ; Grandjean & Landrigan, 2006) entraînent de graves déséquilibres



dans le milieu (pollution des eaux, contamination du sol et de l’air) (Regnault-Roger, 2002 ;

Gueye et al., 2011), ou encore, l’érosion des sols, l’accumulation de résidus toxiques dans les

produits récoltés (Norman, 2000 ; Snedeker, 2001; Den Hond & Schoeters, 2006 ; Schoeters &

Hoogenboom, 2006 ; Bonde et al., 2008). En outre, on signale la perte massive de la

biodiversité liée à l'usage des insecticides à large spectre (Denys & Tscharntke 2002 ; Gabarra,

2002 ; Altieri & Nicholls, 2004 ; Bianchi et al., 2006), ainsi que l'impact sur les organismes

auxiliaires (Stark & Banques, 2003 ; Desneux et al., 2007). Ces pesticides agissent sur

plusieurs systèmes physiologiques (croissance, reproduction et métabolisme) chez les

organismes non visés (Gagné et al., 2008). L’usage intensif de ces produits provoque

également le développement de formes résistantes de ravageurs vis à vis de différents types

d’insecticides (Boyer, 2006 ; Brévault et al., 2009 ; Yang et al., 2009 ; Toma et al., 2011 ;

Carvalho et al., 2013) qui sont aussi neurotoxiques sur les vertébrés (Mathew & Thanuja, 2008

; Timothy, 2012) ainsi que sur les organismes aquatiques (De Groot, 2004).

Certains effets nocifs des pesticides sont liés a une perturbation du développement du

système nerveux de la population humaine (les embryons, fœtus et enfants) même en

concentration très faible dite concentration environnementale (Costa et al., 2004 ; Colborn,

2006 ; Grandjean & Landrigan, 2006 ; Bjorling-Poulsen et al., 2008). Il a été estimé que 12

millions d’enfants, rien qu’aux Etats-Unis, qui souffrent de troubles de l’apprentissage,

d’altérations neuro-développementales et comportementales liées a une exposition à différents

produits chimiques et le coût sanitaire s’élèverait à 50 milliards de dollars (Costa et al., 2004).

Suite à ces conséquences néfastes la recherche a élaboré d’autres méthodes alternatives

aux insecticides classiques (kim et al., 2000) et a conduit au développement et l’utilisation de

nouvelles molécules sélectives et à faibles risques écotoxicologiques (Grafton-Cadwell et al.,

2005 ; Dhadialla et al., 2010 ; Hui et al., 2013), dégradables et moins toxiques pour les

organismes non visés (Kostyukovsky et al., 2000) ; ou encore, plus spécifiques utilisant les

paramètres biologiques, physiologiques et biochimiques des organismes vivants, tant à l’échelle

du simple individu que des écosystèmes entiers. Ces alternatives sont venues combler les

lacunes inhérentes aux analyses strictement chimiques (Kaiser, 2001 ; Markert et al., 2003 ;

Daby, 2006).



L’insecticide/acaricide spiromesifen découvert par Bayer CropScience (Allemagne) au

cours des années 1990 a un mode d’action spécifique soit l’inhibition de la biosynthèse des

lipides chez les insectes nuisibles (Nauen et al., 2002 ; Liu 2004 ; Elbert et al., 2005 ; Nauen et

al., 2005 ; ARLA, 2007) et est recommandé dans les programmes de gestion et de surveillance

de la résistance aux insecticides (Guthrie et al., 2003 ; Horowitz & Ishaaya, 2004 ; Nauen &

Konanz, 2005 ; Ishaaya & Horowitz, 2007) tout en respectant davantage l’environnement

(Nicolaus et al., 2005 ; Sharma et al., 2007). En effet, le taux de dégradation dans le sol est

signalé entre 3-18 jours et dans l' eau ou les sédiments à 4-11 jours (Babczinski & Arthur,

2005). Ce nouveau produit a une faible toxicité pour les arthropodes non ciblés (Nicolaus et al.,

2005) comme les abeilles (Nauen et al., 2002 ; Nicolaus et al., 2005) et les bourdons (Bielza et

al., 2005), ainsi que chez les mammifères (Dekeyser, 2005), avec une dose journalière

admissible de 0,022 mg/Kg (Sharma et al., 2007). Ce produit est actuellement homologué en

Algérie pour un usage sur les plantes ornementales, légumières et fruitières cultivées sous serre

et en plain champ sous le certificat n° 0644250 (www.algeria.bayercropscience.com).

Ce pesticide a déjà fait l'objet d'un travail concernant la toxicité, l’activité des

biomarqueurs et des constituants biochimiques ainsi que sur la morphométrie de deux espèces

de moustiques Culex pipiens et Culiseta longiareolata au niveau du Laboratoire de Biologie

Animale Appliquée (Bouabida, 2014). Le spiromesifen est surtout actif contre les aleurodes et

de nombreuses espèces d’acariens après application foliaire y compris les populations

d’acariens résistants à d’autres insecticides (Nauen et al., 2002 ; Bretschneider et al., 2003 ;

Liu, 2004 ; Elbert et al., 2005 ; Nauen et al., 2005 ; Bretschneider et al., 2007) en laboratoire

également sur Bemisia tabaci (Prabhaker, 2008) ou encore, Tetranychus urticae (Marčić,

2010). D’autres études réalisées en laboratoire et sur terrain ont permis d'évaluer les effets

secondaires du spiromesifen sur Eretmocerus mundus (Hyménoptères, Aphelinidae) et Orius

laevigatus (Hemiptera, Anthocoridae) (Pablo et al., 2009). De plus, il est devenu utile pour la

gestion de la résistance aux insecticides dans de nombreuses cultures comme le coton, le thé,

les légumes, les fruits ou les plantes ornementales (Nauen et al., 2002 ; Weber, 2005 ; Sharma

et al., 2007).



Nombre de découvertes biologiques nécessitent une validation sur un modèle. Or, il

existe de nombreuses limitations éthiques, pratiques et financières à la recherche sur des

modèles animaux, notamment sur les mammifères. L’espèce Drosophila melanogaster

(Meigen,1830) est un modèle biologique très apprécié depuis près d’un siècle (Sturtevant,

1915) et l’organisme complexe le plus étudié à l’heure actuelle par les scientifiques du monde

entier, utilisé pour la recherche en biologie, en particulier dans les domaines de la génétique et

du développement (Gehring, 1999). En effet, sa survie, son métabolisme et son développement

embryonnaire dépendent de mécanismes biologiques fondamentaux qui existent aussi chez les

mammifères, dont l’Homme. Depuis le début du XXe siècle, la drosophile constitue ainsi un

modèle expérimental aux nombreux avantages pour étudier le vivant. Ceci est en partie lié aux

facilités d’élevage associées à un cycle de vie court, une descendance nombreuse, des

embryons et des organes accessibles, un petit nombre de chromosomes, un génome séquencé

depuis plus de 10 ans (Adams et al., 2000) et qui permet l’utilisation de nombreux outils

moléculaires (Duffy, 2002). Petite par sa taille, elle a cependant été à l’origine de grandes

avancées scientifiques. En effet, la drosophile possède environ 75% d’homologie génétique

avec l’homme pour les gènes responsables de maladies (Reiter et al., 2001); elle est maintenant

utilisée comme modèle de référence de maladies humaines ayant un lien avec la génétique,

comme c’est le cas pour les maladies de Parkinson, de Huntington, d’Alzheimer, le cancer et

les retards mentaux (Didelot, 2006). Cette espèce est également utilisée dans l’étude de la

virulence bactérienne et de la réponse immunitaire (Lorec, 2013) ; elle permet aussi

d’appréhender des questions scientifiques à bien d’autres niveaux biologiques comme le

comportement, la reproduction, les relations avec les autres espèces ou bien encore l’adaptation

à l’environnement (Joly, 2006). En effet, la drosophile est capable d’exprimer une grande

variété de comportements complexes, car elle peut révéler différentes formes de mémoires

associatives (DeZazzo & Tully, 1995) sous le contrôle de gènes et de structures spécifiques

(Isabel et al., 2004).

Mes recherches réalisées au Laboratoire de Biologie Animale Appliquée, concernent

l'évaluation de l'activité biologique du spiromesifen en rapport avec la reproduction, la

biochimie et le comportement chez ce modèle de référence, la mouche D. melanogaster. Ainsi,

plusieurs aspects ont été envisagés. La première partie de la présente étude vise a déterminé en

conditions contrôlées de laboratoire les paramètres toxicologiques du spiromesifen en

application topique à l’égard des pupes nouvellement exuviées de D. melanogaster. La



seconde partie concerne l'évaluation des effets de deux concentrations sublétales (CL10 et CL25)

sur le développement, la biochimie et la physiologie de la drosophile : durée du développement

et la croissance pondérale des pupes, suivi de la descendance; taux des principaux constituants

biochimiques corporels et les taux de malondialdéhyde (MDA), un biomarqueur de la

peroxydation lipidique (Zielinski & Pörtner, 2000). Une troisième partie sera consacrée aux

ovaires avec la détermination des différents paramètres morphométriques, les taux de protéines

ovariennes et ainsi que leur analyse électrophorètique. Une quatrième partie abordera l'impact

du traitement sur le potentiel reproducteur de D. melanogaster . Enfin, dans une dernière

partie, l’analyse par chromatographie en phase gazeuse des hydrocarbures cuticulaires sera

abordée chez les adultes de drosophiles témoins et traités sachant leur rôle dans la

communication chimique (Masson & Brossut, 1981 ; Ha & Smith, 2006).



2. MATERIEL ET METHODES

2.1. Drosophila melanogaster

La drosophile est connue sous le nom de « mouche de vinaigre » pour son attirance

envers les produits fermentés (Mc Kenzie, 1974 ; Mc Kenzie & Mc Kechnie, 1979 ; Hoffmann

& Parsons, 1991). Elle a une alimentation très variée, se nourrissant sur les fruits et légumes

mûrs, les végétaux et champignons en décomposition et les liquides fermentés et sucrés

(Tracqui & Demongeot, 2003). Cet insecte holométabole, hygrophile et lucicole de couleur

jaune brunâtre pèse environ 0,5 mg et mesure 3 à 4 mm de long, ailes incluses (Gilbert, 1996 ;

Slack, 2004). Son abdomen est plutôt court et rayé de bandes sombres, elle présente un

dimorphisme sexuel ; son extrémité est foncée et arrondie chez le mâle, plus claire et pointue

chez la femelle. Le mâle se distingue aussi par sa plus petite taille et par la présence de

« peignes sexuels » sur ses pattes avant (Fig. 1). La position systématique de D. melanogaster

est la suivante :

Règne Animalia

Embranchement Arthropoda

Sous- embranchement Hexapoda

Classe Insecta

Sous-classe Pterygota

Infraclasse Neoptera

Ordre Diptera

Sous- ordre Brachycera

Infra- ordre Muscomorpha

Famille Drosophilidae

Sous- famille Drosophilinae

Genre Drosophila

Espèce Drosophila melanogaster (Meigen, 1830)

Les drosophiles utilisées pour l’ensemble des expérimentations sont des mouches

Canton-S (CS), offertes en 2011 par Jean-François FERVEUR (Centre des Sciences du Goût et

l'Alimentaion, Université de Bourgogne, Dijon, France).



Figure 1. Schéma montrant le dimorphisme sexuel de la patte thoracique. On note la présence
du peigne et des nombreuses soies gustatives chez le mâle (flèches) (D'après Possidente &
Murphey, 1989).

Le cycle de reproduction de la drosophile varie en fonction de la température et dure

environ 12 jours à 25°C. Après l’accouplement, la femelle pond sur le milieu, en général des

fruits blessés (Griffiths et al., 2002 ; Tavernier & Lizeaux, 2002), une centaines d’œufs

allongés et blanchâtres d’environ 0,5 mm de long. Le stade embryonnaire dure 24h. Après

l’éclosion, la drosophile apparaît sous forme d’une larve blanchâtre et commence

immédiatement à se nourrir. Le développement larvaire comprend trois stades ponctué par 2

mues successives (à 24h et à 48h) et est caractérisé par une forte activité alimentaire. A la fin

du 3ème stade larvaire, elle cesse de ce nourrir, quitte le milieu nutritif, s’immobilise et se

transforme en pupe. Elle subit alors une métamorphose complète qui dure environ 5 jours,

transformant progressivement son organisme larvaire en un individu adulte (Fig. 2). A

l’émergence, l’imago recommence à s’alimenter, il passe encore par une phase de 8h

d’immaturité où son système nerveux finit de se développer, puis le nouvel adulte devient

sexuellement mature et s’engage dans la reproduction. La durée de vie de la drosophile est de

30 jours environ (Lorec, 2013).



Figure 2. Cycle de développement de D. melanogaster. Le temps de génération est d’environ

10 jours à 25°C, avec environ 1 jour d’embryogénèse, 1 jour en premier stade larvaire, 1 jour

en second stade larvaire, 3 jours en troisième stade larvaire, et 5 jours en stade pupal (Source:

FlyMove, http://flymove.uni-muenster.de/Genetics/Flies/GeneFliespage.html).



2.2. Conditions d’élevage

Les drosophiles sont maintenues au laboratoire dans des étuves à 25°C sous une

photopériode de 12 heures de jour (de 7h du matin  à 19h) et 12 heures de nuit avec un taux

d’humidité relative de 70%. Les mouches sont élevées dans des tubes en plastiques (9,5 x 2,5

cm) contenant du milieu nutritif standard [farine de maïs (33,33 g), de levure (33,33 g), d’agar-

agar (4,8 g) et d’antifongique (25 ml de méthyl-hydroxy-4-benzoate à 10 % dans l’éthanol

95%)] nécessaire pour la ponte, le développement et l’alimentation des larves et adultes.

Pour la préparation du milieu nutritif, on met dans une cocotte tous les produits secs et

on ajoute le volume nécessaire d’eau tiède en remuant à la spatule pour éviter les grumeaux.

Faire chauffer la plaque en remuant jusqu’à ce que le milieu s’épaississe. A la fin, on laisse

refroidir quelques minutes et on ajoute l’antifongique progressivement. Pour le coulage du

milieu, on remplit les tubes en mettant 5 ml de milieu dans le fonds des tubes. Ensuite, on les

protège avec de la gaze pendant 24h à température ambiante avant de remettre les bouchons en

mousse.

2.3. Présentation de l’insecticide

Le spiromesifen (Oberon® 240 SC : solution concentrée) a été aimablement fourni par

Pr. G. SMAGGHE (Université de Gent, Belgique). C’est le nom commun du 3,3-

diméthylbutyrate de 3-mésityl-2-oxo-1-oxaspiro[4.4] non-3-en-4-yle, sa formule brute est

C23H30O4 et sa masse moléculaire est de 370,48g (Fig. 3). C’est un nouveau

insecticide/acaricide systémique dérivé des acides tétroniques spirocyliques, doté d’un mode

d’action unique, l’inhibition de la synthèse des lipides en empêchant la biosynthèse de leurs

acides gras.



Figure 3. Formule de structure du spiromesifen (Shaoyong et al., 2010).

2.4. Tests toxicologiques

Afin de caractériser l’efficacité du spiromesifen à l’égard des pupes nouvellement

exuviées de D. melanogaster, il est nécessaire de déterminer les paramètres de létalité. Le

produit a été administré par application topique sur les pupes nouvellement exuviées de D.

melanogaster à raison d’1 µl de matière active dilué dans un mélange acétone/eau (50/50).

Plusieurs concentrations (25, 50, 75, 100, 125, 150 et 200 µg/µl) ont été testées. Les pupes

témoins reçoivent 1µl de solvant seul (acétone/eau : 50/50). La mortalité est enregistrée

jusqu’au premier jour de l’émergence des adultes. Les tests de toxicité sont réalisés dans des

boites de Pétri avec 3 répétitions comportant chacune 30 pupes. Après émergence des adultes,

la mortalité des individus est enregistrée et le pourcentage de mortalité observée est corrigé par

la formule d'Abbott (1925) qui permet d'éliminer la mortalité naturelle.

Les pourcentages de mortalités corrigées subissent une transformation angulaire selon

Bliss (1938), cité par Fisher & Yates (1957). Les données normalisées font l’objet d’une

analyse de la variance à un critère de classification. Les mortalités corrigées obtenues

permettent d’établir une courbe des probits en fonction des logarithmes décimaux des doses.

