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1. Introduction  

         Le monde est confronté aux défis d'accroître la production agricole pour répondre aux 

besoins d'une population croissante, en limitant les pertes avant et après récolte tout en 

préservant l'environnement.                                                                                                        

         Le secteur des céréales occupe une place très importante dans l’économie algérienne. 

Devant la place qu’occupe le blé dans le mode de consommation de sa population, 

l’Algérie appartient au groupe des plus gros importateurs de blé dans le monde où elle est 

classée à la première place en Afrique et à la troisième place dans le monde après le Brésil 

et l’Egypte. A titre indicatif, l’Algérie importe en moyenne 51,5 millions de quintaux de 

blé (blé dur et blé tendre) représentant un montant global annuel moyen de 1 milliard de 

dollars US (MADR, 2006). Pour faire face à une demande alimentaire sans cesse 

croissante, les importations peuvent être aussi massives que nécessaires. Il s’agit donc de 

les prévoir, les financer et les stocker. Cependant le stockage est difficile à gérer en raison 

des contraintes liées aux attaques d’insectes. Or ce moyen constitue l’un des facteurs clés 

pour assurer de façon durable la sécurité alimentaire d’un pays. Dans cette perspective un 

accent particulier devrait être mis sur le contrôle des insectes déprédateurs des récoltes dans 

les stocks dont les dommages occasionnés peuvent entraîner d’énormes pertes financières, 

des risques d’intoxication liés à la consommation des produits avariés et des risques de 

pénuries alimentaires. 

        Le degré d'attaque provoqué par les insectes nuisibles sur les céréales stockées en 

Algérie atteint une moyenne annuelle de l'ordre de 15,02% durant 2003/2004 (Mebarkia  & 

Guchi, 2004). Selon les estimations du Système d’Information Africain sur les pertes post-

récolte, les pertes en grains qui surviennent avant les procédés de traitement et de 

transformation varient de 10 à 20 % soit 1,6 milliard de dollars par an de la valeur totale de 

la production de grains. La valeur totale des 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 cette menace que constituent les insectes ravageurs des stocks, les moyens de 

lutte sont essentiellement articulés autour de l'utilisation de pesticides de synthèse. Les 

organophosphorés, les pyréthroïdes ou encore les fumigations d’aluminium phosphide 

(Phostoxin®) sont généralement les produits chimiques utilisés actuellement en Algérie. 



Dans des conditions optimales, leur efficacité à contrôler les nuisibles des stocks est 

certaine. Toutefois, ils sont neurotoxiques sur les vertébrés (Mathew & Thanuja, 2008 ; 

Timothy, 2012) et les organismes aquatiques (De Groot, 2004) et  présentent beaucoup 

d'inconvénients et ne donnent plus satisfaction  par rapport à la durabilité des agro-

écosystèmes (perte de diversité biologique, dégradation de la qualité physico-chimique du 

milieu) et l’apparition de graves déséquilibres dans le milieu (pollution des eaux, 

contamination du sol et de l’air) (Regnault-Roger, 2002 ;  Gueye et al., 2011). 

         

         Les questions environnementales sont devenues une préoccupation internationale, 

majeure et croissante, en particulier à travers  la convention sur la conservation de la 

diversité biologique et le plan d’action mondiale recommandant des pratiques 

agronomiques durables (Lévèque & Mounolou, 2001). Ainsi, l’utilisation des pesticides de 

synthèse contre les insectes ravageurs des cultures et des denrées stockées en particulier , 

repose sur deux critères primordiaux : la connaissance de la biologie et de la physiologie de 

l'insecte ainsi que le choix de l'insecticide. Ce dernier doit répondre à certains critères : être 

capable d'agir sur le plus grand nombre possible de ravageurs des cultures et ne pas 

persister dans l'environnement. Nous retiendrons ainsi que les molécules recherchées 

doivent être efficaces uniquement sur les insectes ciblés et ne pas avoir d'incidence sur les 

Vertébrés. Le moyen le plus logique pour approcher cet objectif est de trouver aux 

insecticides des cibles qui n'existent que chez les insectes ou chez les acariens (Mauchamp, 

1990).  

 

         La connaissance du monde des insectes nous apprend qu'a l'état larvaire et nymphal, 

l'insecte se développe par une succession de mues, phénomène de remplacement de la 

cuticule. La cuticule à un stade déterminé, devenue trop étroite, est remplacée par celle plus 

vaste du stade suivant. A chaque mue, la région profonde de la cuticule est digérée, ce qui 

amincit cette enveloppe et permet sa déchirure. Les muscles vont pouvoir se détacher, 

autorisant le rejet des parties les plus superficielles de la cuticule (exuvie) (Retnakaran et 

al., 1997; Dhadialla et al., 2005). Au moment de la mue, il est indispensable qu'une 

nouvelle cuticule ait déjà été déposée au sommet des cellules épidermiques. Ces processus 

d’ordre physiologique et biochimique se produisant dans les cellules, les tissus et les 

organes sont en grande partie contrôlés et coordonnés par des molécules ayant des rôles 

messagers. Celles-ci transportées par le sang sont libérées par les tissus sécréteurs 

endocriniens. De nombreuses études réalisées sur divers ordres d’insectes ont démontré 



l'influence de l’hormone juvénile et de l’ecdysone dans la programmation de la mue, le 

déterminisme de la croissance et le développement chez les insectes (Nijhout, 1994 ; 

Riddiford, 1994, 1996;  Bellés, 2005 ; Gade & hoffman, 2005; Dhadialla et al., 2005).  

 

         L’hormone juvénile (JH), un dérivé terpénoïde est le grand orchestrateur du 

développement de l’insecte (Riddiford, 1996 ; Dhadialla et al., 1998 ; Dhadialla et al., 

2005). Elle est présente durant toute la vie larvaire et synthétisée par les corps allates sous 

la dépendance de neurohormones céphaliques (Stay & woodhed, 1993; koopmashap et al., 

1991). Sa présence à des niveaux élevés chez les insectes immatures empêche le 

déclenchement de la métamorphose au moment de la mue, assurant ainsi le maintien de 

caractères « juvéniles » jusqu’à la fin du développement larvaire. Hors son absence permet 

le passage de l'insecte du stade larvaire au stade pupal durant lequel l'insecte se 

métamorphose par une succession d'histolyse et d'histogénèse. Ces phénomènes sont initiés 

par une augmentation des taux des ecdystéroïdes et se terminent par leur chute et la 

sécrétion de l'hormone d'éclosion donnant un insecte adulte (Dhadialla et al., 2005). (Fig. 

1) 

 

         L’ecdysone est le premier ecdysteroïde isolé par Butenandt & Karlson en 1954 

(Dinan, 2001). Sa structure chimique a été identifiée par Hoppe & Huber (1965) : c’est une 

prohormone des ecdystèroïde correspondant à la famille de stéroïdes polyhydroxylés. 

L’ecdysone est gonadotropique. Il est produit par les glandes prothoraciques, libéré dans 

l’hémolymphe puis convertie en (20 E) par l’enzyme ecdysone 20-monoxygénase qui est le 

cytochrome P450 (CYP) dépendant des hydroxylases des stéroïdes (Gilbert et al., 

2002 ;Warren et al., 2004 ; Rewitz et al., 2006a,b ; Gilbert & Rewitz, 2009 ; Iga et al., 

2010) 

. La 20E se trouve dans différent tissus périphériques tels que le corps gras, le tube digestif 

et les tubes de malpighi (Rybczynski, 2005 ; Huang et al., 2008). La voie biosynthétique de 

l'ecdysone est complexe. Le précurseur synthétique est le cholestérol, substance que les 

insectes ne peuvent pas synthétiser, mais dépend d'un apport exogène (Lafont et al., 2002; 

Neubueser et al., 2005). (Fig.2). Les ecdystéroïdes sont impliqués dans le contrôle des 

processus vitaux chez les insectes, l’embryogenèse, le développement post embryonnaire 

(Koslova & thummel, 2003) et spécialement dans la reproduction (Baltaev & Shangaraeva, 

2000). 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

         

Figure1. Contrôle hormonal des différents types de mue chez les insectes (Truman & 

Riddiford, 1999). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

    Figure 2 : La biosynthèse de l’ecdysone (Gilbert & Rewitz, 2009) 

 

 



          Au niveau de la reproduction, l’hormone juvénile, fut reconnue très tôt comme étant 

impliquée dans l’activité gonadotropique au niveau du développement des ovocytes chez 

Rhodnius prolixus  (Wigglesworth, 1936).  Or, ce n’est que 40 ans plus tard que l’ecdysone 

fut identifiée dans les ovaires des femelles chez le moustique Aedes aegypti (Hagedorn et 

al., 1975).  Les glandes prothoraciques qui synthétisent l’ecdysone au stade larvaire dégénèrent 

rapidement chez l’adulte (Rybczynski, 2005), l’ecdysone sera ensuite synthétisé par les 

ovaires des femelles (Sieglaff et al., 2005 ; Ito et al., 2008 ; Brown et al., 2009 ; Rees et al., 

2010), les testicules des mâles ( Loeb, 2001 ; Vafopoulou & Steel, 2005) et encore les 

oenocytes , les sternites et l’épiderme (Delbecque et al., 1990 ; Spindler et al., 1991 ; Kelly 

et al., 1992 ; Asahina et al., 1994 ; Soltani et al., 1997). 

 

           Chez les femelles, les ecdysteroïdes sont présents dans les cellules folliculaires des 

ovaires de nombreux insectes et sont importants dans le développement de l'embryon et 

l'éclosion de l’œuf (Lafont et al. 2005). Elles jouent aussi un rôle clé dans la différentiation 

et la maturation du système reproducteur mâle (Loeb, 1991, 1994) et la production des 

spermatozoïdes (Gielbultowicz et al ., 1993; Seth et al ., 2002; Kawamura et al ., 2003) et 

ce, bien avant le stade adulte.           

          

            La capacité des mâles à produire des substances accessoires nécessaires pour le 

transport et l'activation des spermatozoïdes vers la femelle (Xue & Noll, 2000), la 

stimulation de la ponte par ces derniers (Chen, 1984), le développement des ovocytes et 

l'émission d'une substance chimique attractive (la phéromone) par la femelle sont sous le 

controle  des hormones et des neurohormones  (Dallaire et al., , 2004).  

 

            Chez les femelles de la mouche domestique, Musca domestica, la production de la 

phéromone sexuelle est directement corrélée avec une augmentation du taux d’ecdystéroïde 

dans l’hémolymphe (Adams et al., 1984; Dees, et al., 1985).  Dans ce cadre, les hormones 

ecdystéroïdes ont principalement pour fonction de synchroniser la maturation sexuelle avec 

l’initiation des comportements pré-copulatoires ayant pour finalité la rencontre des 

partenaires sexuels en vue de réaliser l’accouplement (Barth & Lester, 1973). 

 

            Vu les multiples rôle des ecdysteroïdes, de l’hormone juvénile et la structure 

complexe de la cuticule des insectes qui n’existe pas chez les vertébrés, le passage à une 



lutte chimique contres les insectes nuisibles devrait selon Mauchamp, (1990) viser comme 

cible spécifique la cuticule et l’environnement hormonale de la croissance de l’insecte.  

 Ceci englobe selon Dhadialla et al. (2005) que toute absorption d’hormones exogènes ou 

d’analogues de synthèse (agonistes ou antagonistes) par l’insecte cible, entraînerait 

l’interruption de son développement ou des anomalies dans sa croissance.  

 

         La recherche permanente d'analogues successifs a abouti à la découverte de quelques 

molécules qui ont fait l'objet d'un développement et d'une mise sur le marché des produits 

phytosanitaires alternatifs appelés : Régulateurs de croissance des insectes (Insect Growth 

Regulator : IGRs). On en distingue trois catégories : les mimétiques des hormones 

juvéniles ou JHA (Juvenile Hormone Analogs), les inhibiteurs de la synthèse de la chitine 

que nous ne traiterons pas ici et les mimétiques d'hormones de mue ou MAC (Moulting 

Accelerating Compounds) qui font l’objet de notre présente étude (Tab. 1 et 2). Ces 

molécules relativement peu coûteuses à synthétiser sont commercialisées en France et un 

peu partout dans le monde. En Algérie seul le Diflubenzuron (DFB) ou Dimilin, un 

inhibiteur de la synthèse de la chitine, est actuellement en vente. Il est largement utilisé 

contre les ravageurs des forêts.  

 

         La description, le mode d'action et le domaine d'application des IGRs ont fait l’objet 

de nombreux travaux. (Taylor , 2001, Tunaz &  Uygun, 2004 ; Dallaire et al., 2004 ; Ware 

& Whitacare , 2004 ; Dhadialla et al., 2005 ; Ishayaa et al., 2005 ; Collins , 2006 ; Gilbert 

& Gill, 2010 ; Rimoldi et al., 2011 ; Perveen, 2011). 

 

        Les régulateurs de croissance des insectes (IGRs) appelés également Insecticides de 

troisième génération (Williams, 1956), sont des insecticides biorationnels (Khater, 2011). Ils 

ont une stabilité métabolique supérieure à l’hormone de mue endogène (20E) (Retnakaran, 

et al., 1995).  Ils ont une affinité vers les sites biochimiques des insectes cibles (Ishaaya et 

al., 2005) et perturbent leur physiologie et leur développement (Retnakaran et al., 2005). 

Ils sont sélectifs et moins toxiques vers les organismes non ciblés (Schneider et al. 2008; 

Pineda et al., 2011) et présentent un faible risque écotoxicologique (Pineda et al., 2006).  

 

    

         

 



Tableau 1. Les différents groupes de régulateurs de croissance et leur activité 
(Tunaz & Uygun, 2004) 

Nom commun Activité 

Bistfluron 

Chlorfluazorun 

 Buprofezin 

Cyromazine 

Diflubenzuron 

Flucycloxuron 

Flufenoxuron 

Hexaflumuron 

Lufenuron 

Noyaluron 

Noyiflumuron 

Penfluron 

Teflubenzuron 

Triflumuron 

Epofenonane 

Fenoxycarb 

Hydroprene 

Kinoprene 

Methoprene 

Pyriproxyfen 

Triprene 

Juvenil hormone I 

Juvenil hormone II 

Juvenil hormone III 

Chromafenozide 

Halofenozide 

Methoxyfenozide 

Tebufenozide 

a-ecdysone 

Ecdysterone 

Diofenolan 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Inhibiteur de la synthèse de la chitine 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Mimétique de l’hormone juvénile 

Analogue de l’hormone juvénile  

Analogue de l’hormone juvénile  

Analogue de l’hormone juvénile  

Agoniste de l’hormone de mue 

Agoniste de l’hormone de mue 

Agoniste de l’hormone de mue 

Agoniste de l’hormone de mue 

Analogue de l’hormone de mue 

Analogue de l’hormone de mue 

Inhibiteur de mue 



 

Tableau 2. Insecticides Bisacylhydrazine et leur mode d’action (Dhadialla et al., 2005) 

 

 

 a: Mis au point et Commercialisé par Rhom and Hass Company, Spring House, PA, USA         

b: maintenant détenus et commercialisés par Dow AgroSciences, LLC., Indianapolis IN, 

USA    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Nom commun Code Industrie Nom  commercial Type de ravageurs 

Méthoxyfenozide RH-2485 Rohm and Hass 

Coa., Dow 

AgroSciences 

LLCb 

INTREPID®, 

RUNNER®, 

PRODIGY®, 

FALCON® 

Lépidoptère 

Tébufenozide 

 

 

 

RH-5992 

 

 

 

Rohm and Hass 

Coa., Dow 

AgroSciences 

LLCb 

MIMIC®, 

CONFIRM®, 

ROMDAN® 

 

Lépidoptère 

 

 

 

Halofenozide 

 

 

 

RH-0345 

 

 

 

Rohm and Hass 

Coa., Dow 

AgroSciences 

LLCb 

MACH 2® 

 

 

 

Lépidoptère 

Coléoptère 

 

 

Chromofenozide 

 

ANS 

118,CM001 

Nippon Kayaku, 

Saytn, Japan and 

Sankyo, Ibaraki, 

Japan 

MATRIC®, 

KILLAT® 

Lépidoptère 



             La première notion de l'utilisation de ces régulateurs de croissance des insectes 

(IGRs) date de 1956, lorsque une application topique de l'hormone juvénile, isolée de 

l'abdomen d'un lépidoptère mâle  Hyalophora cecropia, a empêché la métamorphose et la 

multiplication ultérieures de l'insecte. Cette découverte a été confirmée plus tard dans les 

années 60 lorsque les chercheurs de Harvard ont observé que  Pyrrhocoris apterus, un 

hémiptère  originaire de Tchécoslovaquie, avait un faible taux d'éclosion des œufs et que 

des larves surnuméraires ont été formées. Cette anomalie serait due à l’ingestion d'une 

molécule « juvabione » contenue dans les serviettes en papiers (Scott, marque 150) 

utilisées dans les bocaux d'élevage. Cette dernière a pour source le sapin baumier, Abis 

balsamea, le principal arbre de pâte utilisée dans l'industrie du papier aux États-Unis 

(journaux, magazines, etc.). La découverte de cet analogue de l'hormone juvénile conduit à 

l’intérêt des industriels dans le développement des IGRs. Depuis, d'autres substances 

chimiques dérivées des plantes sont synthétisées selon la compréhension de la physiologie 

et la biochimie des insectes cibles, avec compatibilité potentielle et une protection intégrée 

(Tunaz & Uygun, 2004). 