Les pourcentages se convertissent en leurs probits (Fisher & Yates, 1957). Le logarithme

décimal des concentrations de létalité de l’exuviation adulte (CL50 et CL90) sont déterminés à

partir des droites de régression selon le procédé mathématique de Finney (1975). Les

intervalles de confiances sont ensuite calculés selon la méthode de Swaroop et al. (1966) avec

une probabilité de 95%.



La régression non linéaire exprimant le pourcentage de létalité corrigée en fonction du

logarithme de la concentration a permis également d’estimer les concentrations létales ainsi que

les concentrations sublétales utilisées dans cette étude (CL10 et CL25). Les calculs sont effectués

à l’aide du logiciel GraphPad prism version 6.01 (GraphPad software, La Jolla California,

U.S.A.).

2.5. Croissance pondérale et durée de développement

Deux concentrations sublétales du spiromesifen (CL10 : 21,45 µg/pupe et CL25 : 39,53

µg/pupe) déterminées précédemment ont été administrées par application topique sur les pupes

nouvellement exuviées de D. melanogaster en raison de 1 µl par pupe. Les pupes témoins

reçoivent 1 μl du solvant seul (acétone/eau : 50/50). Le poids des pupes a été mesuré

quotidiennement durant toute la durée du développement nymphal sur 5 groupes comportant

chacun 4 pupes. La durée du développement nymphal des pupes témoins et traitées a été

déterminée en enregistrant le nombre d’adultes émergés quotidiennement avec des relevés le

matin et en fin de journée.

2.6. Suivi de la génération F1

Les adultes nouvellement émergés issus des séries témoins et traitées (CL10 et CL25) ont

été prélevés, séparés selon leur sexe et placés dans des tubes d’élevage d’une hauteur de 9,5 cm

et d’un diamètre de 2,5 cm, contenant un milieu nutritif. Dix couples de drosophiles pour

chaque série ont été élevés dans les mêmes conditions que l’élevage cité précédemment. Le

dénombrement d’adultes ayant émergé dans chaque tube est réalisé toutes les 24 heures.

2.7. Extraction et dosage des constituants biochimiques

Les pupes témoins et traitées aux deux concentrations sublétales (CL10 et CL25) ont été

prélevées chaque jour au cours de leur développement et conservées par lot de 4 individus dans

1 ml de TCA (acide trichloracétique) à 20%. L’extraction des principaux constituants

biochimiques (protéines, glucides et lipides) a été réalisée sur les échantillons correspondants à

des groupes de 4 pupes avec 5 répétitions selon le procédé de Shibko et al., (1966) (Fig. 4).

Après une homogénéisation aux ultra-sons, puis centrifugation (5000 tours/min à 4°C pendant

10 min), le surnagent I obtenu servira pour le dosage des glucides totaux selon la méthode de



Duchateau & Florkin (1959). Le culot I est ensuite récupéré dans 1 ml d’un mélange

éther/chloroforme (1V/1V) et après une seconde centrifugation (5000 tours/min pendant 10

min), on obtient le surnageant II qui sera utilisé pour le dosage des lipides (Goldsworthy et al.,

1972) tandis que le culot II dissout dans la soude (0,1 N), servira pour la quantification des

protéines selon Bradford (1976).

2.7.1. Dosage des protéines totales

Les protéines ont été quantifiées selon la méthode de Bradford (1976), qui utilise le bleu

brillant de coomassie comme réactif (BBC) (G 250, Merck) et l’albumine de sérum de bœuf

(BSA) comme standard (Sigma). La gamme d’étalonnage a été réalisée à partir d’une solution

mère de BSA (1mg/ml) et du BBC (On homogénéise 100 mg de BBC dans 50 ml d’éthanol

95°, on y ajoute 100 ml d’acide orthophosphorique à 85% et le tout est complété à 1000 ml

avec de l’eau distillée). La durée de la conservation du réactif est de 2 à 3 semaines à 4°C.

L'absorbance est lue au spectrophotomètre à une longueur d'onde de 595 nm contre un blanc de

gamme (Tableau 1).

Tableau 1 : Réalisation de la gamme d'étalonnage des protéines.

Tubes 1 2 3 4 5 6

Solution mère 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

2.7.2. Dosage des glucides totaux

Le dosage des glucides a été réalisé selon Duchateau & Florkin (1959). Cette méthode

utilise l’anthrone comme réactif (150 mg d’anthrone, 75 ml d’acide sulfurique et 25 ml d’eau

distillée) et une solution mère de glucose (1 g/l) comme standard (Tableau 2). La méthode

consiste à additionner à une fraction aliquote de 100 μl 4 ml de réactif d’anthrone. Après

chauffage du mélange dans un bain marie (80°C pendant 10 min), une coloration verte se

développe. Les absorbances sont lues à une longueur d’onde de 620 nm.



Tableau 2 : Réalisation de la gamme d'étalonnage des glucides.

Tubes 1 2 3 4 5 6

Solution mère de glucose (µl) 0 20 40 60 80 100

Eau distillée (µl) 100 80 60 40 20 0

Réactif anthrone (ml) 4 4 4 4 4 4

2.7.3. Dosage des lipides totaux

Le contenu en lipides corporels totaux est déterminé selon la méthode de Goldsworthy

et al., (1972) utilisant le réactif sulfophosphovanillinique (0,38 g de vanilline, 55 ml d’eau

distillée, 195 ml d’acide orhophosphrique à 85%) et une solution mère de lipides à 25 mg/ml

(25 mg d’huile de table, 1 ml éther/chloroforme (v/v)) comme standard. Après évaporation des

prises aliquotes de 100 μl du surnagent II dans un bain à sec à 40°C pendant environ 20 mn, on

additionne 1 ml d’acide sulfurique concentré (96%); les tubes fermés sont agités puis chauffés

dans un bain à sec à 100°C pendant 10 minutes. Après refroidissement, on prélève 200 μl de

chaque tube eppendorf qu’on met dans des tubes à essai auxquels on ajoute 2,5 ml de réactif

sulfo-phospho-vanillinique. Après 30 minutes à l’obscurité, le complexe se colore en rose. La

densité optique est lue dans un spectrophotomètre à une longueur d’onde de 530 nm. La

quantité de lipides est estimée à partir de la droite de régression obtenue après une gamme

d'étalonnage (Tableau 3), effectuée à partir d'une solution mère de lipides (prendre 2,5 mg

d'huile de tournesol 99% triglycérides) dans un tube eppendorf et ajouter 1 ml d'éther

chloroforme (1V/1V).

Tableau 3 : Réalisation de la gamme d'étalonnage des lipides.

Tubes 1 2 3 4 5 6

Solution mère de lipides (µl) 0 20 40 60 80 100

Solvant (éther /chloroforme) (1V/1V) 100 80 60 40 20 0

Réactif de vanilline (ml) 2,5 2,5 2,5 2,5 2,5 2,5



Figure 4. Extraction des glucides, protéines et lipides totaux selon Shibko et al., (1966).
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2.8. Extraction et dosage du malondialdéhyde

Les pupes nouvellement exuviées témoins et traitées de D. melanogaster sont prélevées

à différentes âges (24, 72 heures) de leur développement nymphal. L’essai est conduit avec 5 à

6 répétitions chacune correspondant à un lot de 4 pupes. Les pupes sont broyés aux ultrasons

dans 1 ml de tampon tris-HCl (50 mM, pH 7,5) [1,5137g tris, 0,0730 g EDTA (acide éthylène

diamine tétra-acétique), 42,78 g sucrose, 250 ml eau distillée].Une fois l’homogénéisation

réalisée, une centrifugation est effectuée pendant 10 min à 10000 tours/min et le surnageant

récupéré servira au dosage du malondialdéhyde (MDA).

Le dosage est réalisé avec 500 μl du surnageant, additionné de 2,5 ml de TCA (100 g

TCA et compléter à 1000 ml avec de d’eau distillée). Après chauffage au bain marie à 100°C

pendant 15 min et refroidissement dans de la glace, une deuxième centrifugation est effectuée à

10000 tours/min pendant 10 min. Une fraction aliquote de 2 ml du surnageant est alors prélevée

à laquelle on ajoute 1 ml d’acide thiobarbiturique (TBA) [6,7 g TBA, 1000 ml eau distillée].

Après un second chauffage (100 °C, 15 min) et refroidissement, 1,5 ml de butanol sont

rajoutés. Après agitation, une dernière centrifugation (10000 tours/min, 10 min) est réalisée et

le surnageant constitué de 1 ml de butanol renfermant le complexe ATB (acide

thiobarbiturique) /MDA est récupéré. Le MDA est dosé selon la méthode de Draper & Hadley

(1990). La méthode est basée sur la mesure colorimétrique de la réaction entre ATB avec le

MDA, composé issu de la peroxydation lipidique des acides gras polyinsaturés des membranes

cellulaires, donnant un produit rouge brun dont l’intensité de la coloration est mesurée à une

longueur d’onde de 532 nm contre un blanc (tampon tris-HCl). Le taux de MDA est déterminé

selon la formule suivante :

X = [(DO/156) x (Vt/ Vs)]/ mg de protéines

X : Taux du MDA (mM/mg de protéines).

DO: La densité optique obtenue après hydrolyse du substrat à 532 nm.

156: Coefficient d’extinction molaire de l’ATB (mM-1 cm-1).

Vt : Volume total de la cuve (1ml).

Vs : Volume du surnageant utilisé (0,5 ml).

mg de protéines : Quantité de protéines exprimée en mg.



La détermination du taux de MDA nécessite le dosage des protéines réalisé selon la méthode

décrite précédemment.

2.9. Etude morphométrique

Après l'émergence des adultes, les femelles âgées de 4 jours (âge de maturité sexuelle)

(Everaerts, 2010 ; Farine et al., 2012) sont disséquées sous une loupe binoculaire et les ovaires

des séries témoins et traitées sont ainsi prélevés afin de mesurer les différents paramètres

morphométriques : le poids, le nombre d’ovocytes par paire d’ovaires, la longueur (L) et la

largeur (l) de l’ovocyte basal. Le volume exprimé en mm3 est obtenu selon la formule de

Lumbreas et al., (1991). Pour chaque traitement 10 répétions ont été réalisées.

2.10. Extraction et dosage des protéines ovariens

L’extraction des protéines a été réalisée selon le procédé de Shibko et al., (1966). Les

ovaires témoins et traités ont été prélevés 4 jours après l’émergence des femelles et

homogénéisés par lots de 2 dans 500 µl d’acide trichloracétique à 20 %. Les protéines

ovariennes ont été déterminées selon la méthode de Bradford (1976) en utilisant comme réactif

le bleu brillant de coomassie. Les quantités de protéines mesurées ont été exprimées en µg/mg

de tissu.

2.11. Analyse électrophorètique des protéines ovariennes

L’étude qualitative des protéines ovariennes a été réalisée par électrophorèse sur mini

gel selon la technique de Laemmli (1970). Il s’agit d’une électrophorèse verticale sur gel de

polyacrylamide à 30% comprenant le Running gel à 8% et le stacking gel à 4,5% additionné de

sodium dodécyl sulfat (SDS) à 10% (Tableau 4).

V= 4 π /3(L/2) (l/2)²



Tableau 4 : Composition du gel de concentration et du gel de séparation.

Produits Gel de concentration Gel de séparation

Acrylamide 30% (ml) 1,50 ml 5,3 ml
Lower gel (ml) - 5 ml
Upper gel (ml) 2,5 ml -
SDS 10% (ml) - 0,2 ml
Sucrose 55% (ml) - 2,5 ml
Eau distillée (ml) 5,7 ml 6,8 ml
Amonium persulfate 10% (ml) 300 µl 0,2 ml
TEMED (µl) 10 µl 25 µl

C’est une technique de séparation basée sur le fait que des molécules chargées

électriquement et placées dans un champ électrique migrent à des vitesses différentes selon leur

poids moléculaire, leur configuration, leur concentration ainsi que leurs propriétés amphotères

(Lemoine, 1980 ; Maurer, 1991). L'appareil utilisé est composé d’une mini cuve de 8 cm x 7cm

destinée à recevoir le tampon de migration, 2 plaques d’alumine blanches opaques, deux

plaques de verre, quatre espaceurs de 1,5 mm, quatre pinces servant à attacher les plaques en

verre avec les plaques d’alumine, deux peignes pour le moulage des chambres de dépôt et un

chapeau avec électrodes.

Après dissection, les ovaires témoins et traités de D. melanogaster ont été déposés dans

des tubes eppendorff et broyés dans 500 μl d’eau distillée + 1 μl de phenylmethane

sulfonylfluoride (PMS). Après centrifugation (5000 tours, 10 min), 100 μl du surnageant ont

servi pour le dosage quantitatif des protéines. La quantité des protéines ovariennes a été

déterminée selon la méthode de Bradford (1976) en utilisant comme réactif le bleu brillant de

coomassie. Les quantités de protéines mesurées ont été exprimées en μg/mg de tissu. Les 400

μl restants ont été mis sous agitation pendant 24 heures. Après congélation, ils ont été

lyophilisés jusqu'à une déshydratation totale. Un tampon d'échantillon (Sample buffer) est

ensuite préparé (Tableau 5) et mis dans chaque tube eppendorff des séries témoins et traités. La

quantité du tampon additionnée correspond à la quantité des protéines déterminée auparavant.



Tableau 5 : Composition du tampon d’échantillon.

Produits Tampon d'échantillon
Upper buffer 6,25 ml
Mercaptoéthanol 2,50 ml
SDS 10% 7,14 ml
Bleu de bromophénol 0,05% 5 ml
Glycérol 5 ml
EDTA 18,6 mg

-Manipulation

Une fois l’appareil est monté, on fait coulé entre la plaque d’alumine et la plaque en

verre le gel de séparation (Runing gel) à 8%. Après 30mn de polymérisation, on coule le gel de

concentration (stacking gel) à 4,5%, on place alors rapidement le peigne et on laisse

polymériser pendant 30mn. On remplie ensuite la cuve de tampon de migration (Runing

Buffer) (Tableau 6), on enlève alors délicatement le peigne. Chaque dent correspond à une

chambre de dépôt d’échantillon.

Tableau 6 : Composition du tampon de migration.

Produits Tampon de migration

Tris base (g) 6,00
Glycine (g) 28,8
SDS (g) 1,00
Eau distillée (ml) 1000

Les échantillons sont déposés à raison de 10 μl dans les chambres de dépôt en ayant
soin de réserver la première chambre au marqueur dont le poids moléculaire est connu (Tableau
7). Le chapeau avec les électrodes reliées à un générateur est alors placé sur l’appareil. La
tension électrique appliquée a été d’abord de 50 volts, ceci permettra l’alignement des protéines
pendant 30 min, elle est ensuite ramenée à 100 volts pour faciliter la migration des protéines
qui va durer environ 2h30 min.

Tableau 7 : Poids moléculaire des protéines standard (référence 161-0373, Bio-Rad, France).

Protéines standards PM (KDa)

Bovine serum albumin (BSA) 66,2
Ovalbumin 45
Bovine carbonic anhydrase 31
Soybean trypsin inhibitor 21,5
Lysozyme 14,4



Après migration des protéines, le gel est enlevé délicatement à l’aide d’une spatule et

mis dans le colorant (Tableau 8) sous agitation pendant 24 heures. Avant de mettre le gel dans

la solution de décoloration (Tableau 9) pendant 30 min, on effectue d’abord sous agitation 2 à 3

bains d’une heure chacun d’acide acétique à 2%. (Ce procédé prend fin lorsque l’acide acétique

devient clair). À la fin le gel est conservé sous vide dans un sachet.

Tableau 8 : Composition de la solution de coloration.

Produits Solution de coloration
Bleu Brillant de Comassie R250 (mg) 250
Méthanol absolu (ml) 125
Acide acétique 10% (ml) 25
Eau distillée (ml) 1000

Tableau 9 : Composition de la solution décolorante.

Produits Solution de rinçage

Méthanol 4,5% (ml) 45
Glycérol 2,5% (ml) 25
Acide acétique 10% (ml) 100
Ethanol 10% (ml) 100
Eau distillée (ml) 1000

2.12. Détermination de la durée du développement et du potentiel reproducteur

Cette expérience permis non seulement d’évaluer la durée de développement du stade

larvaire (L1, L2 et L3) et le stade nymphal de la drosophile mais aussi d’estimer son potentiel

reproducteur. Les mâles et femelles venant d’émerger issus des séries témoins et traitées (CL10

et CL25) ont été prélevés et placés par couples dans des petits tubes contenant le milieu de ponte

(l’expérience est menée sur 6 couples pour chaque série). Chaque 24h pendant 5 jours les

couples sont transférés dans un nouveau tube, afin d’estimer le nombre d’œufs pondus, de

larves de 3ème stade (L3) et de pupes exuviées ainsi que les adultes émergés. Chaque tube de

croisement est identifié par la nature des parents (témoins ou traités) et la date du croisement.