 

         Les ecdysteroïdes présents chez les Arthropodes et les plantes possèdent diverses 

applications au niveau pharmacologique, médicinal et agricole (Reshma et al., 2013). La 

recherche des molécules non stéroïdes mais capables de déclencher une mue a abouti à la 

découverte de diacylhydrazines (dérivés des hydrazides de l'acide benzoïque: 

dibenzoylhydrazines DBH) (Hsu, 1991). Ces agonistes   des ecdysteroïdes sont des agents 

potentiels de lutte contre les insectes nuisibles et aussi un outil valable pour l’étude de leur 

mode d’action sur les ecdysteroïdes.  Ils sont les derniers représentants d’une nouvelle 

classe d’IGRs  ( Dhadialla et al., 1998 ; Dhadialla et al., 2005).   

 

         Ces analogues (agonistes) des ecdysteroïdes ne possèdent pas de stérol dans leur 

structure moléculaire, mais ils en conservent toutefois leur action. Ces agonistes 

administrés par pulvérisation ou par ingestion aux insectes ciblés se fixent aux récepteurs 

nucléaires EcR spécifiques de l’ecdysone des cellules épidermales (Riddiford et al., 2000 ; 

Dhadialla et al., 2005; Beckage et al., 2004 ; Paul  et al., 2006 ) empêchant l’expression des 

gènes normalement activés en l’absence de l’ecdysone endogène (l'action de l'hormone 

ecdysone naturelle est limitée dans le temps) (Wing et al., 1988; Retnakaran et al., 1995) 

(Fig.3). Des travaux menés in vitro indiquent que les diacylhydrazines exercent la même 

action que la 20-hydroxyecdysone (Retnakaran et al., 1995, Carlson et al., 2001; Smagghe 



et al., 2001, 2002b; Nakagawa et al., 2002;  Hu et al., 2004; Nakagawa et al., 2007). Ils 

perturbent le système hormonal en induisant des mues létales et incomplètes dans divers 

ordres d’insectes (Dhadialla et al., 2005 ; Dhadialla & Ross, 2007, Soltani-Mazouni et al., 

2012) et la formation d’adultes malformés (Sundaram et al., 2002 ; Bouzeraa & Soltani-

Mazouni , 2012 ). Parmi ces agonistes, le tébufénozide (RH-5992), l’halofénozide (RH-

0345) et le méthoxyfénozide (RH-2485), affectent généralement  la reproduction en 

réduisant  la fécondité et la fertilité (Taibi et al., 2003 ;  Seth et al., 2004; Saenz-de-

Cabezon et al., 2005; Dhadialla et al., 2005 ; Rodriguez  et al., 2010 ; Bouzeraa &  Soltani-

Mazouni , 2012), produisent une activité ovicide, provoquent une altération du processus 

de la spermatogenèse (Dhadialla et al., 1998 ; Nakagawa, 2005),  une perturbation du 

comportement sexuel (Kilani-Morakchi et al., 2009) et nuisent de manière générale à la 

dynamique des populations (Pineda et al., 2009).  

 

         Afin de déterminer l'efficacité des deux agonistes de l'hormone de mue 

(méthoxyfénozide RH-2485 et tébufénozide RH-5992) sur la diminution de la pullulation 

de l'insecte ou son potentiel reproducteur, l’objectif de cette thèse est de faire une étude 

sur : i) le développement ( durée du développement nymphal, pourcentage de survie de 

l'insecte et les différents types morphogénétiques observés) ; ii)  la reproduction, en 

déterminant l'évolution de la taille des testicules chez la chrysalide et le potentiel 

reproducteur (période de préoviposition et d’oviposition, fécondité, fertilité) ; iii) l’aspect 

quantitatif et qualitatif des protèines testiculaires ; iiii) la synthèse des ecdystéroïdes 

testiculaires ; et iiiii) la cytologie des testicules chez un Lépidoptère ravageur des denrées 

stockées  Ephestia kuehniella. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3. Mode d’action des ecdysteroïdes (Klowden, 2010) 

 

 



2. Méthodologie 
  
     2.1 Matériel d’étude 
 
           2.1.1 Modèle biologique 
 

          Ephestia kuehniella (Zeller) est un insecte présentant un modèle de premier choix 

pour la biologie évolutive à but agronomique, sa position systématique est la suivante : 

 

Embranchement :                               Arthropoda   

Sous embranchement :                       Hexapoda                       

Classe :                                               Insecta 

Sous classe :                                        Pterygota 

Section ;                                              Neoptera- oligoneoptera 

Super ordre :                                       Endopterygota  

Ordre :                                                 Lepidoptera 

Famille :                                               Pyralidae 

Genre :                                                 Ephestia 

Espèce :                                               kuehniella (zeller) (1879) 

 

           Ce Lépidoptère holométabole est originaire de l’Inde mais existe aussi dans les 

régions tempérées et méditerranéennes. Il a une nette préférence pour la farine d’où 

« Pyrale de la farine », il peut également s’attaquer aux grains de céréales, biscuits, pâtes 

alimentaires, chocolat, riz (Contact Webmaster, 2002). 

De type à moeurs nocturnes, Ephestia kuehniella (Zeller) se tient au repos contre les murs 

ou caché dans la farine (Balashowsky, 197). Ses larves facilement identifiables, présentent 

une tête bien développée et un corps clairement découpé en trois segments. Leur 

développement est fortement influencé par l'environnement, à savoir la température, 

l'humidité, et les sources de nourriture. 

   

           Le cycle complet du développement d’Ephestia kuehniella (Zeller) est de 80 

jours (Fig.4). L'accouplement a lieu immédiatement après le début de la vie d’adulte. Juste 

après, sur une période de 3 jours, la femelle pond environ 100 à 200 œufs de couleur 

blanchâtre, de forme ovoïde, d’une longueur de 440 µm, et une largeur de 250 µm.  Après 

4 à 5 jours, les œufs formant un amas au fond et sur les parois des sacs de farine éclosent en 



donnant naissance à des larves blanchâtres ou rosâtres mesurant 1 à 1,5 mm accompagnées 

de tubes en soie tissée dans lesquels elles vivent . Six mues plus tard, les larves achèvent 

leur croissance, elles sont totalement brunes et mesurent entre 10 à 13 mm. Elles errent 

alors en s'éloignant de leur source de nourriture en tissant une enveloppe de soie « cocon » 

contenant des substances nutritives dans laquelle elles évolueront pendant 8 à 12 jours 

donnant un stade immobile dans les coins sombres des bâtiments ou des machines. À 

l’émergence l'adulte alors de couleur grise, mesure 10 à 12 mm d’envergure. Il est formé 

par deux paires d’ailes : deux ailes antérieures grisâtres avec des points noires et deux ailes 

postérieures blanchâtres finement frangées. Sa longévité est de 14 jours.  

La finalité de la vie adulte est la reproduction. Les mâles meurent en général quelques jours 

après l’accouplement, les femelles après la ponte. 

 

                2.1.2 Présentation des insecticides 

 

                 Le RH-2485 ou méthoxyfénozide (nom commercial : Runner ou Intrepid, Dow 

AgroSciences, USA) est le nom commun du 3-methoxy-2-methylbenzoic acide 2- (3,5-

dimethylbenzoyl) -2- ( 1,1- dimethylethyl) hydrazine; N-tert-butyl-N’- ( 3 methoxy-o-

toluoyl)- 3,5 xylohydrazide. Sa formule empirique est : C22H28N2O3 et son poids 

moléculaire est de 368,47g (Fig.5).  

 

                 Le RH-5992 ou tébufenozide (nom commercial : Mimic ou Confirm, Dow 

AgroSciences, USA) est le nom commun du 3,5-dimethylbenzoic acide 1-(1,1 

dimethylethyl)-2- (4-ethylbenzoyl) hydrazine; N-tert-butyl-N’-( 4-ethylbenzoyl)-3,5- 

dimethylbenzohydrazide, sa formule empirique est : C22H2802 et son poids moléculaire 

est de 352,48g (Fig.5).  

 

                 Les deux molécules sont classées par l’Agence Américaine de la Protection de 

l’Environnement (US EPA) comme insecticides à faible risque (Khater, 2011). Ils sont 

spécifiques aux Lépidoptères (Dhadialla et al., 2010 ; Smagghe et al., 2012) et toxiques 

après ingestion ou application topique à des doses élevées (Hsu, 1991). L'effet commence 

par une inhibition de l'alimentation pendant 3 à 14 h (Retnakaran et al., 1997), ce qui est 

très important pour prévenir des dommages aux cultures. 

 Pour notre expérimentation, les deux produits nous ont été aimablement fournis par Pr. G. 

Smagghe (Ghent University, Belgium). 



 
  

chrysalide    

8 à 12 jours 

Forme : ovoïde 
Couleur: blanchâtre 
Longueur: 0,46 mm 
Largeur: 0,23 mm 
 

Couleur: marron 
Taille: 9 à 10 mm 
 Œuf          

Longévité: 14 jours  
Taille: 20 à 25 mm 

Adulte 

Larve 

Taille : 6,5 à 15 mm 
Couleur : rosâtre 

(x 35) 

(x 3) 

(x 4) 

(x 1) 
 

 

 

(x 4) 

(x 12) 

(x 3) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

 

Figure 4 : Cycle de développement d’E. kuehniella à 27°C. (Photos : H. BOUZERAA) 
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Figure 5 : Formules de structure de l’hormone de mue et deux agonistes des ecdystéroïdes. 
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     2.2. Méthode d’étude 
 
             2.1.1 Technique d’élevage 
 

             La farine infestée a été obtenue à partir du moulin Hippone. L’élevage est réalisé 

au laboratoire à une température de 27°C et une humidité relative de 80% (Payne, 1966). 

Les individus d’E. kuehniella sont déposés dans des jarres en verre contenant de la farine et 

recouvertes par un morceau de tulle maintenu par un élastique. Les larves du dernier stade 

récoltées à la surface du tulle, sont séparées en  fonction de leur sexe et sont déposées 

séparément dans des boites en plastique contenant la farine et du papier plissé pour qu’elles 

puissent se nymphoser. 

 

               2.2.2 Traitement  

  

               Le RH-2485 et le RH-5992 ont été administrés séparément par application 

topique sur la face ventrale des chrysalides mâles et femelles nouvellement exuviées (< 8h) 

à l’aide d’une seringue Hamilton à des doses subléthales (DL50). 

 Les DL50 ont été déterminées précédemment : tébufenozide : 0,005µg/insecte (Hami et 

al., 2005) et méthoxyfenozide : 0,01µg/insecte (Soltani-Mazouni et al., 2012). La quantité 

du produit est dissoute dans 2µl d’acétone. Les chrysalides témoins reçoivent 2µl d’acétone 

seule. 

 

                2.2.3 Détermination des différents types morphogénétiques 

 

                Durant le développement nymphal, l’insecte immobile est mis sous observation 

jusqu'à l’émergence adulte pendant laquelle toute apparition anormale a été signalée. 

L’expérimentation a été faite sur 20 individus comparés à des témoins.  Le taux de 

formation morphogénétique et la durée de leur développement nymphal ont été déterminés.  

 

                 2.2.4 Etude morphométrique 

 

                 La majorité des espèces d’insectes ont une paire de testicules recouverts par un 

épithélium fréquemment pigmenté, de couleur rouge, vert, jaune ou marron selon les 

espèces. Cette pigmentation facilite l’identification des testicules au cours de la dissection. 

Les chrysalides traitées et les témoins de différents jours: 1er jour, 3éme jour, 5éme jour, 7éme 



jour et dernier jour nymphal ainsi que les adultes nouvellement émergés (à 0 jour) sont 

soumis à la dissection sous une loupe binoculaire. Fixés sur une boite de paraffine par une 

aiguille sur le thorax, l’abdomen est coupé à l’aide de microciseaux jusqu’au 4eme segment. 

Les testicules situés dorsolatéralement du tube digestif sont ainsi prélevés et divers 

paramètres morphométriques ont été mesurés :  

 

* La longueur (L) et la largeur (l) des testicules sont mesurées à l'aide d'un micromètre 

oculaire monté sur un microscope préalablement étalonné.  

 

* Le volume (V) testiculaire exprimé en mm3 est obtenu grâce à la formule suivante 

(Lambreas et al., 1991). 

 

                                                      V= 4/3 (L/2) (l/2)2 

            

Pour chaque période dix répétitions ont été réalisées.      

 

            2.2.5. Détermination du potentiel reproducteur 

 

            Juste après l'exuviation des adultes,  les mâles et les femelles traités ont été mis 

dans des jarres individuelles de 10 cm de long recouvert sur toute la surface interne par un 

tulle afin de récupérer un éventuel œuf pondu. Une petite quantité de farine et un coton 

imbibé d'eau y ont été déposés. Les jarres ont été fermées et maintenues à une température 

de 25°C. Les résultats ont été comparés par rapport aux témoins et dix répétitions ont été 

réalisées pour chacun des cinq paramètres suivants :   

 

* Période de préoviposition : déterminée par le nombre de jours séparant l’émergence et le 

début de la ponte. 

* Période d’oviposition : déterminée par la durée (en jour) de la ponte. 

* fécondité des femelles : c’est le nombre total d’œufs pondus par une femelle durant la 

période d’oviposition. Après chaque ponte, les œufs ont été comptés et déposés dans une 

boite de Pétri étiquetée.   

* Fertilité des œufs : c’est le nombre d’œufs éclos parmi la totalité des œufs pondus par une 

femelle. Le taux d’œufs éclos a été obtenu selon la formule suivante : le nombre d’œufs 

éclos par femelle x100/ le nombre totale d’œufs pondus par femelle. 



                   2.2.6 Etude électrophorètique des protéines         

 

                   L’étude qualitative des protéines testiculaires des adultes d’E. kuehniella 

nouvellement exuviés (Fig.6) 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% (Tab. 3).                                                                                                                           

 
Tableau 3. Composition du gel de séparation (Runing gel) et du gel de concentration  
(Stacking gel) 
 

Runing gel Stacking gel Produits 

5.3 ml 

5 ml 

- 

0.2 ml 

2.5 ml 

6.8 ml 

0.2 ml 

25µl 

1.50 ml 

- 

2.5 ml 

- 

- 

5.7 ml 

300 µl 

10µl 

Acrylamide 30% (ml) 

Lower gel (ml) 

Upper gel (ml) 

SDS10% (ml) 

Sucrose55% (ml) 

Eau distillée (ml) 

Amonium persulfate10% (ml) 

TEMED (µl) 

                     

                  - Principe de l’électrophorèse           

        

           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 ).                                                  

 

                  - Composition de l’appareil élèctrophorètique  

  

            Cet appareil est composé d’une mini cuve de 8cmx7cm 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 testicules témoins et traités d’E. kuehniella ont été déposés 

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

phenylmethanesulfonylfluoride (PMS). Après centrifugation (5000 tours/10mn), 100µl du 

surnageant ont servi pour le dosage quantitatif des protéines. La quantité des protéines 

testiculaires 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 (tabl. 4) 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 4. Composition du tampon d’échantillon (samlpe buffer)  

 

 

 

 

 

           

 

 

                  

                 - 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) (Tab. 5), on enlève alors délicatement le peigne. Chaque dent correspond à une 

chambre de dépôt d’échantillon.                      

 

 

Tableau 5.  Composition du tampon de migration (Runing buffer) 

 

Sample buffer Produits 

6,25ml 

2,50ml 

7,14ml 

5ml 

5ml 

18,6mg 

Upper buffer 

Mercaptoéthanol 

SDS 10% 

Bleu de bromophénol 0,05% 

Glycérol 

EDTA 



Runing buffer Produits 

6,00 

28,8 

 

1000 

Tris bac (g) 

Glycine (g) 

SDS (g) 

Eau distillée (ml) 

 

                  -Dépôt des échantillons  

   

              Les échantillons sont déposés à raison de 10µl dans les chambres de dépôt en 

ayant soin de réserver la première chambre au marqueur dont le poids moléculaire est 

connu (Tab .6).                                                                                                                  

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 30mn, elle est ensuite ramenée à 100 volts pour faciliter la          

migration des protéines qui va durer environ 2h30mn.                                                    

  

 Tableau 6. Poids moléculaire des protéines standard. 

 

 

 

 

 

 

 

              

                  - Coloration et décoloration  

 

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

et mis dans le colorant (Tab. 7) sous agitation pendant 24heures.                         

Avant de mettre le gel dans la solution de décoloration (Tab. 8) pendant 30mn, 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.     