2.13. Extraction et analyse des hydrocarbures cuticulaires

Après traitement des pupes nouvellement exuviées de D.melanogaster aux doses

sublétales (CL10 et CL25). Les mouches témoins et traitées émergées sont sexées grâce aux

critères anatomiques classiques (la plaque génitale et la présence des peignes sexuels) et



séparées dans des tubes d’élevages pendant 4 jours (on peut mettre 5 à 10 femelles par tube

alors que pour les mâles, un seul par tube).

Les extractions des HCs ont été réalisées d’après le protocole décrit par Antony &

Jallon (1982) et par Marcillac et al., (2005). Après avoir été congelées à ‐20°C, les mouches

sont immergées individuellement pendant 5 min dans des microtubes en verre contenant 30 μl

d’hexane distillé auxquels on a ajouté 100 ng d’hexacosane (C26) et 100 ng de triacontane

(C30 ; PolyScience Corp.) comme standards internes. Ces standards permettent, non seulement

de vérifier s’il n’y a pas eu de problèmes lors de l’analyse, mais également de quantifier les

différents composés présents dans le mélange.

Les HCs des mouches étudiées ont été analysés par chromatographie en phase gazeuse

couplée à la spectrométrie de masse (GC‐MS). L’analyse quantitative des différents HCs a été

effectuée par GC‐MS (QP2010 Shimadzu®) équipé d’une colonne capillaire de type apolaire

(VF‐1ms, 20 m x 0,15 mm ID, Varian®). Lʹinjecteur est maintenu à 280° et le split est ouvert 1

min après lʹinjection. La programmation de température utilisée est la suivante : 140 à 300°C à

3°C/min ; l’hélium est utilisé comme gaz vecteur (vélocité de 47 cm/sec à 120°C). Le

spectromètre de masse est réglé à 70 eV et le balayage effectué de 29 à 600 amu à 0,5

scans/sec. Les composés détectés sont identifiés grâce à leur indice de Kovats et par

comparaison de leurs ions avec ceux des bases de données de référence (NIST/EPA/NIH, et

bibliothèque de spectres du laboratoire de Dijon). Le GC‐MS est piloté par un micro‐ordinateur

(Dell® Optiplex 280 sous Windows XP Professionnel®) en utilisant le logiciel

GCMS‐Solution (Shimadzu®).

2.14. Analyse statistique des données

Les résultats sont exprimés statistiquement par la moyenne plus ou moins l’écart type

(m ± SD) établie sur un nombre de répétitions précisées dans les tableaux et figures. Les

moyennes des différentes séries sont comparées deux à deux en utilisant le test t de Student

avec un seuil de signification P≤ 0,05. Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel

MINITAB (Version 16, PA State College, USA).

La régression non linéaire exprimant le pourcentage de létalité corrigée en fonction du

logarithme de la concentration a permis d’estimer les concentrations de létalités des adultes

émergés. Les calculs sont effectués à l’aide du logiciel GraphPad prism version 6.01 (GraphPad

software, La Jolla California, U.S.A.).



3. RESULTATS

3.1. Essai insecticide à l’égard des pupes

Les tests de toxicité sont appliqués sur des pupes nouvellement exuviées de D.

melanogaster avec différentes concentrations du spiromesifen (25, 50, 75, 100, 125, 150 et 200

μg/µl). Les individus témoins reçoivent 1 µl du solvant seul (acétone/eau: 50/50). La mortalité

observée est mentionnée dans le tableau 10 avec des taux variant de 20 % (25 μg/µl) à plus de

88 % (200 μg/µl) avec une relation dose-réponse. Elle est corrigée à partir d’une mortalité

naturelle (Tableau 11). Après une transformation angulaire des pourcentages de mortalités

(Tableau 12), les données ont fait l’objet d’une analyse de la variance à un critère de

classification (Tableau 13) qui révèle un effet dose très hautement significatif (p< 0,001).

Tableau 10 : Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster, sur le taux de mortalité observée (m ± SD, n

= 3 répétitions comportant chacune 30 individus).

Les mortalités observées sont corrigées par la formule d’Abbott (1925) qui montre l’effet réel

des différentes concentrations (Tableau 11).

Répétitions Concentrations (μg/µl)
Témoin 25 50 75 100 125 150 200

1 6,66 20 33,33 46,66 66,66 73,33 80 86,66

2 10 16,66 43,33 53,33 63,33 76,66 80 86,66

3 10 23,33 50 53,33 70 73,33 83,33 93,33

m ± SD 8,88 ±1,92 19,99±3,33 42,22±8,39 51,10±3,85 66,66±3,33 74,44±1,92 81,11±1,92 88,88±3,85



Tableau 11: Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster, sur le taux de mortalité (m ± SD, n = 3

répétitions comportant chacune 30 individus).

Tableau 12 : Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster. Tansformation angulaire du taux de

mortalité corrigée (m ± SD, n = 3 répétitions comportant chacune 30 individus).

Tableau 13 : Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster. Analyse de la variance des données

transformées. (m ± SD, n = 3 répétitions comportant chacune 30 individus).

Les concentrations létales  (CL50 et CL90) sont déterminées à partir de l’équation de la

droite de régression (Fig. 5) qui exprime le probit du pourcentage de la mortalité corrigée en

fonction du logarithme décimal des concentrations du spiromesifen (Tableaux 14 et 15). Le

coefficient de détermination (R2 = 0,993) révèle une liaison positive très forte entre les probits

Répétitions Concentrations (μg/µl)
25 50 75 100 125 150 200

1 14,29 28,57 42,85 64,28 71,42 78,57 85,70

2 7,4 37,03 48,14 59,25 74,06 77,77 85,17

3 14,81 44,44 48,14 66,66 70,36 81,47 92,58

m ± SD 12,16 ±4,13 36,68 ±7,94 46,37±3,05 63,39±3,78 71,94±1,90 79,27±1,94 87,82±4,13

Répétitions Concentrations (μg/µl)
25 50 75 100 125 150 200

1 21,97 31,95 40,40 53,13 57,42 62,03 67,21

2 15,34 37,46 48,85 50,18 59,34 61,34 67,21

3 21,97 41,55 48,85 54,33 56,79 64,16 73,57

m ± SD 19,76±3,82 36,98±4,81 46,03±4,87 52,54±2,13 57,85±1,32 62,51±1,47 69,33±3,67

Sources de variation DDL SCE CM Fobs P
Factorielle 6 5082,7 847,1 70,91 < 0,001***
Résiduelle 14 167,3 11,9



et le logarithme des concentrations testées. Les CL50 et CL90 déterminées sont respectivement

73,29 µg/µl (intervalle de confiance : 67,79 - 79,22) et 236,40 µg/µl (intervalle de confiance :

218,68 – 255,54), avec un slope de 2,48 (Tableau 16).

Tableau 14 : Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster. Transformation en probits des mortalités

corrigées. (m ± SD, n = 3 répétitions comportant chacune 30 individus).

Concentrations (μg/µl) 25 50 75 100 125 150 200
Mortalités corrigées (%) 12,16 36,68 46,37 63,39 71,94 79,27 87,82
Probits 3,83 4,65 4,90 5,34 5,57 5,81 6,16

Tableau 15 : Effet du spiromesifen (μg/µl) administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster, sur le taux de mortalité corrigée :

transformation des concentrations (μg/µl) en logarithmes décimaux. (m ± SD, n= 3 répétitions

comportant chacune 30 individus).

Concentrations (μg/µl) 25 50 75 100 125 150 200
Log concentrations 1,39 1,69 1,87 2 2,09 2,17 2,30

Tableau 16 : Efficacité du spiromesifen administré in vivo par application topique sur des

pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster, analyse des probits (IC: intervalle de

confiance).

Droite de régression R2 Slope CL50 (IC) CL90 (IC)
Y= 2,52 X + 0,30 0,993 2,48 73,29

(67,79 – 79,22)
236,40

(218,68 – 255,54)



Figure 5. Droite de régression exprimant les probits en fonction des logarithmes

décimaux des concentrations (R2 : coefficient de détermination).

Tableau 17 : Toxicité du spiromesifen administré in vivo par application topique sur des pupes

nouvellement éxuviées de D. melanogaster : détermination des concentrations létales et

sublétales et létales (Logiciel GraphPad Prism).

CL (µg/µl) Valeur Intervalle de confiance
CL10 21,45 16,91 – 27,22
CL25 39,53 34,09 – 45,83
CL50 72,82 67,05 – 79,09
CL90 247,20 204,7 – 298,5



Figure 6. Toxicité du spiromesifen (µg/µl) en application topique sur des pupes nouvellement

exuviées de D. melanogaster (Logiciel GraphPad Prism).

3.2. Impact du spiromesifen sur la croissance et le développement

3.2.1. Croissance pondérale

Les résultats de l’évolution du poids des pupes de D. melanogaster des séries témoins et

traitées sont mentionnés dans le tableau 18 et la figure 7, dont les valeurs présentées

correspondent au poids corporels d’une pupe. L’évolution pondérale est similaire dans les

différentes séries avec une réduction du poids au cours du développement nymphal. Le

traitement provoque une réduction relativement marquée du poids moyen des pupes seulement

à 1 jour avec la CL25. L’analyse de la variance indique un effet âge significatif (F3, 48 = 70,29 ; p

< 0,001), un effet traitement non significatif (F2, 48 = 1,98 ; p > 0,05) et une interaction

âge/traitement significative (F6, 48 = 2,53 ; p < 0,01) (Tableau 19).



Tableau 18 : Evolution du poids des pupes de D. melanogaster au cours du développement

nymphal (m ± SD ; n= 5 répétitions chacune correspondant au poids d’une pupe. Pour un même

traitement, les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas significativement

différentes, tandis que pour un même âge, les moyennes suivies d’une même lettre en

majuscule ne sont pas significativement différentes à p> 0,05).

Traitement
Ages (jours)

0 1 2 3

Témoin
1,54 ± 0,03 a

A
1,41 ± 0,04 b

A
1,26 ± 0,02 cd

A
1,18 ± 0,04 d

A

CL10
1,63 ± 0,02 a

A
1,33 ± 0,05 bc

AB
1,23 ± 0,01 c

A
1,09 ± 0,01 d

A

CL25
1,49 ± 0,04 a

A
1,29 ± 0,02 bd

B
1,22 ± 0,00 cd

A
1,19 ± 0,05 d

A

Tableau 19 : Analyse de la variance à deux critères de classification (âge, traitement) des

données sur le poids des pupes de D. melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs P
Ages 3 21,59 7,19 70,29 0,001 ***
Traitement 2 0,40 0,20 1,98 0,149
Interaction âge/traitement 6 1,55 0,25 2,53 0,033 *
Erreur résiduelle 48 4,91 0,10 - -
Totale 59 28,46 - - -



Figure 7. Evolution du poids (mg) d’une pupe au cours du développement nymphal de D.

melanogaster (m ± SD ; n = 5 ; pour un même âge, les moyennes suivies d’une même lettre ne

sont pas significativement différentes à p> 0,05).

3.2.2. Durée de développement nymphal

Les durées du développement nymphal des différentes séries sont indiquées dans le

tableau 20. La comparaison des moyennes indique qu’il n’y pas de différences significatives

(p> 0,05) entre la série témoin et les séries traitées.

Tableau 20 : Durée du développement nymphal (jours) de D. melanogaster (m ± SD ; n= 3

répétitions  de 20 - 26 pupes chacune ; les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas

significativement différentes à p> 0,05).

Traitement Témoin CL10 CL25

m ± SD 4,28 ± 0,05 a 4,26 ± 0,04 a 4,29 ± 0,021 a



3.3. Suivi de la génération F1

Le suivi de la génération F1 de D. melanogaster a été effectué toutes les 24h durant

toute la vie des femelles témoins et traitées. Les résultats obtenus à partir des trois séries sont

représentés dans le tableau 21 et la figure 8. Le nombre total moyen d’adultes émergés (mâles

et femelles) (Témoin = 170,9 ± 25 ; CL10 = 160,8 ± 26 ; CL25 = 116,0 ± 24 n= 10 couples pour

chaque série) diminue en fonction du traitement, mais de manière non statistiquement

significative (p > 0,05) en raison de la variabilité de la taille des pontes. Pour la série témoin, le

total de drosophiles émergées varie entre 55 et 307  mouches ayant 2 répétitions en dessous de

100 individus émergés ; tandis que la série traitée avec CL10, on a un total d’adultes émergés

variant de 63 à 309 mouches et 3 répétitions en dessous de 100 individus émergés. Chez la série

traitée avec la CL25, on a obtenu 10 répétitions, 5 d’entres elles varient de 1 à 95 individus

émergés et 5 autres répétitions varient de 108 à 222 mouches émergées. Dans les séries témoins

et traitées, le nombre de femelles est significativement (p < 0,05) supérieur à celui des adultes

mâles. Ceci est confirmé par l’analyse de la variance qui révèle un effet sexe très significatif

(F1, 54= 7,58 ; p < 0,01) et un effet traitement non significatif (F2, 54 = 2,55 ; p = 0,088) (Tableau

22).

Tableau 21 : Suivi de la génération F1 issue des croisements entre parents issus de pupes

traitées (m ± SD ; n= 10 couples pour chaque série; pour un même traitement, les moyennes

suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas significativement différentes, tandis que

pour un même sexe les moyennes suivies d’une même lettre en majuscule ne sont pas

significativement différentes à p> 0,05).

Traitement
Nombre adultes

Femelle Mâle

Témoin
105,4 ± 16 a

A
65,5 ± 10 b

A

CL10
92,6 ± 15 a

A
68,2 ± 11 b

A

CL25
69,5 ± 14 a

A
46,5 ± 10 b

A



Tableau 22 : Analyse de la variance à deux critères de classification (sexe, traitement) des

données sur le nombre d’adultes émergés de D. melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs p
Sexe 1 12702 12702 7,58 0,008 **
Traitement 2 8538 4269 2,55 0,088
Interaction Sexe / traitement 2 880 440 0,26 0,770
Erreur résiduelle 54 90490 1676 - -
Totale 59 112610 - - -

Figure 8. Nombre d’adultes issus de couples de D. melanogaster traités au stade nymphal (m

± SD, n = 10 couples; pour une même série, les moyennes suivies d’une même lettre ne sont

pas significativement différentes à p> 0,05).

3.4. Composition biochimique des pupes

3.4.1. Taux de lipides totaux corporels

La teneur en lipides totaux corporels a été estimée chez les séries témoins et traitées

(CL10 et CL25) à différents jours au cours du développement nymphal (Tableau 23, 24 et Fig. 9).

Les résultats enregistrés chez les pupes témoins indiquent une diminution significative du taux

de lipides corporels au cours du développement nymphal (0 vs 2 jours p< 0,01 ; 0 vs 3 jours



p<0,001 ; 1 vs 3 jours p< 0,01). Pour les séries traitées, le spiromesifen réduit de manière

significative la teneur en lipides totaux des pupes à tous les âges au cours du développement

nymphal et ceci de façon dose-dépendante. L’effet est rapide puisqu’une réduction significative

est obtenue chez les séries traitées dès 6 heures après application topique. L’analyse de la

variance révèle des effets âge (F3, 48= 22,83 ; p < 0,001) et traitement (F2, 48 = 82,98 ; p < 0,001)

significatifs (Tableau 24). Les taux de lipides (µg/mg de tissu frais) enregistrés à 3 jours après

traitement sont de 15,05 ± 1,4 pour la série témoin ; 11,22 ± 1,1 pour la série traitée avec la

CL10 et 6,58 ± 1,20 pour la série traitée avec la CL25 (Tableau 23). Ainsi, une réduction

significative est obtenue avec la concentration la plus élevée (CL25) (témoin vs CL25 p< 0,01;

CL10 vs CL25 p< 0,05 ).

Tableau 23 : Taux de lipides totaux corporels (µg/mg de tissu) au cours du développement

nymphal  de D. melanogaster (m ± SD ; n= 5 répétitions chacune correspondant à un pool de 4

pupes ; pour un même traitement, les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont

pas significativement différentes, tandis que pour un même âge, les moyennes suivies d’une

même lettre en majuscule ne sont pas significativement différentes à p> 0,05).

Traitement
Ages (jours)

0 1 2 3

Témoin
24,97± 1,4 a

A
21,25± 0,93 ab

A
17,94± 1,5 bc

A
15,05± 1,4 c

A

CL10
16,60± 0,58 a

B
12,09± 0,58 bcd

B
10,15± 1,4 cd

B
11,22± 1,1 d

B

CL25
13,29± 0,97 a

C
9,42± 0,82 b

C
9,70± 1,4 ab

B
6,58± 1,2 cb

C

Tableau 24 : Analyse de la variance à deux critères de classification (âge, traitement) des

données sur le taux de lipides corporels totaux (µg/mg de tissu) chez les pupes de D.

melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs p
Ages 3 445,94 148,65 22,83 0,001***
Traitement 2 1080,40 540,20 82,98 0,001***
Interaction Ages /traitement 6 62,82 10,47 1,61 0,165
Erreur résiduelle 48 312,48 6,51 - -
Totale 59 1901,64 - - -



Figure 9. Evolution du taux de lipides totaux corporels (µg/mg de tissu) au cours du

développement nymphal de D. melanogaster (m ± SD, n = 5 répétitions de groupes de 4 pupes

chacun; pour un même âge, les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas

significativement différentes à p> 0,05) (Les séries traitées au jour zéro ont été dosées 6 heures

après).

3.4.2. Taux de glucides totaux corporels

L’évolution du contenu en glucides présente une diminution significative entre la série

témoin et les séries traitées (CL10 et CL25) dès les premières heures après traitement (Tableau

25, Fig. 10). Au cours du développement nymphal, le taux de glucides de la série témoin

diminue significativement à 1 et 2 jours (p< 0,05). Inversement, pour les pupes traitées avec la

CL25, ce taux augmente significativement jusqu’au 2ème jour après traitement puis baisse de

manière non significative (p> 0,05), alors que chez la série traitée à la CL10 le taux ne varie pas

significativement au cours du temps. L’analyse de la variance révèle un effet âge significatif

(p< 0,05) et un effet traitement non significatif (p> 0,05), mais elle révèle une interaction

âge/traitement hautement significative (p< 0,001) (Tableau 26).



Tableau 25 : Taux de glucides corporels (µg/mg de tissu) au cours du développement nymphal

de D. melanogaster (m ± SD ; n= 5 répétitions chacune correspondant à un pool de 4 pupes ;

pour un même traitement, les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas

significativement différentes, tandis que pour un même âge les moyennes suivies d’une même

lettre en majuscule ne sont pas significativement différentes à p> 0,05).

Traitement
Ages (jours)

0 1 2 3

Témoin
39,53 ± 4,1 a

A
27,98 ± 1,1 b

A
28,13 ± 1,1 cb

A
32,82± 4,1 ab

A

CL10
30,41 ± 0,77 a

B
29,06 ± 1,1 a

A
32,05 ± 1,8 a

A
30,01 ± 1,8 a

A

CL25
22,82 ± 0,75 a

C
28,43 ± 1,5 b

A
38,42 ± 1,8 cd

B
34,64 ± 0,48 d

AB

Tableau 26 : Analyse de la variance à deux critères de classification (âge, traitement) des

données sur le taux de glucides corporels (µg/mg de tissu) chez les pupes de D. melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs p
Ages 3 177,95 59,32 2,83 0,048 *
Traitement 2 30,40 15,20 0,72 0,490
Interaction Ages / traitement 6 996,16 166,03 7,91 0,001 ***
Erreur résiduelle 48 1007,34 20,99 - -
Totale 59 2211,85 - - -



Figure 10. Evolution du taux de glucides corporels (µg/mg de tissu) au cours du

développement nymphal de D. melanogaster (m ± SD, n = 5 répétitions de groupes de 4 pupes

chacun; pour un même âge les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas

significativement différentes à p> 0,05) (Les séries traitées au jour zéro ont été dosées 6 heures

après).

3.4.3. Taux de protéines totales corporelles

Les taux de protéines diminuent dans les trois séries témoins et traitées au cours du

développement nymphal (Tableau 27, Fig. 11). Chez les témoins, le taux de protéines augmente

significativement (p< 0,001) à 1 jour puis diminue significativement à 2 jours (p< 0,001). Chez

les pupes traitées, on remarque une même évolution des taux de protéines au cours du temps

par rapport à ceux des témoins mais avec des valeurs inférieures. 3 jours après le traitement, les

valeurs observées pour les trois séries sont en baisse par rapport au témoin à 0 jour. La

comparaison des valeurs de chaque âge entre elles révèle une diminution hautement

significative (p< 0,001) à 1 jour seulement. L’analyse de la variance révèle des effets âge et

traitement hautement significatifs (p< 0,001) ainsi qu’une interaction âge/traitement

significative (P< 0,05) (Tableau 28).



Tableau 27 : Taux de protéines corporels (µg/mg de tissu) au cours du développement

nymphal  de D. melanogaster (m ± SD ; n= 5 répétitions chacune correspondant à un pool de 4

pupes ; pour un même traitement, les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont

pas significativement différentes, tandis que pour un même âge les moyennes suivies d’une

même lettre en majuscule ne sont pas significativement différentes à p>0,05).

Traitement
Ages (jours)

0 1 2 3

Témoin
77,08 ± 1,4 a

A
91,23 ± 1,7 b

A
56,72 ± 2,9 c

A
58,9 ± 5,0 d

A

CL10
67,82 ± 4,2 a

A
76,63 ± 1,6 a

B
53,87 ± 3,0 b

AB
41,30 ± 3,3 c

B

CL25
55,53 ± 2,3 a

B
67,26 ± 0,80 b

C
48,79 ± 1,9 a

B
46,24 ± 4,0 a

AB

Tableau 28 : Analyse de la variance à deux critères de classification (âge, traitement) des

données sur le taux de protéines (µg/mg de tissu) chez les pupes de D. melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs p
Ages 3 8148,9 2716,3 63,47 0,001***
Traitement 2 2841,7 1420,9 33,20 0,001***
Interaction Ages / traitement 6 776,9 129,5 3,03 0,014 *
Erreur résiduelle 48 2054,3 42,8 - -
Totale 59 13821,9 - - -



Figure 11 . Evolution du taux de protéines corporels (µg/mg de tissu) au cours du

développement nymphal  de D. melanogaster (m ± SD, n = 5 répétitions de groupes de 4 pupes

chacun; pour un même âge les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas

significativement différentes à p>0,05) (Les séries traitées au jour zéro ont été dosées 6 heures

après).

3.5. Effet sur le taux de malondialdéhyde

Les taux de malondialdéhyde (MDA) ont été déterminés chez les séries témoins et

traitées au cours du développement nymphal selon la méthode de Draper & Hadley (1990). Les

résultats sont représentés dans le tableau 29 et la figure 12. Chez les témoins, le taux de MDA

ne varie  pas significativement (p> 0,05) au cours du temps. Tandis que les résultats obtenus

chez les séries traitées montrent une augmentation immédiate à 0 jour (quelques heures

seulement après traitement) et est non significative (p> 0,05). Au 1er jour les taux continuent a

augmenter d’une manière très significative (p< 0,01) avec la CL25. Cette évolution diminue de

manière non significative (p > 0,05) au 2ème jour pour finalement se stabiliser au  3ème jours.

L’analyse de la variance montre un effet traitement très significatif (F2,60 = 2,10; p< 0,01) ; les

résultats indique également une différence significative chez la série traitée (CL25)  entre les

pupes âgées d’un jour et celles de 3 jours (Tableau 30).



Tableau 29 : Taux de MDA (µM/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster (m ±

SD ; n= 6 répétitions chacune correspondant à un lot de 4 pupes; pour un même traitement, les

moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas significativement différentes,

tandis que pour un même âge, les moyennes suivies d’une même lettre en majuscule ne sont

pas significativement différentes à p> 0,05).

Traitement
Ages (jours)

0 1 2 3

Témoin
0,08 ± 0,03 a

A
0,086 ± 0,03 a

A
0,082 ± 0,03 a

A
0,087 ± 0,03 a

A

CL10
0,117 ± 0,04 a

A
0,123 ± 0,04 a

A
0,100 ± 0,05 a

A
0,082 ± 0,02 a

A

CL25
0,121 ± 0,04 a

A
0,159 ± 0,03 ab

B
0,111 ± 0,05 a

A
0,105 ± 0,02 ac

A

Tableau 30 : Analyse de la variance à deux critères de classification (âge, traitement) des

données sur le taux de MDA (µM/mg de protéines) des pupes de D. melanogaster.

Sources de variation ddl SCE CM Fobs p
Ages 3 0,0098 0,0032 6,31 0,110
Traitement 2 0,0196 0,0098 2,10 0,003**
Interaction Ages / traitement 6 0,0069 0,0011 0,74 0,617
Erreur résiduelle 60 0,0935 0,0015 - -
Totale 71 0,1300 - - -



Figure 12. Effet du spiromesifen sur le taux de MDA (µM/mg de protéines) au cours du

développement nymphal  de D. melanogaster (m ± SD, n = 6 répétitions de groupes de 4 pupes;

pour un même âge les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement

différentes à p> 0,05).

3.6. Effet sur la biométrie de l’ovaire

L’effet du spiromesifen a été envisagé par application topique sur les pupes

nouvellement éxuviées de D. melanogaster aux doses sublétales CL10 et CL25. Le poids frais

des ovaires, le nombre d’ovocytes par paire d’ovaires, la longueur (L), la largeur (l) et le

volume (V) de l’ovocyte basal ont été déterminés sur des femelles témoins et traitées âgées de 4

jours après leur émergence (âge de maturité sexuelle) (Tableau 31, Fig. 13).

Le traitement provoque une diminution marquée du poids moyen des ovaires ; on note

une moyenne de 0,31 ± 0,028 mg chez la série traitée à la CL10 et de 0,22 ± 0,025 mg chez la

série traitée à la CL25, comparativement aux témoins avec 0,62 ± 0,036 mg. L’analyse de la

variance indique un effet traitement significatif (F2, 27 = 49,33; p < 0,001). Le spiromesifen

induit une réduction de manière significative du nombre d’ovocytes par paire d’ovaires par

rapport aux témoins et la comparaison des séries traitées entre elles présentent également une

différence significative. L’analyse de la variance révèle un effet traitement hautement

significatif (F2, 27 = 94,04 ; p < 0,001). Les deux doses testées réduisent également de manière



significative la longueur de l’ovocyte basal comparativement aux témoins. L’analyse de la

variance révèle un effet traitement significatif (F2, 27 = 54,09 ; p < 0,001). Le traitement entraîne

également une réduction significative de la largeur de l’ovocyte basal dans les séries traitées

comparativement à la série témoin. L’analyse de la variance révèle un effet traitement

hautement significatif (F2, 27 = 29,75 ; p < 0,001). Ces anomalies biométriques affectent le

volume de l’ovocyte basal. Puisque l’analyse de la variance indique un effet traitement

significatif (F2, 27 = 26,53 ; p < 0,001).

Tableau 31 : Effet du spiromesifen (µg/pupe) administré par application topique à l’exuviation

nymphale de D. melanogaster sur la biométrie de l’ovaire (m ± SD, n = 10).

Paramètres Témoin CL10 CL25

Poids des ovaires (mg) 0,62 ± 0,036 A 0,31 ± 0,028 B 0,22 ± 0,025 C

Nombre d’ovocyte 31,70 ± 0,68 A 21,20 ± 0,65 B 17,60 ± 0,91 C

Longueur (μm) 495 ± 19 A 337 ± 16 B 274 ± 10 C

Largeur (μm) 238 ± 15 A 142 ± 8,1 B 111 ± 8,5 C

Volume  (mm3) 0,01558 ± 0,0024 A 0,00381 ± 0,00068 B 0,00190 ± 0,00034C



A

B

C



Figure 13 . Effet du spiromesifen (µg/pupe) administré par application topique chez les pupes

de D. melanogaster sur la biométrie de l’ovaire des femelles âgées de 4 jours: poids des ovaires

(A); nombre d'ovocytes par paire d'ovaires (B) ; longueur de l’ovocyte basal (C) ; largeur de

l’ovocyte basal (D) ; volume de l’ovocyte basal (E) (m ± SD; n =10).

D

E



3.7. Effet sur les protéines ovariennes

3.7.1. Taux des protéines ovariennes

Concernant les protéines ovariennes, le spiromesifen affecte leur taux avec un effet

dose-réponse significatif par rapport aux lots témoins. Les résultats relatifs aux trois séries sont

représentés dans le tableau 32 et la figure 14. L’analyse de la variance révèle un effet traitement

significatif (F2, 27 = 20,71 ; p < 0,001) (Tableau 33).

Tableau 32 : Effet du spiromesifen (µg/pupe) administré par application topique à l’exuviation

nymphale de D. melanogaster sur le taux de protéines ovariennes (m ± SD, n = 10; (µg/mg de

tissu).

Témoin CL10 CL25

87,41 ± 2,9 A 74,08 ± 2,1 B 62,20 ± 3,2 C

Figure 14 . Effet du spiromesifen sur le taux des protéines ovariennes (µg/mg de tissu) chez les

adultes femelles de D. melanogaster après traitement des pupes (m ± SD ; n = 10).



Tableau 33 : Analyse de la variance à un critère de classification (traitement) des données sur

le taux de protéines ovariennes de D. melanogaster.

Sources ddl SCE CM Fobs P
Traitement 2 3175.2 1587.6 20.71 0,001***
Erreur résiduelle 27 2070.1 76.7
Totale 29 5245.4

3.7.2. Analyse électrophorétique des protéines ovariennes

Le traitement des pupes nouvellement éxuviées de D. melanogaster par application

topique aux doses sublétales CL10 et CL25 du spiromesifen a permis d’analyser le profil

élecrophorétique sur PAGE-SDS des protéines ovariennes sur les drosophiles âgées de 4 jours

selon le procédé de (Laemmli, 1970). Les poids moléculaires des protéines ovariennes ont été

déterminés d’après une courbe de référence exprimant les logarithmes décimaux des poids

moléculaires des protéines standards en fonction de leur  mobilité relative (Rf) (Tableau 34,

Fig. 15).

Tableau 34 : Poids moléculaire et mobilités relatives des fractions protéiques des protéines

standards (référence 161-0373, Bio-Rad, France).

Protéines standards PM (KDa) Rapport frontal

Bovine serum albumin (BSA) 66,200 0,18

Ovalbumin 45 0,41

Bovine carbonic anhydrase 31 0,62

Soybean trypsin inhibitor 21,500 0,79

Lysozyme 14,400 0,95



Figure 15 . Courbe de référence exprimant le logarithme décimal du poids moléculaire (KDa)

des protéines standards en fonctions de leurs mobilités relatives (a : Bovine serum albumin; b :

Ovalbumin ; c : Bovine carbonic anhydrase ; d : Soybean trypsin inhibitor ; e : Lysozyme).

Le profil électrophorétique des protéines ovariennes chez D. melanogaster montre la

présence de 11 fractions protéiques chez les témoins (T) dont les poids moléculaires varient de

14,66 à 61,12 kDa, 10 fractions chez les traitées à la dose sublétale CL10 avec l’absence de la

fraction 2 (PM 44,03 kDa) et la présence de 6 fractions chez les traitées à la dose sublétale CL25

avec l’absence des fractions 2, 3,4, 10 et 11 (PM 44,03 ; 37,36 ; 34,43 ; 19,38 ; 14,66 kDa)

(Tableau 35 et Fig. 16).



Figure 16. Séparation élecrophorétique sur PAGE-SDS (12,5%) des protéines ovariennes de D.

melanogaster âgées de 4 jours après traitement des pupes nouvellement exuviées. A : protéines

standards (a : Bovine serum albumin (BSA) ; b : Ovalbumin ; c : Bovine carbonic anhydrase ;

d : Soybean trypsin inhibitor ; e : Lysozyme ) ; T : femelles témoins ; CL10 : femelles traitées à

la dose sublétale CL10 ; CL25 : femelles traitées à la dose sublétale CL25. (Tête flèche : Position

des bandes manquantes).