                                                   

Proteins standards PM (KDa) 

B-Galactosidase 

Phosphorylase b 

Albumine 

Glyceraldehyde 

Trypsinogen 

116 

97 

66 

36 

24 

 

1,00 



Tableau 7. Composition de la solution de coloration 

 

  

 

 

 

 

 

 

Tableau 8. Composition de la solution décolorante 

 

Solution de rinçage Produits 

45 

25 

100 

100 

1000 

Méthanol 4.5% (ml) 

Glycérol 2.5% (ml) 

Acide acétique 10% (ml) 

Ethanol 10% (ml) 

Eau distillée (ml) 

 

 

           2.2.7 Dosage immuno-enzymatique des ecdysteroides    

 

                     - Principe du dosage 

 

           Le dosage enzymo-immunologique (EIA) est une technique qui a été adaptée aux 

ecdystéroïdes par Porcheron et al. (1989) puis modifiée par De Reggi et al. (1992). Cette 

technique utilise comme traceur enzymatique le Peroxydase couplé à la 2-succinyle 20-

hydroxyecdysone. Le traceur enzymatique est mis en compétition avec les ecdyéteroïdes 

des extraits biologiques pour les sites d'un anticorps anti-ecdysteroïdes de lapin (anticorps 

primaire). Les complexes sont fixés par un second anticorps polyclonal anti-

immunoglobuline de lapin (Jackson Immunoresearch) retenu sur une microplaque à 96 

puits ( NUCN Immunoplate Maxisorp F96, Danemark). Au bout de trois heurs 

d'incubation, les éléments non retenus seront éliminer au cours d'un rinçage des plaques 

(Fig.7). Un réactif de révélation de la peroxydase, la tétramétyl benzidine au TMB (Sigma, 

France) est utilisé. Celle-ci se fait sous agitation pendant 15 à 20 minutes et les densités 

Solution de coloration  Produits 

250 

125 

25 

1000 

Bleu Brillant de Comassie R250 (mg) 

Méthanol absolu (ml) 

Acide acétique 10% (ml) 

Eau distillée (ml) 



optiques sont mesurées à l'aide d'un lecteur de plaque ( Labsystem, Finlande) à 630 nm 

sans ou avec addition d'H2SO4 (6N), respectivement. La mesure de la quantité de la 

peroxydase fixé permet de déterminer la quantité d'ecdystéroïdes contenue dans les 

échantillons biologiques par comparaison avec une courbe de référence obtenue avec des 

solutions standard d'ecdysone (E).                                                                                                                    

 

                 - Prélèvement des échantillons et extraction des hormones     

 

            Un pool de dix paires de testicules d’adultes nouvellement exuvies prélevés à 0 jour 

des séries témoins et traitées in vivo a été extrait dans des tubes eppendorff contenant 500µl 

de méthanol à 95%. Après broyage aux ultrasons et centrifugation à 5000g/10min (2700 

tours/ 10mn), le surnageant est  prélevé et mis dans un tube eppendorf ensuite évaporé dans 

un bain sec réglé à 60°. Les extraits secs obtenus sont dissous dans 500 µl de tampon EIA 

(0,1 M ; pH= 7,4) et conservé au congélateur jusqu'au dosage.  

 

               - Présentation des différentes étapes du dosage EIA 

              

* Coating et saturation des plaques: Le coating est un traitement qui permet de fixer les 

immunoglobunes anti-IgG de lapin (pour le dosage avec un anticorps polycolnal de lapin) 

sur la plaque solide des microplaques, en distribuant 200µl d'une solution purifiée 

d'immunoglobuline anti-IgG (Sigma, Angleterre) dans chaque puits. Cette solution est 

préparée en rajoutant une quantité (200µl) de solution mère de tampon phosphate (0,05 

NpH= 7,4) et 400 ml d'eau distillée à 2 mg d'anti-immunoglobuline. Ce traitement est suivi 

d'une saturation pendant 1 heure dans un tampon EIA à 0,3% d'albumine bovine (Sigma, 

France) distribuée à raison de 100µl dans chaque puits. Les plaques seront conservées à 4° 

et peuvent être utilisées 12 heures après la saturation.                                                                                                                         

 

* Préparation de la courbe standard: Des solutions diluées (10-13 à 10-7M) sont obtenus à 

partir d’une hormone ecdystéroïdes standard utilisée dans ce dosage : l'ecdysone (E) de 

poids moléculaire de 464,6g. 

 

 

 

                                                                          



 

 

                  

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    Figure 7. Principe du dosage EIA (Pocheron et al., 1989) 

 



* Distribution des différents échantillons: Après lavage de la microplaque, la répartition des 

échantillons dans les différents puits se fait comme suit:      

                     

   Le p premier puits de la première colonne est réservé au témoin dans lequel on distribue 

100µl du tampon EIA et 50µl du traceur enzymatique.  

 

   Les puits restants de la première colonne sont réservés aux blancs (B0), en absence 

d'hormone, dans lesquels on distribue 50µl du tampon EIA, 50µl du traceur enzymatique et 

50µl d'anticorps.  

 

   Dans la deuxième et la troisième colonne, on distribue en double respectivement 50µl 

des différentes concentrations des solution standards (la gamme), 50µl du traceur 

enzymatique et 50µl d'anticorps.  

 

   Tous les puits restants sont réservés aux échantillons à doser dans lesquels on distribue 

respectivement 50µl d'échantillon, 50µl du traceur et 50µl d'anticorps. 

Le volume final dans chaque puits doit être de 150µl. Enfin la microplaque est mise sous 

agitation pendant trois heurs à l'obscurité. 

 

* Lavage et révélation: Au terme de l'incubation, la microplaque est lavée afin d'éliminer 

tout élément non fixé sur l'anticorps utilisé. La tétramethyl benzidine est utilisée pour la  

coloration.  Celle-ci se fait sous agitation pendant 15 à 30 minutes. 

-Lecture des densités optique: les densités optiques sont mesurées à l'aide d'un lecteur de 

plaque à 630nm, puis à 450nm après addition d'acide sulfurique (6N) qui permet 

d'amplifier et de stabiliser la coloration. Elles sont exprimées sous forme d'un rapport: 

 

 

                                              B/B0 (%)= (B-T) / (B0-T) x 100 

 

 

B: absorbances de l'échantillon ou du standard. 

B0: absorbances en absence d'hormone. 

T: absorbances en absence d'hormone et d'anticorps (T: négligeable).  



         2.2.8 Microscopie électronique à transmission 

 

            La structure des testicules des séries témoins et traitées a été déterminée sur des 

coupes semi-fines préparées selon la technique de microscopie électronique à transmission, 

réalisée selon Karnovsky (1965) modifiée par Friend  Farquhar (1967). Les échantillons 

doivent passer par plusieurs étapes afin d'éviter toute altération des tissus et assurer la 

stabilité de leurs structures macromoléculaires. Ces    étapes sont: la fixation, le rinçage, la 

poste fixation, la déshydratation et l'inclusion         

                    

                  - Fixation, rinçage et post-fixation       

 

           Après dissection, les testicules des séries témoins et traitées sont déposés dans des 

tubes eppendorff contenant du fixateur (paraformaldéhyde 5%, glutaraldéhyde 25%, 

sucrose et du tampon cacodylate 0,4M à pH=7,4. La fixation rend les cellules inaltérable, 

perméable aux colorants et permet de préserver leur structure macromoléculaire. Si la 

fixation est prolongée (plusieurs semaines à 4°), le rinçage sera également prolongé. Il se 

fait dans le mélange: cacodylate 0,4M (10ml), sucrose (12ml) et eau distillée (8ml) avec 

deux bains de 20minutes chacun et un troisième jusqu'au lendemain. Une post-fixation est 

réalisée pendant une heure à température ambiante dans le mélange: tétroxyde d'osmium 

4% (2,5ml), cacodylate 0,4M (2,5ml), sucrose et eau distillée (2ml), pendant une heure. Le 

tétroxyde d'osmium fixe et stabilise les doubles couches lipidiques ainsi que les protéines 

tissulaires.                        

 

                  - Déshydratation et l'inclusion 

          

             La déshydratation se fait dans des bains d'alcool éthylique à degrés croissants 

(30°,70°,95°,100°) et se complète par un bain d'oxyde de propylène qui permet 

l'éclaircissement des pièces. A ce stade les échantillons sont encore mous pour être coupés 

et doivent être inclus dans un produit rigide qui est la résine dans la composition est la 

suivante: 60ml de DDSA (dodecyl sulfate aldéhyde), 25ml d'épikote et 20ml d'araldite. Ce 

mélange est utilisé avec un accélérateur le DMP30 (2,4, 6-tris (dimithylamino-méthyl 

phénol) à 4% pour polymériser la résine. Les échantillons doivent d'abord subir une 

imprégnation à la résine (trois bains sont réalisés à cet effet). Au terme de l'imprégnation, 



les échantillons sont inclus dans des moules munis de la référence remplis préalablement 

avec le mélange de résine additionné d'accélérateur. Enfin, les moules sont mis dans une 

étuve à 37°C pendant  trois heures. Les pièces déplacées sont réorientées, et tous les moules 

sont remis dans une étuve à 60° pendant trois jours pour assurer la polymérisation de la 

résine.             
        