A         T        CL10 CL 25

a (66,2 KDa) -

b (45,0 KDa) -

c (31,0 KDa) -

d (21,5 KDa) -

e (14,4 KDa) -



Tableau 35 : Poids moléculaire (PM,  kDa) des différentes fractions protéiques des ovaires de

D. melanogaster femelles âgées de 4 jours traité par le spiromesifen aux doses sublétales CL10

et CL25.

Fraction PM (kDa) Témoin CL 10 CL 25

1 61,12 + + +

2 44,03 + 0 0

3 37,36 + + 0

4 34,43 + + 0

5 31,71 + + +

6 26,91 + + +

7 24,79 + + +

8 22,84 + + +

9 21,04 + + +

10 19,38 + + 0

11 14,66 + + 0

PM : Poids moléculaire ; + : Fraction présente ; 0 : Fraction absente ; T : Témoin ; CL10 et
CL25 : Doses sublétales.

3.8. Effet sur le développement de la descendance et la reproduction

Dans nos conditions expérimentales (température 25°C, photopériode de 12 heures de

jour (7h-19h) et 12 heures de nuit et humidité relative à 70%) un suivi régulier des pontes de D.

melanogaster a permis non seulement de déterminer la durée de développement des différents

stades larvaires (L1, L2 et L3) et le stade nymphal mais aussi d’évaluer le potentiel reproducteur

de chaque femelle étudiée durant 5 jours après émergence (dénombrement des œufs, des larves

du 3ème stade , des pupes et des adultes) .

3.8.1 Effet du spiromesifen sur le développement

Après éclosion des œufs déposés par les femelles dans les milieux de cultures, on

observe 3 stades larvaires (L1, L2 et L3)  qui mettent en moyenne 5,75 ± 0,04 jours pour les

témoins durant lesquels la larve ne cesse de se nourrir. La comparaison entre la série témoin et

les séries traitées (CL10 et CL25) montre qu’in n y a pas de différences significatives (p> 0,05)

(Tableau 36). Le 3ème stade larvaire se termine par une phase d’errance durant laquelle la larve



cesse de se nourrir, s’immobilise et forme le puparium marquant ainsi le début du stade

nymphal qui dure en moyenne 4,77 ± 0,05 jours pour les témoins. La comparaison entre les

trois séries (Témoin, CL10 et CL25) indique qu’il n’y pas de différences significatives (p> 0,05).

Tableau 36: Effet du spiromesifen (µg/pupe) administré par application topique à l’exuviation

nymphale de D. melanogaster sur la durée du développement des stades larvaire et nymphal (m

± SD, n = 6 couples ; pour un même stade, les moyennes suivies d’une même lettre en

minuscule ne sont pas significativement différentes p˃ 0,05)

Durée (jours) Traitement

Témoin CL10 CL25

Stades larvaires (L1,L2,L3) 5,75 ± 0,04 a 5,73 ± 0,06 a 5,74 ± 0,05 a

Stade nymphal 4,77 ± 0,05 a 4,75 ± 0,07 a 4,82 ± 0,10 a

3.8.2. Effet sur le potentiel reproducteur

D’après les résultats obtenus sur les couples des drosophiles étudiés, on note une

perturbation sur l’ensemble du potentiel reproducteur des femelles traitées (CL10 et CL25)

comparativement aux témoins (Tableau 37). En effet le dénombrement des œufs déposés par

les femelles témoins est de 175,33±4,84 œufs/femelle, ce nombre est réduit significativement

(p< 0,001) par le spiromesifen puisqu’il atteint 146,67±6,02 œufs/femelle à la dose sublétale

CL10 et seulement 128,50±2,59 œufs/femelle à la dose sublétale CL25 ; l’analyse de la variance

révèle un effet traitement significatif (F2,15 = 151,06 ; p < 0,001). De même pour l’effet du

traitement sur le nombre moyen des larves de troisième stade (L3) qui révèle une réduction

significative par rapport à la série témoin (p< 0,001) et l’analyse de la variance révèle un effet

traitement significatif (F2,15 = 175,01 ; p < 0,001). Les résultats indiquent également un nombre

moyen des pupes issues de la dernière mue larvaire de 161±7,80 pupes/femelle chez la série

témoin, ce  nombre est également affecté significativement par le traitement (p< 0,001) ; on

note 124±7,40 pupes/femelle à la dose sublétale CL10 et uniquement 96,17±2,93 pupes/femelle

à la dose sublétale CL25 ; l’analyse de la variance révèle un effet traitement significatif (F2, 15 =

153,35; p < 0,001).

Les perturbations provoquées par l’effet du spiromesifen sur les stades immatures de la

drosophile provoquent une diminution significative sur le  nombre total des adultes émergés



entre les trois séries [(témoin vs CL10, témoin vs CL25 et CL10 vs CL25) p< 0,001] et l’analyse de

la variance révèle un effet traitement significatif (F2, 15 = 120,74 ; p < 0,001).

De plus, le nombre de femelles témoins est significativement élevé (p < 0,001) par

rapport à celui des femelles traitées (CL10 et CL25). De même pour les mâles où le nombre des

témoins est significativement supérieur (p < 0,001) aux mâles traités (CL10 et CL25). D’autre

part si on compare le nombre des femelles et des mâles, on constate des fréquences

significativement élevées à l’avantage des femelles (p< 0,001) puisqu’on compte pour les

femelles ( témoins : 109,50±4,23 ; CL10 : 82,00±5,44 ; CL25 : 61,33±5,39) alors que le nombre

des mâles enregistré dans chaque série est relativement faible ( témoins : 49,50±6,12 ; CL10 :

35,50±5,68 ; CL25 : 23,67±4,08). L’analyse de la variance révèle des différences significatifs

pour l’effet traitement (F2,30 = 151,89; p < 0,001), l’effet sexe (F1,30 = 764,90; p < 0,001) et

l’interaction traitement, sexe (F2,30 = 13,97; p < 0,001).

Tableau 37 : Effet du spiromesifen (µg/pupe) administré par application topique à l’exuviation

nymphale de D. melanogaster sur le potentiel reproducteur (m ± SD, n = 6 couples; pour un

même stade les moyennes suivies d’une même lettre en majuscule ne sont pas significativement

différentes à p> 0,05. Tandis que pour les différents sexes, les moyennes suivies d’une même

lettre en minuscule ne sont pas significativement différentes à p> 0,05).

Traitements
Nombre

Œufs Larves (L3) Pupes Adultes Mâles Femelles Sex-ratio

Témoin
175,33±4,84

A
166,17±5,88

A
161,00±7,80

A
159,00±9,47

A
49,50±6,12a

A
109,50±4,23b

A
0,451± 0,046

A

CL10
146,67±6,02

B
134,83±5,60

B
124,00±7,40

B
117,50±9,31

B
35,50±5,68a

B
82,00±5,44b

B
0,433 ± 0,065

A

CL25 128,50±2,59
C

108,33±4,50
C

96,17±2,93
C

85,00±5,37
C

23,67±4,08 a
C

61,33±5,39 b
C

0,390 ± 0,083
A



3.9. Analyse des hydrocarbures cuticulaires

La caractérisation des hydrocarbures cuticulaires (HCs) chez les adultes vierges âgés de

4 jours (âge de maturité sexuelle) issus du traitement des pupes, indique des perturbations

observées sur la qualité et la quantité de ces composés.

3.9.1. Effet du spiromesifen sur les femelles

Le spiromesifen affecte le profile cuticulaire chez les femelles traitées (CL10 et CL25)

puisqu’elles possèdent des quantités totales d’HCs (774 ng/femelle et 677 ng/femelle

respectivement) plus faibles que celles des femelles témoins (1058 ng/femelle) mais de manière

non significative (Tableau 38 et Fig. 17). L’analyse de la variance révèle un effet traitement

non significatif pour l’ensemble des composés entre femelles témoins et traitées (F2,72 = 1,84; p

= 0,167). On note, une diminution dans la quantité  relative à chaque composé d’HCs entre les

femelles témoins et traitées et on enregistre une différence significative (test t de Student) entre

elles (témoins et traitées)  pour 6 HCs (le 7,11-TD , le 9-T, le 7,11-PD, le  7-P, le n-C27 et le

31-Br).

Chez les femelles témoins, les composés diènes (le 7,11-TD, le 9,13-PD, le 7,13-PD, le

5,9-PD, le 9,13-HD, le 7,11-HD, le 9,13-ND et le 7,11-ND) sont majoritaires et représentent

39,8 % des HCs quantifiés. Ces pourcentages diminuent chez les femelles traitées avec 34,9 %

pour les doses CL10 et 34,2 % après traitement à des doses CL25.

3.9.2. Effet du spiromesifen sur les mâles

Après traitement, les quantités totales des HCs chez les mâles sont également réduites

mais de manière non significative. On enregistre, 1041 ng/mâle pour les témoins, 743 ng/mâle

pour les traités avec la dose sublétale CL10 contre seulement 613 ng/mâle pour les traités avec la

dose sublétale CL25 (Tableau 39 et Fig. 18). L’analyse de la variance montre un effet traitement

non significatif entre les mâles témoins et traités pour l’ensemble des composés (F2, 72 = 2,49; p

=0,09). Cette réduction est également observée au niveau des quantités d’HCs de chaque

composé entre les mâles témoins et traités (CL10 et CL25) mais de manière non significative

(p>0,05) sauf pour 9 HCs (test « t » de Student) (le 23-Br, le 9-T, le 5-T, le n-C23, le 24-Br, le

9-P, le 7-P, le 27-Br et le n-C27).



Chez les mâles témoins, les monoènes (le 7-D, le 9-T, le 7-T, le 5-T, le 7-Te, le 9-P, le

7-P, le 5-T et le 7-H) sont majoritaires et représentent 42,2 % des HCs quantifiés. Après

traitement, ces pourcentages varient peu 41,7 % avec les doses CL10 et 38,9 % après traitement

à des doses CL25.

3.9.3. Comparaison entre les femelles et les mâles

Si on compare la qualité des HCs entre les femelles (témoins et traitées) et les mâles

(témoins et traités), on constate, chez les femelles 28 HCs quantifiés qui sont majoritaires en

composés diènes. Tandis que, les mâles possèdent 26 HCs et leur profil est caractérisé par la

présence des composés monoènes et du CVA (Tableau 38 et 39).

D’autre part, la comparaison des quantités totales d’HCs entre les deux sexes (témoins

et traités) restent proches et l’analyse de la variance des composés en communs entre mâles et

femelles  révèle des effets : traitement (F2, 90 = 2,65; p =  0,07), sexe (F1, 90 = 0,02; p= 0,885) et

interaction traitement-sexe (F2, 90 = 0,01; p= 0,990) non significatifs.



Tableau 38 : Effet du spiromesifen sur les HCs des femelles (m±SEM; ng/femelle; %/femelle; pour un

même composé, les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes à p>

0,05).

Pic Abréviation Nom
Quantité Pourcentage

Témoin
(n=21)

CL10
(n=13)

CL25
(n=20)

Témoin CL10 CL25

1 n-C21 n-Heneicosane 9±4 a 4±1 a 4±1 a 1,5 0,3 0,3

2 n-C22 n-Docosane 7±2 a 8±3 a 5±1 a 0,4 1,0 0,3

3 7,11-TD (Z,Z)-7,11-Tricosadiene 14±2 a 6±1 bc 7±1 c 1,4 0,5 1,0

4 9-T (Z)-9-Tricosene 54±9 a 28±6 bc 27±5 c 4,1 2,3 4,8

5 7-T (Z)-7-Tricosene 10±7 a 4±2 a 3±1 a 0,6 0,3 0,2

6 5-T (Z)-5-Tricosene 9±4 a 5±1 a 5±1 a 0,6 0,4 0,5

7 n-C23 n-Tricosane 103±16 a 79±14 a 75±13 a 8,5 6,3 7,4

8 n-C24 n-Tetracosane 19±8 a 8±2 a 9±1 a 1,1 1,7 2,6

9 9,13-PD (Z,Z)-9,13-Pentacosadiene 8±5 a 2±1 a 2±1 a 2,1 0,2 0,4

10 7,11-PD (Z,Z)-7,11-Pentacosadiene 29±6 a 21±5 b 17±3 ab 3,1 1,7 2,0

11
5,9-PD

+25-Br
+ 9-P

(Z,Z)-9,5-Pentacosadiene
2-Methyltetracosane
(Z)-9-Pentacosene

72±12 a 47±12 a 45±11 a 7,4 7,0 7,8

12 7-P (Z)-7-Pentacosene 100±14 a 60±13 bc 56±13 c 8,2 7,8 8,6

13 5-P (Z)-5-Pentacosene 12±3 a 10±2 a 9±2 a 0,7 0,8 0,6

14 n-C25 n-Pentacosane 97±15 a 85±17 a 82±14 a 11,5 13,2 13,4

15 9,13-HD (Z,Z)-9,13-Heptacosadiene 14±6 a 5±2 a 4±1 a 0,9 0,4 0,4

16 7,11-HD (Z,Z)-7,11-Heptacosadiene 65±19 a 53±16 a 54±18 a 16,7 16,4 14,8

17 27-Br
+ 9-H

2-Methylhexacosane
(Z)-9-Heptacosene

33±6 a 30±5 a 27±4 a 3,1 2,4 4,4

18 7-H (Z)-7-Heptacosene 75±11 a 61±14 a 51±10 a 5,8 6,0 6,3

19 n-C27 n-Heptacosane 64±8 a 47±9 ab 43±6 b 4,7 7,3 4,6

20 28-Br 2-Methylheptacosane 10±7 a 9±6 a 6±3 a 0,6 1,6 1,1

21 9,13-ND (Z,Z)-9,13-Nonacosadiene 18±9 a 3±1 a 2±1 a 1,0 1,3 1,1

22 7,11-ND (Z,Z)-7,11-Nonacosadiene 87±13 a 76±14 a 56±10 a 7,2 7,4 6,7

23 29-Br 2-Methyloctacosane 80±11 a 71±9 a 55±8 a 4,8 6,9 5,9

24 n-C29 n-Nonacosane 27±9 a 22±8 a 12±2 a 1,6 2,7 2,0

25 31-Br 2-Methyltriacontane 40±7 a 30±6 ab 22±4 b 2,4 4,1 2,9

Total 1058±76 774±55 677±52



Figure 17. Profil des hydrocarbures cuticulaires chez les femelles adultes de D.melanogaster.

Figure 18. Profil des hydrocarbures cuticulaires chez les mâles adultes de D.melanogaster.



Tableau 39 : Effet du spiromesifen sur les HCs des mâles (m±SEM; ng/mâle; %/mâle ; pour un

même composé, les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes à

p> 0,05).

Pic Abréviation Nom
Quantité Pourcentage

Témoin
(n=20)

CL10
(n=14)

CL25
(n=20)

Témoin CL10 CL25

1 n-C21 n-Heneicosane 14±5 a 7±2 a 5±1 a 2,0 0,4 0,4
2

CVA (Z)-11-Vaccenyl Acetate 28±7 a 21±7 a 16±3 a 11,1 12,0 9,7
3 7-D (Z)-7-Docosene 26±9 a 15±10 a 14±4 a 2,0 4,2 1,9
4 n-C22 n-Docosane 39±12 a 24±5 a 15±4 a 2,0 1,5 1,2
5 23-Br 2-Methyldocosane 28±9 a 18±7 ab 7±2 b 1,4 1,1 0,6
6 9-T (Z)-9-Tricosene 44±7 a 34±7 ab 27±3 b 2,2 2,1 2,1
7 7-T (Z)-7-Tricosene 48±19 a 44±17 a 44±15 a 14,6 16,1 17,2
8 5-T (Z)-5-Tricosene 25±3 a 21±4 ab 16±2 b 1,2 1,3 1,2
9 n-C23 n-Tricosane 115±16 a 71±19 ab 66±15 b 7,3 9,1 10,3
10 24-Br 2-Methyltricosane 17±5 a 6±1 ab 4±1 b 0,9 0,4 0,5
11 7-Te (Z)-7-Tetracosene 12±4 a 10±4 a 6±1 a 7,0 4,3 0,7
12 n-C24 n-Tetracosane 20±8 a 13±3 a 10±3 a 2,4 1,8 2,2
13 25-Br 2-Methyltetracosane 13±3 a 10±3 a 8±4 a 0,7 1,1 1,4

14 9-P (Z)-9-Pentacosene 83±11 a 59±11 ab 49±6 b 4,9 3,7 4,4

15 7-P (Z)-7-Pentacosene 147±19 a 85±15 bc 75±13 c 8,6 8,2 9,9
16 5-P (Z)-5-Pentacosene 7±2 a 6±2 a 3±1 a 1,2 0,5 0,4
17 n-C25 n-Pentacosane 45±9 a 38±9 a 29±5 a 12,1 5,2 6,0
18 26-Br 2-Methylpentacosane 19±8 a 11±4 a 9±3 a 0,9 0,7 0,8
19 27-Br

+ 9-H
2-Methylhexacosane
(Z)-9-Heptacosene

94±10 a 81±13 ab 66±8 b 4,7 6,5 6,5

20 7-H (Z)-7-Heptacosene 11±3 a 9±5 a 7±2 a 0,5 1,3 1,1
21 n-C27 n-Heptacosane 37±4 a 25±4 bc 19±3 c 1,9 3,1 3,5
22 28-Br 2-Methylheptacosane 45±15 a 34±15 a 24±12 a 3,2 3,1 3,1
23 29-Br 2-Methyloctacosane 76±8 a 61±12 a 58±8 a 3,8 5,8 7,1
24 n-C29 n-Nonacosane 16±4 a 13±4 a 8±2 a 1,1 3,0 3,8
25 31-Br 2-Methyltriacontane 31±5 a 29±7 a 28±5 a 2,3 3,4 4,0

Total 1041±72 743±56 613±35



4. DISCUSSION

4.1. Toxicité à l'égard des pupes

De par leurs objectifs et mode d'action, les insecticides utilisés dans le milieu naturel

ont un impact écologique plus ou moins important selon leur efficacité, leur toxicité plus ou

moins ciblée et leur rémanence dans l'environnement. Ainsi, l'usage des pesticides

conventionnels de manière prolongée, intensive, répétée et non spécifique a provoqué non

seulement des altérations de l’environnement, mais aussi des perturbations au niveau de

plusieurs systèmes physiologiques (croissance, reproduction et métabolisme) chez les

organismes non visés (Gagné et al., 1999). Ces produits ont conduit également au

développement de nouvelles espèces de nuisibles et l'apparition de souches résistantes (Dong

et al.,1998 ; Valles et al., 2000 ; Fulton & Key, 2001 ; Palumbo et al., 2001 ; Yu et al., 2003 ;

Wang et al., 2004 ; Kristensen et al., 2005 ; Swanton et al., 2011).

Par conséquent, les agences  spécialisées ont instauré des systèmes complexes

d'homologation; des organismes de suivi et de contrôle ont établi des conditions préalables

avant toute mise sur le marché d'un produit nouveau. Des données sur la toxicité chronique et

aiguë de la molécule vis-à-vis des mammifères, des poissons et des abeilles, par exemple, ses

voies de dégradation et son devenir dans l'environnement sont nécessaires. Ces programmes

furent lancés d’une part pour le suivi des résidus de pesticides et leur persistance dans l'eau, le

sol mais aussi leur bioaccumulation le long des chaînes alimentaires ; d’autre part, pour éviter

la résistance des nuisibles. Ainsi, des composés alternatifs aux pesticides conventionnels sont

développés, moins toxiques et plus spécifiques, capables d’interférer spécifiquement sur le

développement de l’insecte (Dhadialla et al., 2005 ; Bruneton, 2009).

Parmi ces molécules, le spiromesifen est classé dans le groupe 23 selon l’Insecticide

Resistance Action Committee (2005). Du fait de son importance dans le programme de

gestion de la résistance (Horowitz & Ishaaya, 2004 ; Ishaaya & Horowitz, 2007) et de son

mode d’action sur la synthèse des lipides via l'inhibition de l’acétyl-CoA carboxylase (Nauen

et al., 2005) et de sa faible toxicité à l’égard des espèces d’Arthropodes non ciblées,

notamment les abeilles (Nicolaus et al., 2005) ou les prédateurs (Planes et al., 2013), le

spiromesifen constitue une alternative prometteuse. Ce nouveau produit synthétique dérivé

des acides tétroniques  spirocycliques est utilisé pour lutter contre certains ravageurs de



cultures comme les acariens et les aleurodes (Bretschneider et al., 2003 ; Nauen & Konanz,

2005) et est plus efficace à tous les stades immatures y compris les œufs par contact et par

ingestion (Dekeyser, 2005 ; Prabhaker et al., 2008). Sharma et al., (2007) révèlent que la

persistance du spiromesifen dans le sol varie de nulle à modérée, selon les caractéristiques du

sol ; il est légèrement persistant dans l’eau et compte tenu de sa faible volatilité, les résidus du

produit ne se trouvent pas dans l’air. Cette même équipe indique également, que les résidus

du spiromesifen n'ont pas été détectés dans les échantillons de cultures et dans le sol après 15

jours de son application. De plus, les travaux de Palumbo (2009) montrent que le

spiromesifen et le buprofezin ne sont pas des contaminants pour les végétaux.

Notre étude sur le spiromesifen a été réalisée sur les pupes de D. melanogaster. Ainsi,

les paramètres de létalité ont été déterminés et les différentes concentrations létales (μg/pupe)

en application topique précisées : CL50 = 72,82 et CL90 = 247,2. La molécule manifeste une

activité insecticide à l’égard des pupes de D. melanogaster avec une relation dose-réponse

significative. Ces résultats sont similaires aux travaux antérieurs portant sur la toxicité chez

les œufs, les larves et les adultes de B. tabaci biotype B (aleurode de la patate douce) ; les

résultats indiquent des taux de mortalité chez les adultes de B. tabaci de 40% ainsi que des

malformations des œufs et les larves néonates (Kontsedalov et al., 2008b ; Ghanim &

Kontsedalov, 2009). Un autre travail réalisé sur l’acarien T. urticae révèle des pourcentages

de femelles survivant au traitement variant selon la dose de l'ordre de 50% (180 mg/l), 45%

(18 mg/l), 51% (1,8 mg/l), 74% (0,18 mg/l), 96 % (0,018 mg/l) et 98% (0 mg/l) ; cependant,

les femelles traitées aux doses les plus élevées (180 et 18 mg/l) ne déposées pas d’œufs

(Marčić et al., 2009). Le spiromesifen utilisé en serre contre les mouches blanches et de

nombreuses espèces d’acariens (Tetranychus et Panonychus spp) est efficace à de très faibles

doses de 100 à 150 g/ha (Bretschneider et al., 2003).

L’effet toxique du spiromesifen a été évalué récemment sur d'autres espèces de

Diptères comme les larves du 4ème stade nouvellement exuviées de Culiseta longiareolata et

Culex pipiens et les résultats indiquent une toxicité avec une relation dose-réponse

significative; les DL50 obtenues sont 551,57 et 542,21 μg/l, respectivement (Bouabida, 2014).

Ces résultats sont similaires à ceux trouvés chez B. tabaci en appliquant le produit sur les

feuilles de coton en laboratoire (DL50 : 500 et DL90 : 1400 μg/l) (Kontsedalov et al., 2008).

Par ailleurs, le spiromesifen est extrêmement efficace contre B. tabaci biotype Q résistantes



au pyriproxyfen et aux insecticides néonicotinoïdes (Horowitz et al., 2004 ; Nauen & Konanz,

2005 ; Roditakis et al., 2009 ; Luo et al., 2010) ; mais aussi chez B. tabaci biotype B (Wang

et al., 2009; Schuster et al., 2010). Chez la même éspèce, le spiromesifen présente un effet

plus marqué sur les œufs et les stades larvaires, tandis que son effet est modéré sur les adultes

et les stades nymphaux (Nauen et al., 2003 ; Nauen & Konanz, 2005). La même molécule,

utilisée à différentes doses (0,0024; 0,024; 0,24; 2,4 et 24 mg/l) sur les plantes de tomates et

de pommes de terre disposées dans une cage entomologique, induit une mortalité des

nymphes chez Bactericera cockerelli (Hemiptera, Triozidae) (Tucuch et al., 2010).

D’autre part, l’application de deux mimétiques de l’hormone de mue, le

méthoxyfénozide et l’halofénozide a pu mettre en évidence des toxicités à l’égard de deux

espèces de moustiques : Culex pipiens et Culiseta longiareolata avec une relation dose

réponse (Tine-Djebbar, 2009). D’autres travaux sur Culex pipiens utilisant l’alsystine, un

inhibiteur de la synthèse de la chitine montrent des effets toxiques avec des aberrations

morphologiques (Soltani et al., 1999). De même, l’effet d’un autre régulateur de croissance

analogue de l'hormone juvénile, le kinoprène utilisé à différentes concentrations (comprises

entre 162 ,5 et 650 µg/l) sur la même espèce de moustique révèle une activité insecticide sur

les larves de 4ème stade (Hamaidia & Soltani, 2014).

4.2. Impact sur la croissance et le développement

Les résultats obtenus au cours de notre étude réalisée par application topique de deux

doses sublétales (CL10 : 21,45 et CL25 : 39,53 μg/pupe) sur les pupes nouvellement exuviées

(sexes non séparés) révèlent une réduction du poids des pupes au cours du développement

nymphal à la concentration sublétale la plus élevée et à 1 jour seulement après traitement.

Très récemment, il a été mis en évidence par Testa et al. (2013) un dimorphisme sexuel au

niveau du poids chez les pupes de D. melanogaster, en déterminant le sexe par la présence ou

l’absence d’un chromosome X marqué hérité du père. Sachant que la durée du développement

et la masse corporelle de chaque stade (larve de 1er, 2ème et 3ème stade ; pupe ; adultes) étaient

enregistraient chaque 24h, ainsi le sexe des pupes a été déterminé et les femelles émergées

pèsent plus que les mâles. De plus, le profil de l’évolution du poids des pupes de cette étude

est similaire à la notre. En effet, nos résultats révèlent que le poids de la pupe témoin à 0 jour

est de 1,54 mg, ensuite  il diminue progressivement jusqu’à se stabiliser à 1,18 mg. L’impact



du spiromesifen (DL50 et DL90) chez les différents stades de C. longiareolata et C. pipiens

provoque une réduction de divers paramètres biométriques comme la largeur du thorax des

larves de 4ème stade, la largeur céphalothoracique des pupes, la longueur des ailes des adultes

ainsi que le poids et le volume corporel (Bouabida, 2014). De même, pour la caractérisation

morphométrique de certaines espèces de moustiques inventoriées dans la région de Tébessa,

les résultats ont révélé une augmentation significative du volume corporel et une diminution

du poids corporel des individus au cours des stades testés (Tine-Djebbar et al., 2011). Des

résultats similaires ont été obtenus suite à l'application d'un dérivé de la benzoylphenylurée

(Novarulon) avec notamment une réduction du poids corporel chez C. pipiens (Djeghader et

al., 2013) aussi chez C. longiareolata (Bouaziz et al., 2011). L’halofénozide, un agoniste de

l'hormone de mue perturbe également les paramètres biométriques des moustiques (Tine-

Djebbar, 2009). De plus, dans une étude utilisant deux agonistes (RH-2485 et RH-0345) sur

Harmonia axyridis (Coleoptera, Coccinellidae), une chute de poids des larves avec des mues

larvaires prématurées et des nymphoses incomplètes sont signalées (Carton et al., 2003).

Notre étude sur D. melanogaster ne révèle aucun effet significatif sur la durée du

développement nymphal induite par le spiromesifen. Des observations similaires ont été

signalées par Testa et al., (2013) sur la même espèce où le chromosome X été marqué et le

développement des différents stades suivi ; ainsi, ils ont constaté que la durée du stade

larvaire est d’environ 4 jours et de même pour le développement des pupes.

Le novaluron à la CL90 (inhibiteur de la synthèse de la chitine) chez des larves L3 et L4

de C. pipiens provoque une augmentation significative de la durée de développement larvaire

suivie par une diminution significative de la longévité des adultes et de la taille en fonction

des concentrations, ainsi que l’apparition de certains aspects morphologiques lors du

traitement (Djeghader et al., 2014).

4.3. Impact sur la composition biochimique des pupes

Des constituants biochimiques sont synthétisés dans le corps gras (Keely, 1985 ; Van

Hensden & Law, 1989) puis transportés vers les organes utilisateurs (Chino et al., 1981;

Dapporto et al., 2008; Zhou & Miesfeld, 2009 ) via l’hémolymphe (Downer, 1985 ; Keely,

1985). Les variations de ces métabolites s'observent pendant le cycle de mue, la vitellogénèse



et l'embryogénèse. En effet, durant ses différents stades évolutifs (stade larvaire, nymphal,

imaginal), des modifications métaboliques intenses liées aux systèmes hormonaux et

neurosécrétoires sont observées (Buck, 1953 ; Lamy, 1964 a ; Lamy, 1964 b ; Marty, 1968 ;

Lamy, 1969). Les lipides jouent un rôle primordial dans les processus de reproduction et de

développement des insectes où ils représentent 30 à 40% du poids sec des ovocytes (Allais et

al.,1964 ; Troy et al., 1975 ; Kawooya & Law, 1988 ; Briegel, 1990). De plus, les acides gras

sont connus pour faire partie de voies métaboliques importantes comme la synthèse de

phéromones ; ce sont des éléments constitutifs des phospholipides et des glycolipides qui eux-

mêmes sont des constituants des membranes lipidiques; ils représentent également un

réservoir énergétique important.

Chez D. melanogaster, le spiromesifen réduit rapidement la teneur en lipides corporels

totaux au cours du développement nymphal et ceci avec une relation dose-réponse, confirmant

ainsi son mécanisme d’action primaire sur la synthèse des lipides via l’inhibition de l’acétyl-

CoA carboxylase, une enzyme catalysant la carboxylation de l’acétyl-CoA en malonyl-CoA,

qui est une des première étapes de la biosynthèse des acides gras (Bretschneider et al., 2003 ;

Nauen et al., 2005). Chez Blatella germanica, une diminution des taux de lipides ovariens a

été obtenue après traitement avec l’acide borique, un insecticide inorganique (Kilani-

Morakchi et al., 2009) et avec l’halofenozide (agoniste des ecdystéroïdes) ou le méthoprène

(mimétique de l’hormone de mue) (Maïza et al., 2004) ainsi qu’avec l’indoxacarbe (groupe

des oxadiazines) (Maïza et al., 2010). Le méthoxyfenozide  provoque également une

diminution des taux de lipides ovariens après traitement des pupes d’E. kuehniella (Soltani-

Mazouni et al., 2012). L’étude menée sur certaines espèces de moustiques inventoriées dans

la région de Tébessa, d'importance médicale (Aedes caspius , C. pipiens , C. perexiguus et C.

theileri) ou vétérinaire (C. longiareolata et C. annulata) montre des différences significatives

dans la composition biochimique des larves L4 et des adultes mâle et femelle entre les espèces

testées au cours du cycle de vie. De plus, le genre Culex est le plus riche en réserves

métaboliques par rapport aux autres espèces inventoriées (Tine-Djebbar et al., 2011). Quant à

l’utilisation du novaluron chez C. longiareolata, il induit une perturbation dans la

composition biochimique avec l’augmentation des taux de glucides et lipides et une

diminution des taux corporels des protéines (Bouaziz et al., 2011).



Les glucides représentent l’élément énergétique principal de l’organisme. Les taux de

glycogène et de tréhalose dans les tissus et l’hémolymphe sont étroitement liés aux

événements physiologiques comme la mue et la reproduction (Wiens & Gilbert, 1968). Les

résultats obtenus avec le spiromesifen, montrent que ce dernier a un effet rapide sur le taux de

glucides et cause une diminution significative surtout avec la CL25. Par ailleurs,

l’halofénozide (RH0345) entraine une diminution des concentrations en glucides, chez

Anthonomus grandis (Thompson & Skorvovski, 1982) et chez B. germanica (Rouibi, 2002).

Les mêmes effets sont constatés chez Musca domestica avec l’altoside ou ZR-515 (analogue

de l’hormone juvénile) (Abou El-Ala et al., 1990). L’halofenozide et le méthoprène (Maiza et

al., 2004) et l’indoxacarbe (groupe des oxadiazines) (Maïza et al., 2010).diminuent les taux

de glucides chez B. germanica.

Les protéines jouent un rôle fondamental dans l'organisme de toutes les espèces

vivantes connues (Malher & Gordes, 1968). Elles sont impliquées dans diverses réactions et

assurent la catalyse biochimique et la régulation hormonale entre autres (Jacobe et al., 1961).