                    - Confection des coupes et coloration 

  

            Des coupes semi-fines sont réalisées au moyen d'un ultra microtome LKB 2088, en 

utilisant des couteaux en verre fabriqués à l'aide d'un Knife Maker LKB 7800. Elles seront 

montées sur des lames et colorées au bleu de toluidine (Borax de Na à 1% et bleu de 

toluidine à 1% dans l'eau distillée) pendant 3 à 5minutes, puis examinées au microscope 

photonique.                                                                              

      

        2.3. Analyse statistique               

 

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

type (m ± SD). 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). Le 

nombre de chrysalides ou d’adultes testés ainsi que le nombre de répétitions sont précisés 

avec les résultats.    
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3. Résultats 
 

    3.1. Effets du RH-2485 et  RH-5992 sur le développement  

 

          3.1.1. Effets sur la durée du développement nymphal 

 

          Durant le développement nymphal, l'insecte se métamorphose en une moyenne de 

dix  à onze jours chez  E. kuehniella dans les conditions expérimentales standardisées 

(Température 27°, humidité relative à 80%). L'application topique de deux insecticides 

séparément sur les chrysalides mâles à 0 jours n’a pas donné d’effet significatif (p > 0,05) 

sur la durée du développement nymphal de cette espèce.  Par contre, chez les chrysalides 

femelles le RH-2485 et le RH-5992 réduisent de manière significative (p < 0,001) la durée 

du développement nymphal comparativement aux témoins. (Fig.8). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

       

 

 

 

 

Figure 8. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles et femelles nouvellement exuviées, sur la durée 

(jours) du développement nymphal chez E. kuehniella (m ± SD, n = 20, les moyennes 

suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes, p>0,05). 
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       3.1.2. Répartition des différents types morphologiques induits après traitement 

  

        Après traitement des chrysalides à 0 jour, l’observation de perturbations 

morphologiques durant le stade nymphal a mis en évidence l’apparition de quatre différents 

types morphogénétiques aussi bien chez les mâles que chez les femelles d’E. kuehniella  

(Fig. 9, 10) : 

 

– Type 1. Adultes normaux : le taux de formation d’adultes normaux après traitement avec 

le RH-5992 est estimé à 31,81 % contre 25 % sous l’effet du RH-2485 et 74 % chez les 

témoins (Fig. 9 et 10A).  

– Type 2. Adultes malformés : les adultes subissent une exuviation adulte montrant un 

corps entier avec cependant des ailes malformées caractérisées soit par une petite taille soit 

par une courbure donnant l’aspect d’une aile brisée. L’application du RH-2485 révèle un 

taux de 6,25 % d’adultes malformés en comparaison des témoins 3 %, contre une absence 

de malformation avec le RH-5992 (Fig. 9 et 10B).  

– Type 3. Émergence partielle : l’exuviation adulte est incomplète avec apparition d’une 

partie du corps adulte tandis que l’autre partie reste nymphale. Le taux d’émergence 

partielle est de 18,19% chez les traitées avec le RH-2485 contre 3% chez les témoins et 0% 

chez les traitées avec le RH-5992 (Fig. 9 et 10C).  

– Type 4. Émergence bloquée : certaines chrysalides présentent un corps peu ou pas tanné 

alors que d’autres s’effritent au toucher. Ce type morphogénétique confirme que le RH-

2485 avec 68,75 % d’émergence bloquée est plus toxique que le RH-5992 avec un taux de 

50 %, par rapport aux témoins dont le taux est de 20 % (Fig. 9 et 10D) 
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Figure 9. Répartition (%) des différents types morphogénétiques observés après traitement 

des mâles et des femelles  par le méthoxyfénozide (RH-2485) et le tébufénozide (RH-5992) 

chez E. kuehniella.  (n= 3) répétitions comportant chacune 20 chrysalides par série. 
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    3.2. Effets du RH-2485 et RH-5992 sur la reproduction  

           3.2.1. Effets sur la morphométrie des testicules  

 

           Les caractères morphologiques des testicules, longueur (L), largeur (l), volume (v) 

sont des paramètres morphométriques dont les variations dans le temps sont à étudier pour 

déterminer leur rapport avec la reproduction chez E. kuehniella.  

 

            Au 1er jour nymphal la taille enregistrée chez les témoins est de 2008 ± 328,71µm 

pour la longueur, 1768 ± 249,01µm pour la largeur et de 3,2 ± 0,00mm3 pour le volume. 

Ces valeurs évoluent de manière oscillatoire en subissant du jour 1 au jour 3 une 

diminution progressive puis ils augmentent progressivement jusqu’au jour 5. À partir de ce 

jour les valeurs tendent à diminuer jusqu’à l’émergence des adultes où ils atteignent une 

(L) de 1393 ± 49µm ; une (l) de 1048 ±91µm ; et un (v) de 0,7 ± 0,01 mm3. Après 

application topique du RH-2485 et du RH-5992 sur les chrysalides nouvellement exuviées, 

la taille des testicules parait plus élevée chez les traitées que chez les témoins. Les valeurs 

les plus élevées sont enregistrées avec le RH-2485. Du jour 1 au jour 3 leur évolution suit 

le même profile que chez les témoins mais contrairement à ces derniers, les valeurs 

continuent à diminuer jusqu’au jour 7. A partir de ce stade une différence entre les traitées 

a été observée puisque une légère augmentation de la taille a été obtenue avec le RH-2485 

du jour 7 au dernier jour nymphal comparativement au RH-5992 et aux témoins qui 

affichent plutôt une diminution. Cependant chez les adultes nouvellement émergés la même 

molécule entraîne une diminution de la taille comparativement au RH-5992. Toutefois au 

dernier jour nymphal et chez les adultes nouvellement émergés les deux molécules 

entraînent une augmentation très significative (p<0,001) de la taille des testicules (Tab.9, 

10, 11) (Fig. 11,12, 13, 14).  
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Tableau 9. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées sur la longueur (µm) 

des testicules d’ E. kuehniella au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes 

nouvellement émergés (m ± SD, n = 10; pour chaque paramètre les valeurs suivies d’une 

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

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées sur la longueur (µm) 

des testicules d’ E. kuehniella au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes 

nouvellement émergés (m ± SD, n = 10). 

 

 

 

Traitements/Jours 1 3 5 7 Dernier jour  
nymphal 

Adulte  
Nouvellement  
émergé 

Témoin 2008±328,71a 1840±283,74a 1936±276,61a 1680±257,95a 1528±180,40a 1392±49,00a 

RH-2485 2160±118,62a 1944±290,73a 1768±251,50a 1600±237,33a 1624 ±94,91a 1576±140,01b 

RH-5992 2104±118,96a 1968±215,26a 1784±217,72a 1600±327,91a 1408±134,82a 1496± 67,10b 
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Tableau 10. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées sur la largeur (µm) des 

testicules d’ E. kuehniella au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes 

nouvellement émergés (m ± SD, n = 10; pour chaque paramètre les valeurs suivies d’une 

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

 

 

 

Traitements/Jours 1  3  5  7  Dernier jour 
nymphal 

Adulte 
Nouvellement  
émergé 

Témoin 1768±249,01a 1520±286,22a 1648±253,41a 1336±186,00a 1128±198,00a 1048±91,01a 

RH-2485 1904±142,20a 1752± 296,00 a 1616±225,72a 1416±242,71a 1416±92,82b 1288±154,00b 

RH-5992 1784±175,42a 1728±172,31a 1616±150,91a 1312±498,53a 1232±144,01a 1268±119,23b 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées sur la largeur (µm) des 

testicules d’ E. kuehniella au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes 

nouvellement émergés (m ± SD, n = 10). 

Ev
ol

ut
io

n 
de

 la
 la

rg
eu

r d
es

 

 te
st

ic
ul

es
 (µ

m
) 

Stade de développement (jour) 



0

0,5
1

1,5
2

2,5
3

3,5
4

4,5

1 3 5 7 Dernier jour
nymphal

Adulte
nouvellement

émergé

Témoin
RH-2485
RH-5992

Tableau 11. Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées sur le volume (mm3) 

des testicules d’ E. kuehniella au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes 

nouvellement émergés (m ± SD, n = 10; pour chaque paramètre les valeurs suivies d’une 

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

 

 

 

Traitements/Jours 1  3  5  7  Dernier jour 
nymphal 

Adulte 
nouvellement  
émergé 

Témoin 3,26±0,00a 2,22±0,00a 2,74±0,00a 1,56±0,00a 1,01±0,00a 0,79±0,00a 

RH-2485 4,08±0,00a 3,11± 0,00a 2,40±0,00a 1,67±0,00a 1,69±0,00b 1,35±0,00b 

RH-5992 3,49±0,00a 3,05±0,00a 2,42±0,00a 1,43±0,00a 1,11±0,00a 1,24±0,00b 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13. Effets du RH-2485 et RH-5992 après application topique à des chrysalides 

mâles d’E. kuehniella nouvellement exuviées, sur l’évolution du volume (mm3) des 

testicules au cours du temps durant le stade nymphal et chez les adultes nouvellement 

émergés (m ± SD, n = 10). 
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         3.2.2. Effets sur le potentiel reproducteur  

    

         Après un suivi régulier des couples, les résultats des différents paramètres de la 

reproduction sont représentés dans les figures 15, 16, 17.  