Notre expérimentation réalisée sur D. melanogaster indique que le spiromesifen, en

application topique sur les pupes nouvellement exuviées, réduit le taux de protéines avec un

effet temps et un effet dose significatifs. Les travaux de Stemberger & Gilbert (1985, 1987)

ont montré que le contenu en protéines est faible quand le volume corporel des espèces est

petit. Des résultats similaires obtenus chez plusieurs espèces traitées avec des IGRs tels que

les agonistes des ecdystéroïdes (RH 5849, RH 5992 et RH0345) révèlent une diminution du

contenu en protéines chez Spodoptera littoralis (Smagghe & Deggheele, 1992), Leptinotarsa

decemlineata (Smagghe et al., 1999), Tenebrio molitor (Soltani et al., 2002) et chez B.

germanica (Kilani-Morakchi et al., 2009) ainsi que le fénoxycarbe chez Locusta migratoria

(Dekort & Koopmanshap, 1991) et Bombyx mori (Monconduit & Mauchamp, 1998). D’autres

IGRs présentent des effets similaires chez T. molitor comme le KK42 (antagoniste de

l'hormone de mue) (Soltani-Mazouni et al., 2001), les analogues de l’hormone juvénile

comme le pyriproxyfène (Aribi et al., 2006) ou encore l’halofenozide, le méthoprène (Maiza

et al., 2004) et l’indoxacarbe (Maïza et al., 2010) chez B. germanica. Le méthoxyfenozide

(agoniste de l’ecdysone) cause quant à lui une diminution des taux de protéines des ovaires

des femelles d’E. kuehniella traitées au stade pupal (Soltani-Mazouni et al., 2012).



4.4. Impact sur le taux de malondialdéhyde

La peroxydation lipidique est un processus complexe qui peut créer des altérations de

la membrane cellulaire telles que la modification de sa fluidité, l’inactivation de récepteurs ou

d’enzymes conduisant à la formation d’importantes lésions au niveau des tissus et des organes

(Van der Vaart et al., 2004). Le malondialdéhyde (MDA), formé lors de l'action des radicaux

libres sur les acides gras polyinsaturés, est largement utilisé comme biomarqueur de la

peroxydation lipidique et plus généralement d'un stress oxydatif (Zielinski & Pörtner, 2000 ;

Viarengo et al., 2007). Le MDA peut interagir avec les acides aminés, les protéines, les

phospholipides et l’ADN (Storey, 1996 ; Stohs et al., 2000), pour former des biomolécules

toxiques, non dégradables par l’organisme et qui s’accumulent avec l’âge (Leibovitz &

Siegel, 1980). Le présent travail montre que le spiromesifen appliqué sur les pupes

nouvellement exuviées de D. melanogaster augmente rapidement le taux de MDA (24 h après

le traitement) par rapport aux témoins. Ceci révèle que le spiromesifen induit un stress

oxydatif qui conduit à la peroxydation des lipides. Le statut normal est restauré 3 jours après

traitement, ce qui suggère l’activation d’un système de détoxication des peroxydes lipidiques.

Des résultats comparables ont été notés dans une étude sur les larves de 4ème stade de C.

longiareolata et C. pipiens à 24, 48, 72 et 96 h avec une augmentation très significative du

taux du MDA après traitement par le spiromesifen comparativement aux témoins (Bouabida,

2014).

Il a été rapporté que l’exposition à un xénobiotique peut induire des dommages

oxydatifs dans différents tissus, entraînant une augmentation de la peroxydation lipidique des

membranes (Shukla et al., 2000 ; Géret et al., 2002). De plus, les résultats de plusieurs

travaux renforcent l’implication du stress oxydatif et, en particulier, la peroxydation lipidique

dans la toxicité des pesticides.

4.5. Impact sur la morphométrie de l’ovaire

Les données obtenues sur la morphométrie des ovaires révèlent une diminution des

paramètres mesurés à savoir le poids frais des ovaires, le nombre d’ovocytes par paire

d’ovaire, la longueur, la largeur et le volume de l’ovocyte basal, ceci avec une relation dose-

réponse significative. Ceci confirme les effets indirects du spiromesifen sur certaines espèces

ciblées grâce à son caractère fortement lipophile (Sharma et al., 2007). Ceci concorde avec les

résultats obtenus chez deux espèces de moustiques, C. pipiens et C. longiareolata après



traitement par le même produit; il cause une réduction du nombre d’ovocytes, de la largeur, la

longueur et du volume de l’ovocyte basal chez les femelles et induit une diminution de la

largeur et de la longueur des testicules à différents jours de la vie d’adultes (Bouabida, 2014).

Ces perturbations du nombre d’ovocytes et de la morphométrie des ovaires ont été également

rapportées suite à des traitements avec d’autres insecticides notamment des agonistes des

ecdystéroïdes (RH-2485 et RH-0345) sur les femelles de C. pipiens et C. longiareolata.

(Tine-Djebbar, 2009).

4.6. Impact sur les protéines ovariennes

Le spiromesifen diminue significativement les taux de protéines ovariennes en

fonction de la dose administrée aux pupes nouvellement exuviées de D. melanogaster. Des

résultats similaires ont été observés chez B. germanica, une diminution des taux de protéines

ovariennes a été obtenue après traitement avec l’acide borique, un insecticide inorganique

(Kilani-Morakchi et al., 2009) et avec l’halofenozide (agoniste des ecdystéroïdes) ou le

methoprène (mimétique de l’hormone de mue) (Maïza et al., 2004) ainsi qu’avec

l’indoxacarbe (groupe des oxadiazines) (Maïza et al., 2010). Le RH-0345 réduit les

concentrations des protéines ovariennes (Soltani-Mazouni et al., 2001) chez T. molitor, mais

aussi chez un poisson larvivore, Gambusia affinis ou il affecte les concentrations en protéines,

glucides et lipides dans les ovaires et dans l’hépatopancréas (Bouzioukh, 2000). Une

réduction du taux des métabolites ovariens chez T. molitor a lieu après traitement avec le DFB

(Soltani-Mazouni & Soltani, 1992) et le KK42, dérivé de l'imidazole, utilisé chez T. molitor in

vivo (Soltani-Mazouni et al., 2001).

L'électrophorèse est une des meilleures techniques pour évaluer la variation de la

qualité des métabolites des insectes. Bien que l'étude de protéines individuelles facilite

l'investigation de la nature chimique et les fonctions physiologiques de chaque protéine, la

mesure des protéines totales révèle le résultat net de la biosynthèse et l’utilisation des

protéines (Mohammed & Hafez, 2000). Dans la présente étude l’évaluation de l’effet du

spiromesifen sur la qualité des protéines ovariennes de D. melanogaster révèle que le nombre

de fractions protéiques diminue selon la dose appliquée, puisqu’on note 11 fractions pour les

témoins, 10 fractions pour les traités à la dose sublétale CL10 et seulement 6 fractions pour les

traités à la dose sublétale CL25. L’étude portant sur l’évaluation du RH-2485 et du RH-5992



(mimétiques de l’hormone de mue) sur la quantité et la qualité des protéines dans les

testicules d’adultes d’Ephestia kuehniella montre que la quantité des protéines testiculaires

présente une légère augmentation non significative après traitement avec les deux molécules

testées et le nombre de fractions protéiques est le même (13 bandes) chez les témoins et les

deux séries traitées (Bouzeraa, 2014).

4.7. Impact sur le potentiel reproducteur

Depuis longtemps, les drosophiles adultes sont connues pour vivre de manière plus ou

moins grégaire, s’agrégeant en petits groupes sur les patchs de nourritures, où les individus

s’alimentent, se reproduisent et déposent les œufs (Jaenicke & James 1991; del Solar 1998;

Lefranc et al., 2001; Robinson & Ben Shahar, 2002 ; Wertheim et al., 2006; Takahashi,

2006). Ainsi, la fonction reproductrice de la femelle d’insecte constitue un thème très étudié

en raison de sa grande sensibilité aux variations physiologiques ou génétiques des individus

mais aussi de son importance dans la dynamique des populations. La fécondité est

certainement la plus caractéristique de l’action de ce facteur. Les mouches ont également

développé un processus comportemental pour adapter la quantité de ponte au nombre et à la

taille des ressources. En effet, La quantité d’œufs pondus par femelle diminue avec

l’augmentation du nombre de femelles (Wertheim et al. 2006) ; de plus, elles adaptent la taille

des nids à la surface des ressources disponibles (Godfray et al., 1991; Heard & Remer, 1997).

Le potentiel reproducteur de D. melanogaster est affecté par l’effet différé du

spiromesifen administré sur les pupes nouvellement exuviées. En effet, la fécondité des

adultes qui survivent au traitement des pupes diminue significativement. De plus, le nombre

de femelles qui émergent est plus élevé par rapport à celui des mâles. Le spiromesifen a fait

l’objet de travaux antérieurs portant sur la fécondité et la fertilité chez l’acarien T. urticae

avec plusieurs concentrations (180; 18; 1,8 et 0,8 mg/l) révélant une diminution de manière

très significative pour la fécondité (61-85%), la fertilité (64-87%) jusqu’à devenir nulles pour

les doses les plus élevées (Marčić et al., 2010). Nauen et al. (2005) ont confirmé les mêmes

résultats d’inhibition de la fertilité et de la fécondité chez T. urticae. Le spirodiclofen (même

famille que le spiromesifen) semble avoir les mêmes effets sur la fertilité et la fécondité sur la

même espèce (Marčić, 2007 ; Van Pottelberge et al., 2009). Quant à l’effet du spiromesifen

sur B. tabaci biotype B, Kontsedalov et al. (2009) ont montré que la fertilité des femelles

traitées avec 0,5 mg/l était presque nulle alors qu’avec 0,05 mg/l, elle atteignait 50 à 70 % de



celle des témoins ; et la microscopie électronique à balayage a révélé que les œufs pondus par

les femelles traitées avaient un chorion anormalement perforée ainsi qu’une réduction

significative du nombre d’ovarioles. De plus, l’application du spiromesifen et du buprofezin

sur B. tabaci et B. argentifolii, provoque une réduction du nombre de population

particulièrement au stade nymphal (Palumbo, 2009).

Par ailleurs, l’application par ingestion du diazinon, un insecticide phosphorique

organique sur D. melanogaster a provoqué l’inhibition du développement de l’œuf au

troisième stade larvaire dans les générations F1et F2 (Karataş et al., 2009). Des effets

similaires ont été observé par l’application du novaluron sur B. argentifolii (Colyd et al.,

2004), Leptinotarsa decemlineata (Alyokhin et al., 2008, 2009), contre Tribolium casteneum

(Trostyanetsky & Kostyukovsky, 2008) et Cydia pomenella (Gökçe et al., 2009 ; Kim et al.,

2011). Récemment, d’autres expérimentations ont été réalisées avec des régulateurs de

croissance, analogues de l’hormone juvénile chez Mustica domestica. En effet, le traitement

par le Diofenolan a provoqué une réduction de la fécondité et de la fertilité (Pezzi & Leis,

2011). Les mêmes auteurs ont démontré après l’observation microscopique une

dégénérescence des cellules folliculaires secondaires et tertiaires, ainsi qu’une diminution du

contenu en ecdysteroïdes ovarien. De plus, dans ces conditions les femelles apparaissent avec

un abdomen anormal de forme enfilée et un ovipositeur allongé, comparativement aux

témoins.

4.8. Impact sur les hydrocarbures cuticulaires

Chez la drosophile, les phéromones sexuelles situées sur la cuticule (1 à 2 µg ayant

une chaîne carbonée de 20 à 31 carbones) (Howard, 1993), ont un rôle très important dans le

comportement de cour qui précède l’accouplement et la reproduction (Wyatt, 2003 ; Tal Soo

& Dean , 2006). Ce sont souvent ces signaux chimiques qui guident l’insecte vers son lieu de

ponte, ou vers les sources de nourriture, ce sont également des molécules en suspension dans

l’air ambiant (molécules volatiles à propriétés odorantes) qui permettent à l’insecte de

détecter le partenaire sexuel, de localiser ses rivaux, ses prédateurs ou encore d’identifier ses

congénères (Masson & Brossut, 1981). En effet, les signaux chimiques tiennent une place

importante dans la parade des drosophiles, car sans communication efficace, les individus ne

peuvent pas s’accoupler.



Dès qu’ils se retrouvent à proximité, généralement sur une source de nourriture, les

drosophiles réalisent toute une série de comportements stéréotypés annonçant la copulation

(Greenspan & Ferveur, 2000). Le mâle, en premier lieu, s’oriente vers une femelle potentielle

et lui tape sur la cuticule avec ses pattes ; si la femelle bouge, le mâle la suit. Tandis que la

femelle se déplace, le mâle fait vibrer une de ses ailes. Puis, lorsque la femelle s’arrête, le

mâle tourne en cercles autour d’elle, lui lèche son genitalia avec son proboscis et tente de

copuler (Fig. 25). Bien que le mâle apparaisse comme étant le plus actif, en réalité,

l’interaction entre mâle et femelle est lié à un échange de phéromones. La parade sexuelle de

la femelle consiste en des comportements d’acceptation ou de rejet du mâle (Sturtevant, 1915

; Connoly & Cook, 1973). Chez la femelle, une locomotion réduite, une augmentation de la

fréquence de nettoyage de son abdomen, une extrusion partielle de son ovipositeur et

l’émission d’une gouttelette par l’ovipositeur indiquent une réceptivité de cette dernière

(Lasbleiz et al., 2006). Au contraire, une femelle non réceptive va donner des coups de pattes

au mâle, élever et descendre son abdomen, fuir ou extruder totalement son ovipositeur

(Spieth, 1952 ; Lasbleiz et al., 2006). La femelle est le partenaire sexuel qui investit le plus

dans la reproduction. En effet, elle possède un faible nombre d’ovules coûteux à produire

alors que le mâle possède un nombre élevé de spermatozoïdes. Trivers (1972) en a conclu que

les femelles doivent être plus discriminatives que les mâles puisqu’elles doivent trouver dès le

premier accouplement le partenaire qui engendrera des descendants ayant une bonne "fitness".

Les espèces du genre Drosophila possèdent des profils hydrocarbonés très différents

que ce soit par le nombre de composés, la taille de la chaîne carbonée, le nombre de doubles

liaisons, la quantité totale d’hydrocarbures et la présence ou non d’un dimorphisme sexuel

(Ferveur, 2005). Chez les mâles, les HCs majoritaires sont des monoènes tels que le

7‐tricosène (7‐T) chez les souches d’habitats tempérés ou le 7‐pentacosène (7‐P) chez les

souches tropicales et équatoriales. Le ratio 7‐T/7‐P montre une diminution progressive en

descendant vers l’équateur (Rouault, 2000). Chez les femelles, suivant leur répartition

géographique, les HCs majoritaires sont des diènes : soit le 7,11‐heptacosadiène (7,11‐HD)

soit le 5,9‐heptacosadiène (5,9‐HD) (Jallon & Péchiné, 1989). Cependant, la variation des

ratio 7‐T/7‐P et 7,11‐HD/5,9‐HD ne ségrégent pas systématiquement dans les mêmes lignées

(Ferveur et al., 1996).



Nos résultats confirment le dimorphisme sexuel des HCs chez D. melanogaster et

révèlent que le spiromesifen cause une légère réduction mais de manière non significative de

leurs quantités. Les travaux d’Amira et al. (2013) montrent l’effet d’un régulateur de

croissance des insectes (halofenozide) sur les HCs chez les larves de C. pipiens avec les doses

létales suivantes : CL50= 12,58 et CL90= 28,58 μg/l ; les résultats montrent 7 pics majeurs de

type n-alkane de C23-C29 avec des différences quantitatives entre âge. Les résultats sont

confirmés par l’application de l'halofenozide et du spinosad sur B. germanica avec une

réduction quantitative des hydrocarbures cuticulaires  majeurs (Kilani-Morakchi et al., 2009;

Habbachi et al., 2009).