 

         Dans nos conditions expérimentales (Température 27°C, humidité relative à 80%), la 

ponte chez E. kuehniella, débute à 1,20 ± 0,42 jours après l’émergence des adultes et se 

poursuit jusqu'à 3,10 ± 0,33 jours pour une production moyenne de 125 ±22,20 œuf 

/femelle. Le taux de la fertilité est de 71, 81 ± 22,20 %. Ils révèlent que le traitement 

effectué sur les chrysalides mâles et femelles présente des effets différés sur les paramètres 

de la reproduction des adultes qui survivent. En effet, Le RH-5992 allonge la durée de la 

période de préoviposition mais sans effet significatif (p > 0,05). Cependant, les deux 

insecticides réduisent de manière significative la durée de la période d’oviposition 

comparativement aux témoins (Fig. 15). On note également une différence significative 

entre les deux agonistes des ecdystéroïdes testés (témoin vs RH-2485 p < 0,001, témoin vs 

RH-5992 p < 0,05 ; RH-2485 vs RH-5992 p < 0,05). La fécondité est significativement p < 

0,001 réduite (RH-2485 vs RH-5992 p < 0,001) (Fig. 16). La fertilité est sgnificativement p 

< 0,001  réduite dans le cas du RH-5992, tandis qu’après traitement avec le RH-2485 la 

fertilité des oeufs est nulle (RH-2485 vs RH-5992 p < 0,001) (Fig.17).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15.  Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) sur les 

périodes de préoviposition et d’oviposition des femelles adultes d’E. kuehniella après 

traitement des chrysalides mâles et femelles (m ± SD, n = 10 couples, pour chaque 

paramètre les valeurs suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes, p 

> 0,05). 
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Figure 16.  Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) sur la 

fécondité des femelles adultes d’E. kuehniella après traitement des chrysalides mâles et 

femelles (m ± SD, n = 10 couples, pour chaque paramètre les valeurs suivies d’une même 

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

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17.  Effets du méthoxyfénozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) sur la 

fertilité des oeufs des femelles adultes d’E. kuehniella après traitement des chrysalides 

mâles et femelles (m ± SD, n = 10 couples ; pour les oeufs : n = 4 répétitions chacune 

comportant 10 oeufs ; pour chaque paramètre les valeurs suivies d’une même lettre ne sont 

pas significativement différentes, p > 0,05) 
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          3.2.3. Effets sur les protéines testiculaires 

               

                    * Effets sur la quantité des protéines 

 

          La teneur en protéines a été déterminée au niveau des testicules d’adultes 

d’E.kuehniella chez les témoins et chez les traitées. La quantification a été obtenue à partir 

d’une courbe de référence exprimant l’absorbance en fonction de la quantité des protéines 

(Tab. 12, Fig.18).  

 

Tableau 12. Gamme d’étalonnage 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18. Courbe d’étalonnage exprimant l’absorbance en fonction de la quantité 

d’albumine 

 

Quantité d’albumine (µg) 0 20 40 60 80 100 

Absorbances 0 0,259 0,378 0,677 1,006 1,193 
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            La quantité de protéine chez les témoins est en moyenne de 59,73 ±7,43 µg/mg de 

testicules. L’application du RH-2485 et du RH-5992 sur les chrysalides mâles à 0 jour ne 

montre aucune différence significative (p>0.05) entre le témoin et les séries traitées (Fig. 

19).  

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Effets de deux agonistes des ecdystéroïdes (RH-2485, RH-5992) administrés 

par application topique à l’émergence des chrysalides mâles sur la quantité des protéines 

testiculaires (µg/mg de testicules) chez les adultes d’E. kuehniella (m ± s; n = 3 ; les 

valeurs suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes, p > 0,05).                                                                          
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                * Effets sur la qualité des protéines  

  

        L’analyse électrophorètique sur PAGE-SDS des protéines a été réalisée sur les 

testicules d’adultes d’E.kuehniella. Les poids moléculaires des protéines de nos 

échantillons ont été déterminés d’après une courbe de référence exprimant le logarithme du 

poids moléculaires des protéines standards en fonction de leur mobilité relative (Rf). (Tab. 

13; Fig. 20).  

  

Tableau 13. Poids moléculaire et mobilités relatives des fractions protéiques des 

différentes protéines standards. 

 

 

Protéines standards PM (KDa) Log PM Rf 

B-Galactosidase 116,000 2,06 0,22 

Phosphorylase b 97, 000 1,98 0,35 

Albumin, bovine serum 66,000 1,81 0,50 

Glyceraldehyde-3-phosphate Dehydrogenase 36,000 1,55 0,70 

Trypsinogen 24,000 1,38 0,8 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

Figure 20. Courbe de référence exprimant le logarithme décimal du poids moléculaire 

(KDa) des protéines standards en fonctions de leurs mobilités relatives (a : B-

Galactosidase ; b : Phosphorylase ; c : Albumin ; d : Glyceraldehyde ; e:Trypsinogen).  
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           Chez E. kuehniella les testicules d’adultes non traités comprennent 13 fractions 

protéiques. Le même nombre a été décelé chez les adultes dont les chrysalides 

nouvellement exuviées ont été traitées aussi bien par le RH-2485 que par le RH-5992. Le 

poids moléculaire et la mobilité relative de chaque fraction protéique sont portés sur le 

tableau 14. Le nombre de fractions protéiques est traduit par la figure 21. 

 

Tableau 14. Poids moléculaires et mobilités relatives des fractions protéiques dans les 

testicules d’adulte d’ E. kuehniella chez les témoins et les traitées. 

 

 

Nombres de 

fraction 

Rf PM (Da) 

1 0,07 190,54 

2 0,20 131,82 

3 0,27 123,02 

4 0,30 102,32 

5 0,37 85,11 

6 0,40 77,62 

7 0,46 66,06 

8 0,50 58,88 

9 0,59 46,77 

10 0,62 42,65 

11 0,68 36,30 

12 0,75 30,19 

13 0,80 26,30 

 

 

                          

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21. Profile éléctrophorètiques des protéines testiculaires d’E. kuehniella.  

A : protéines standards ( a : Myosin ; b : B-Galactosidase ; c : Phosphorylase ;  

d : Albumin ; e : Glutamic dehydrogenase ; f : Ovalbumin ; h :Glyceraldehyde ; 

 i : Carbonic anhydrase : k : Trypsinigen) ; B: Témoin ; C : RH-2485 ; D : RH-5992. 

 

 



         3.2.4. Effets sur la production d’ecdysteroïdes testiculaires 

 

         Les ecdysteroïdes ont été quantifiés dans les testicules d’E. kuehniella à partir de la 

courbe de référence exprimant le rapport B/BO en fonction des logarithmes décimaux des 

concentrations molaires (M) de l’hormone standard l’ecdysone (Tab. 15, Fig.22).     

 

Tableau 15. Analyse quantitative des ecdysteroïdes testiculaires d’E.kuehniella. Courbe de 

référence établie avec un anticorps polyclonal (B de lapin) exprimant B/B0 en fonction des 

concentrations molaires (M) de l’ecdysone.  

 

Solution standard Concentration (M) B/B0 

1 10-13 100,2 

2 10-12 89,3 

3 10-11 87,0 

4 10-10 65,6 

5 10-9 52,4 

6 10-8 13,9 

7 10-7 6,2 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22. Analyse quantitative des ecdysteroïdes testiculaires d’E.kuehniella. Courbe de 

référence établie avec un anticorps polyclonal (B de lapin) et exprimant B/B0 en fonction 

des concentrations molaires (M) de l’ecdysone.  
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         D’après les résultats obtenus, la quantité d’ecdysteroïdes dans les testicules témoin 

d’E. kuehniella est de  37,11 ± 2,80 pg/mg de testicules soit 7,01 ±0,41 pg/testicules. 

Comparativement à ce résultat (Tab. 16), le RH-2485 et le RH-5992 testés sur les 

chrysalides de cette espèce n’entraînent chez les adultes aucune modification de cette 

quantité (p>0.05). 

 

Tableau 16. Effets du méthoxyfenozide (RH-2485) et du tébufénozide (RH-5992) en 

application topique à des chrysalides mâles nouvellement exuviées, sur la quantité des 

ecdystéroïdes testiculaires (m ± SD ; n = 4) ; les valeurs suivies d’une même lettre ne sont 

pas significativement différentes, p > 0,05). 

 

 

 

 

       

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Traitements Quantités d’ecdysteroïdes 

(pg/mg) 

Quantités d’ecdysteroïdes 

(pg/testicules) 

Témoin 37,11 ±2,80a 7,01 ± 0,41a 

RH-2485 38,83 ± 5,30a 7,09 ± 1,12a 

RH-5992 38,64 ± 8,32a 6,82± 1,01a 



        3.3. Effets du RH-2485 et RH-5992 sur la structure des testicules  

 

          L’observation au stéreomicroscope montre que chez les larves d’E. kuehniella, il y a 

une paire de testicules délimités par une membrane péritonéale. Chaque testicule est divisé 

en quatre follicules de forme sphérique entouré chacun d’une monocouche de cellules 

épithéliales et séparés les uns des autres par des cloisons épithéliales.  Au moment de la 

maturité sexuelle, les quatre follicules de chaque testicule fusionnent formant un seul 

testicule (Fig.23 A, B). L’observation au microscope photonique des coupes semi fines 

réalisées à partir d’une coupe longitudinale sur les testicules d’adultes d’E.kuehniella, 

montre chez les témoins un follicule rempli de cystes jointifs présentant des  formes 

polyédriques et allongées  (Fig.24 A). Ces formes pourraient être liées à la maturation des 

cellules germinales. Au niveau des testicules d’adultes traités au stade nymphal avec le 

RH-2485 et le RH-5992, l’observation au microscope photonique révèle l’absence de 

cystes de forme allongée. Seuls les cystes de forme sphérique et quelques cystes de forme 

polyédrique sont présents de manière éparpillée. (Fig.24 B, C). 
            