La production des HCs est influencée par les conditions physiologiques, le profil

hydrocarboné correspondant à la maturité sexuelle apparaît a 4 jours après l’émergence

(Everaerts, 2010 ; Farine et al., 2012). Qu’ils soient présents en forte ou en faible quantité,

certains hydrocarbures ont été directement montrés comme jouant un rôle lors de la parade

(Fig 25). Le 5‐tricosène (5‐T), composé mineur des femelles et détecté par le mâle pendant la

phase d’orientation, augmenterait la latence avant l’initiation de la parade (Ferveur & Sureau,

1996). De même, le 7‐P et le 9‐P augmentent le nombre de tentatives d’accouplement

(Ferveur & Sureau, 1996 ; Siwicki et al., 2005). Les composés majoritaires des femelles

comme le 7,11‐HD ou le 7,11‐ND stimulent la parade des mâles (Antony et al., 1985 ;

Sureau & Ferveur, 1999), mais surtout en condition de compétition. Il a été prouvé que les

femelles pauvres en 7,11-HD induisaient moins de copulation que des femelles riches. Quant

au 7,11-ND dont les effets sur le comportements sont plus faibles, il exerce un fort effet

synergique sur le 7,11-HD. Ces HCs étant lourds et donc peu volatiles, la transmission de

l’information nécessite un fort rapprochement spatial des deux géniteurs et s’effectue plutôt

par gustation (Marcillac & Ferveur, 2004).



Figure 19. Séquences des comportements pendant la parade sexuelle d’un mâle de

drosophile. La séquence comportementale est sous le contrôle des interactions chimiques

entre les deux partenaires. La légende à gauche correspond aux hydrocarbures cuticulaires

(phéromones sexuelles) produits par les partenaires et celle de droite à leurs effets sur le

comportement au cours des différentes phases de la parade. Source: Everaerts C., CNRS

UMR 5548 ( Chabaud, 2008).

Les HCs présents sur la cuticule des mâles jouent aussi un rôle pendant la parade. En

effet, Il a été montré que le 7‐T produit par le mâle et  transmis comme un signal spécifique à

la femelle par l’aile du mâle ; il augmente également la réceptivité des femelles (Grillet et al.,

2006). De plus, le 7‐T et le 7‐P inhibent la parade intra-spécifique homosexuelle. Cependant,

tous les mâles sont inhibés par le 7‐T (Lacaille et al., 2007) alors que seuls les mâles

possédant du 7‐P sont inhibés par le 7‐P (Sureau & Ferveur, 1999).

La cis‐vaccenyl acetate (cVA) est également impliquée dans les comportements

reproducteurs, favorisant la copulation chez les femelles (Antony & Jallon 1982 ; Kurtovic et

al., 2007) et de manière étonnante, en agissant comme une phéromone aversive pour la

copulation chez les mâles (Kurtovic et al., 2007 ; Ejima et al., 2007). Kurtovic et al., (2007)

ont montré que la perception de la cVA inhibe la parade sexuelle chez les mâles qui ont subit



des rejets de femelles déjà fécondées. Cet effet aversif de la cVA est transmis au cerveau par

une voie spécifique et différente de l’effet agrégatif (Ejima et al., 2007). De plus, les femelles

transfèrent la cVA dans les sites d’oviposition durant le dépôt des œufs, ce qui permet aux

autres femelles de détecter les sites préexistants et de déposer leurs œufs « en nid » dans ces

mêmes sites (Bartelt et al., 1985). Il a été montré que les HCs pouvaient jouer un rôle dans

l’isolement reproducteur entre deux espèces. Par exemple, le n‐heneicosane (n‐C21) présent

en plus grande quantité chez les mâles D. santomea inhiberait les femelles D. yakuba (Mas et

al., 2005). De même, l’isolement reproducteur entre D. melanogaster, D. sechellia, D.

simulans et D. mauritiana serait dû à une différence de profil cuticulaire (Cobb & Jallon,

1990 ; Coyne et al., 1994 ; Coyne & Oyama, 1995 ; Savarit et al., 1999).

Les  résultats acquis dans cette étude indiquent que le spiromesifen perturbe le

métabolisme lipidique chez la drosophile, confirmant ainsi son mécanisme d’action primaire

sur la synthèse des lipides. De ce fait, son action différée sur les HCs serait liée à une

interférence probable avec la biosynthèse des HCs. Ainsi, la synthèse des HCs chez la

drosophile a lieu en trois étapes. En premier lieu, la synthèse d’acides gras saturés de 14, 16

ou 18 carbones à partir de l’acétate par une enzyme, l’acide gras synthétase (FAS: Fatty Acid

Synthase) ; ensuite, la  désaturation de ces acides gras par des désaturases en créant une ou

deux doubles liaisons ; et enfin l’élongation/décarboxylation de la chaîne carbonée suivie

parfois par une nouvelle désaturation (Howard & Blomquist, 2005). Chez D. melanogaster, le

palmitate est transformé, grâce à la FAS (Fatty Acid Synthase), en acide palmitique (C16: 0)

qui donnera de l’acide palmitoleïque (C16: 1) à l’aide de la désaturase 1 (desat 1). Cette

enzyme place une double liaison ce qui produit des monoènes (Dallerac et al., 2000). Chez la

femelle, une autre desaturase (desat F) qui leur est spécifique et qui ajoute une double liaison

transformant ainsi les monoènes en diènes (Chertemps et al., 2006).



5. CONCLUSION ET PERSPECTIVES

Les caractéristiques de la drosophile font de cet organisme un  modèle expérimental

simple et puissant pour l’étude de l’impact du spiromesifen ayant un nouveau mode d’action

soit l’inhibition de la biosynthèse des lipides via l’acétyl-CoA carboxylase. Ainsi, les

résultats des expériences relatives aux effets du spiromesifen  sur la toxicité, la reproduction,

le développement, la biochimie et le comportement de D. melanogaster permettent de tirer un

certains nombre de conclusions.

Dans une première série d’essais insecticides, les paramètres de létalité ont été

précisés (CL50 = 72,82 et CL90 = 247,2 μg/pupe). La molécule manifeste une activité

insecticide à l’égard des pupes de D. melanogaster avec une relation dose-réponse

significative. Par conséquent, l’effet du spiromesifen est relativement actif sur les pupes de

drosophiles. Dans une seconde série d’expérimentations, les  doses sublétales déterminées

précédemment (CL10 : 21,45 et CL25 : 39,53 μg/pupe) ont été évaluées en application topique à

l’exuviation nymphale de D. melanogaster sur plusieurs paramètres physiologiques et

biochimiques. A cet effet, les résultats obtenus révèlent un léger effet du spiromesifen sur le

poids des pupes enregistré avec la concentration sublétale la plus élevée et à 1 jour après

traitement seulement. Par contre, ce composé ne perturbe pas la durée du développement des

pupes.

Les analyse biochimiques révèlent que le spiromesifen réduit de manière significative

la teneur en lipides corporels chez les pupes traitées à tous les âges au cours du

développement nymphal et ceci avec une relation dose-réponse significative. L’effet est

rapide puisqu’une réduction significative est obtenue chez les séries traitées 6 heures après

application topique à l’exuviation nymphale. Il provoque également une réduction des teneurs

en glucides et protéines corporels mais relativement moins marquée que celle des lipides.

L’ensemble des résultats acquis montre que le spiromesifen affecte le métabolisme général de

D. melanogaster, particulièrement celui des lipides confirmant ainsi son mécanisme d’action

primaire sur la biosynthèse des lipides.

L’évaluation d’un biomarqueur de stress oxydatif, le MDA a été envisagée. Le

traitement provoque une induction relativement rapide (24 h après le traitement) du taux de

MDA chez les séries traitées comparativement aux témoins. Ceci révèle que le spiromesifen

induit un stress oxydatif qui conduit à la peroxydation des lipides. Le statut normal est



restauré 3 jours après traitement, ce qui suggère l’activation d’un système de détoxication des

peroxydes lipidiques.

Concernant l'aspect morphométrique, les données acquises indiquent une diminution

des paramètres mesurés à savoir le poids frais des ovaires, le nombre d’ovocytes par paire

d’ovaire, la longueur, la largeur et le volume de l’ovocyte basal, ceci avec une relation dose-

réponse significative. Le traitement par le spiromesifen modifie le taux et la qualité des

protéines ovariennes. En effet, il réduit significativement les taux de protéines ovariennes en

fonction de la dose appliquée aux pupes nouvellement exuviées de D. melanogaster. De plus,

réduit le nombre de fractions protéiques des séries traitées par rapport aux témoins. Ce

composé agit sur le potentiel reproducteur de D. melanogaster en inhibant la fécondité des

adultes qui survivent au traitement. De plus, le nombre de femelles est plus élevé par rapport

aux mâles.

Enfin, le spiromesifen affecte quantitativement et qualitativement les HCs chez D.

melanogaster. Nos résultats confirment le dimorphisme sexuel des HCs signalé chez D.

melanogaster.

L'ensemble des résultats acquis confirme le mécanisme primaire du spiromesifen sur

la synthèse des lipides chez la drosophile et montre son action différée sur la descendance. Il

convient de compléter la présente contribution par une analyse des AGs et l'étude du

comportement sexuel. Il serait intéressant aussi d’évaluer les risques écotoxicologiques de

cette molécule sur des organismes non ciblés, Arthropodes (Abeilles, Crustacés) ou Vertébrés

(Gambusia affinis, un poisson culiciphage).



Résumé

Cette étude vise tout d’abord à déterminer les paramètres toxicologiques du spiromesifen

(Oberon® 240 SC), un nouvel insecticide/acaricide systémique considéré comme un

inhibiteur de la biosynthèse des lipides et ensuite à  évaluer ses effets sublétaux chez les pupes

de Drosophila melanogaster Meigen, 1830 (Diptera, Drosophilidae). Plusieurs aspects ont été

abordés:

Le traitement a été réalisé par application topique sur des pupes nouvellement exuviées (1µl

de matière active dilué dans un mélange acétone/eau 50/50) et plusieurs concentrations (25,

50, 75, 100, 125, 150 et 200 µg/µl) ont été testées. Les pupes témoins reçoivent 1µl de solvant

seul (acétone/eau : 50/50). Dans une première série d’essais insecticides, les paramètres de

létalité ont été déterminés: CL50 = 72,82 et CL90 = 247,2 μg/pupe. La molécule manifeste une

activité insecticide à l’égard des pupes de D. melanogaster avec une relation dose-réponse

significative. Ainsi, des taux de mortalité observée  varient de 20% avec la dose la plus faible

(25 μg/pupe) à plus de 88% pour la dose la plus élevée (200 μg/pupe). Dans une seconde série

d’expérimentations, les  doses sublétales déterminées précédemment (CL10 : 21,45 et CL25 :

39,53 μg/pupe) ont été évaluées sur plusieurs paramètres physiologiques et biochimiques.

Le spiromesifen n’affecte pas la durée du développement nymphal, mais provoque une légère

baisse du poids des pupes. En outre, il réduit de manière significative et rapide  la teneur en

lipides corporels chez les pupes traitées à tous les âges et ceci avec une relation dose-réponse.

Il provoque également une réduction des teneurs en glucides et protéines corporels mais

relativement moins marquée que celle des lipides. Le traitement induit une augmentation

rapide du taux de MDA par rapport aux témoins. De plus, il affecte r les protéines ovariennes

en diminuant de manière significative les taux et le nombre de fractions protéiques

comparativement aux témoins. En outre, on enregistre une action différée du produit sur le

potentiel reproducteur de D. melanogaster avec une réduction de la fécondité des adultes qui

survivent au traitement et avec une augmentation du nombre de femelles comparativement

aux mâles. Enfin, le traitement perturbe les hydrocarbures cuticulaires avec une réduction de

leur quantité selon la dose appliquée.

Mots clés : Drosophila melanogaster, Pesticides, Spiromesifen, Toxicité, Biochimie,

Reproduction, Croissance, Développement, Electrophorèse, protéines ovariennes,

Hydrocarbures cuticulaires.



Abstract

This study aims firstly to determine the parameters toxicological of spiromesifen (Oberon®

240 SC), a new systemic insecticide / acaricide considered to be an inhibitor of lipid

biosynthesis, and then evaluate its sublethal effects in pupae of Drosophila melanogaster

Meigen , 1830 (Diptera, Drosophilidae). Several aspects were addressed:

The treatment was performed by topical application of the newly ecdysed pupae (1μl of active

substance diluted in acetone / water 50:50) and several concentrations (25, 50, 75, 100, 125,

150 and 200 µg/µl) were tested. Witnesses pupae are 1μl of only solvent (acetone / water:

50/50). In a first series of insecticide trials, case fatality parameters were determined: LC50 =

72.82  and  LC90 = 247.2 µg/pupa. The molecule shows insecticidal activity against D.

melanogaster pupae with a significant dose-response relationship. Thus, the observed

mortality rate vary from 20% with the lowest dose (25 mg/pupa) to over 88% for the highest

dose (200 µg /pupa). In a second series of experiments, sublethal doses previously determined

(CL10: 21.45  and  CL25: 39.53 µg/pupa) were evaluated on several physiological and

biochemical parameters.

Spiromesifen had no significant affect on the duration of pupal development but showed a

slight decrease in pupal body weight. In addition, it reduced significantly and quickly the

body lipid content in pupae treated at any age and this with a dose-response relationship. It

also caused a reduction in carbohydrate content and body protein but relatively less marked

than fat. The treatment induced a rapid increase in MDA levels compared to controls.

Furthermore, it affects the ovarian r protein significantly decreasing the rate and the number

of protein fractions compared to controls. In addition, a deferred share product is recorded on

the reproductive potential of D. melanogaster with reduced fertility of adults that survive

treatment with an increase in the number of males compared to females. Finally, treatment

disrupts cuticular hydrocarbons with a reduced quantity as the applied dose.

Keywords: Drosophila melanogaster, Pesticides, Spiromesifen, toxicity, Biochemistry,

Reproduction, Growth, Development, Electrophoresis, ovarian protein, cuticular

hydrocarbons.



ملخص

والحشراتمبید، وھو یعتبرspiromesifen(Oberon® 240 SC)تھدف ھذه الدراسة أولا لتحدید المعاییر السمیة 

ذوات ( Me,الخلذبابةممیتة في شرانق أثارھا الشبھ التقیمتمحیثلتركیب الدسممثبطاصطناعي،الجدیدالسوس

Drosophilidae(Drosophila melanogasterالجناحین ،  Meigen, 1830 قد تناولت عدة جوانب:

المیاه / مادة الفعالة مخففة في الأسیتون من الμl1(الخل ذبابةشرانق تم إجراء العلاج عن طریق التطبیق الموضعي ل

μl1خد  أشھود الشرانق ت. تم اختبارھا) 200µg/µlو 150، 125، 100، 75، 50، 25(والعدید من تركیزات ) 50:50

: المعاییر السمیةفي السلسلة الأولى من التجارب ، تم تحدید ). 50/50: المیاه / الأسیتون (من المذیبات فقط 

LC50=72.82 µg/µl / 247.2وLC90 = . یظھر الجزيء النشاط  للمبید ضد الشرانق مع وجود علاقة كبیرة بین

لأعلى 88%إلى أكثر من  ) µg/µl25( مع أقل جرعة 20%وھكذا تتراوح معدلات وفیات من  . الجرعة والاستجابة

μg/pupe(سابقا ھاتحدیدتمممیتة في السلسلة الثانیة من التجارب استخدمت  جرعات  شبھ ). µg/µl200(جرعة 

39,53CL25 :etCL10 : 21,45 μg/pupe.(

Spiromesifenوبالإضافة إلى ذلك، فإنھ یقلل . نمو الیرقات و لكن  یسبب انخفاضا طفیفا في الوزنمدةعلىلا یؤثر

كما أنھ . ة الاستجابة للجرعةبشكل كبیر وبسرعة محتوى الدھون في الشرانق المعالجة في أي عمر، وھذا مع وجود علاق

العلاج یؤدي الى زیادة . یسبب انخفاضا في محتوى الكربوھیدرات والبروتین الجسم ولكن أقل وضوحا نسبیا من الدھون

وعلاوة على ذلك، فإنھ یؤثر على البروتین المبیض حیت ھناك تناقص . مقارنة مع الضوابطMDAسریعة في مستویات 

وبالإضافة إلى ذلك، یتم تسجیل المنتج حصة المؤجلة على الإمكانات . روتین مقارنة مع الضوابطملحوظ في معدل وعدد الب

وأخیرا العلاج . الذكورالإناث مقارنة معالإنجابیة مع انخفاض الخصوبة من البالغین التي تعیش العلاج مع زیادة في عدد

.اسق مع الجرعة المطبقةمع انخفاض الكمیة بتنles hydrocarbures cuticulairesیعطل 

، سمیة  ، الكیمیاء الحیویة، التكاثر، Spiromesifen مبیدات ، ، Drosophila melanogaster : الكلمات المفتاحیة

. Hydrocarbures cuticulaires النمو ،التنمیة،البروتین المبیض، ، Electrophorèse
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