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



4. Discussion  

 
       4.1 Effets sur le développement nymphal  

 

        Les ecdysteroïdes exercent leurs effets sur les tissus cibles via l’interaction avec les 

récepteurs nucléaires EcR qui forment un hétérodimère avec la protéine ultraspiracle USP 

(Yao et al., 1992 ; Bonneton et al., 2003 ; Henrich, 2005). Durant la phase ascendante du 

pic, la fixation de la molécule 20E sur le complexe EcR-USP entraine l’expression d’une 

cascade de gènes appelés « up regulated genes » il s’agit de BR-C (Broad complexe), E74, 

E75 (Chen et al., 2004 ; Zhu et al., 2007) qui code pour la division des cellules 

épidermiques, la sécrétion du fluide exuvial, la digestion cuticulaire, la synthèse de la 

cuticule et l’épicuticule, la synthèse de l’hormone d’éclosion au niveau des cellules 

neurosécrétrices ventro-médiales ainsi que son stockage dans les nerfs proctodéales. Durant 

la phase descendante du pic de la 20E, une autre série de gènes « down regulated genes » 

s’exprime, permettant ainsi la libération de l’hormone d’éclosion et la sclérotisation 

(Retnakaran et al., 2003) (Fig.25).  

 

         Une analyse quantitative des ecdysteroïdes au cours du stade nymphal a révélé la 

présence d’un pic situé au 5eme jour chez différents ordres d’insectes : Ephestia kuehniella 

(El Ouar et al., 2010 ; Yezli-Touiker & Soltani-Mazouni, 2011) ; Zophobas atratus (Aribi 

et al., 1999) ; Tenebrio molitor ( Soltani et al., 2002 ; Aribi et al., 2006 ; Berghiche et al., 

2007) et qui coïncide avec la synthèse de la cuticule pré-exuviale adulte (Maamcha, 1997 ; 

Yezli-Touiker & Soltani-Mazouni, 2011). 

 

           Plusieurs travaux ont démontré que l’administration des agonistes d’ ecdysteroïdes 

chez des larves ou des chrysalides appartenant à différents ordres d’insectes induit des 

mues précoces et incomplètes (Hami et al., 2005 ; Dhadialla et al., 2005 ; Gelbic et al., 

2011). Le degré d’efficacité des agonistes d’ecdysteroïdes a été publié par Doucet et al 

.(2007). (Tab. 17) 

 

          Nos expérimentations sur Ephestia kuehniella ont mis en évidence une perturbation 

du développement nymphal par le RH-2485 et le RH-5992 avec une réduction de la durée 

du stade nymphal et l’induction de plusieurs types morphogénétiques. Les chrysalides 

Cle Cyp 



femelles d’E. kuehniella sont plus sensibles aux traitements que les chrysalides mâles avec 

une durée moyenne de 8,3 ± 0,8 jours après traitement avec le RH-2485 et de 6,7 ± 0,4 

jours après traitement avec le RH-5992, comparativement aux témoins qui est de 11,1 ± 0,7 

jours. L’effet est plus marqué avec le RH-5992. Ceci confirme les observations antérieures 

faites sur E. kuehniella  (Hami et al., 2005) et chez d’autres lépidoptères (Dhadialla et al., 

2005 ; Hami et al., 2005; Dhadialla & Ross, 2007).  Cependant le traitement avec ces deux 

agonistes des ecdystéroïdes entraîne l’observation de quatre différents types 

morphogénétiques aussi bien chez les mâles que chez les femelles.  La DL50 du RH-2485 

et du RH-5992 déterminées précédemment par  Soltani-Mazouni et al.,(2012) et Hami et 

al., (2005) utilisées dans cette étude donne une émergence bloquée pour 68,75 %  des 

chrysalides mâles traitées avec le RH-2485 et 50% d’émergence bloquée après traitement 

des chrysalides mâles avec le RH-5992. Ceci confirme que le RH-2485 est plus toxique que 

le RH-5992 (Smagghe et al., 2002).  

          

          Des travaux antérieurs ont démontré que l’administration du RH-5992 Chez les 

larves du dernier stade de Chrysodeixis chalcites, a provoqué prématurément l' apolyse 

après 12h de traitement et l'induction de deux cuticules séparées par un espace ecdysial. 

(Smagghe et al., 1997). Des effets similaires ont été observés chez les larves de Cydia 

pomonella 24h après traitement avec le RH-5992 (Smagghe et al., 2004) et chez d'autres 

Lépidoptères (Dhadialla et al., 1998; Smagghe et al., 2003). Des travaux similaires 

montrent que chez les larves de Seamia nonagrioide, le traitement par le RH-2485 

provoque l’induction de deux cuticules pendant l’apolyse et la mort de la larve par la suite 

(Eizaguirre et al., 2007). Ainsi chez Plodia interpunctella, le RH-5849 et la 20E stimulent 

de façon similaire la synthèse de la chitine du disc imaginal (Silhacek et al.,1990 ; 

Smagghe & Degheele, 1995; Smagghe et al., 1996a,b). 

 

          Plusieurs études ont démontré que les changements morphologiques et structuraux 

induits par le tébufénozide dans les premières étapes de la mue sont identiques à ceux 

observés en présence d’ecdysone (Smagghe et al., 1996b;  Retnakaran et al., 1997a; 

Smagghe et al., 2004).  

 

         

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 25. Schematic model of molt regulation by 20E (Retnakaran et al., 2001).  

20E: 20-hydroxyecdysone; EcR: Ecdysone receptor; USP: ultra spiracle; ERE: Edysone Response 

Element; A1-3: transcription factors; B1-3: genes activated by A1-3; C1-3: genes expressed in the 

absence of 20E.  



          Comme leur nom l'indique "Moulting Accelerating Compounds " le RH-2485 et le 

RH-5992 accélèrent l'activation des gènes codant pour des protéines cuticulaires et la mise 

en place de la nouvelle cuticule (Dhadialla et al., 1998, 2005). Ce qui explique la réduction 

de la durée du développement nymphal chez les femelles et les mâles d’E. kuehniella qui 

ont survis au traitement. Toutefois, les processus physiologiques nécessitant une chute 

d’ecdysone tels, la sclérotisation et l’ecdyse (Retnakaran et al., 2003) sont clairement 

absents chez les chrysalides qui n’ont pas survis au traitement. Les chrysalides sont alors 

partiellement exuviées ou bloquées avec un corps peu ou pas tanné et mortes par la suite. 

Des pupes létales et mal formées ont été aussi observées chez Spodoptera frugiperda après 

traitement par voie orale par le RH-2485 au 5e stade larvaire (Zarate et al., 2011). 

L'observation au microscope électronique à balayage révèle l’absence de sclérotisation et 

du tannage de la nouvelle cuticule chez la larve de C. pomonella 24h après traitement avec 

le RH-5992 (Smagghe et al., 2004). Il a été démontré que ce phénomène s’explique par la 

stabilité métabolique et la persistance du tébufénozide dans les tissus des larves chez 

plusieurs espèces (Smagghe & Degheele, 1994 ; Smagghe et al., 2001). Selon  Dhadialla et 

al. (1998) le tébufenozide maintient l'activation des gènes codant pour les événements 

précoces, empêchant ceux codant pour les étapes suivantes. Dans notre expérimentation, 

l'incapacité des chrysalides mâles et femelles d'E. kuehniella traitées avec le RH-5992 et le 

RH-2485 à s'exuvier pourrait être dû à l'inhibition de la libération de l'hormone d'éclosion 

par la persistance des ces agonistes de l’hormone de mue dans l’organisme de ces derniers.  

       

         Parmi les perturbations morphologiques induites par le traitement dans la présente 

étude, le RH-2485 induit des adultes malformés avec des malformations alaires. Les 

mêmes effets ont été observés après traitement avec le RH-2485 et le RH-5992 chez 

différents ordres d’insectes : Heliothis zea (Chandler et al., 1992). Diatraea grandiosella 

(Trisyono & Chippendale 1998), Spodoptera exigua (Carton et al., 1998) , S. littoralis 

(Pineda et al., 2004). Ces malformations  ont été observés chez Choristoneura fumiferana 

avec une incapacité d’accouplement et de ponte après injection du RH-5992 aux 

chrysalides (Sundaram et al., 2002). Les mêmes effets ont été observés au 1er et 3e stade 

larvaire chez Platynota idaeusalis traité avec le RH-5992 (Biddinger et al., 2006). 

Cependant, l’efficacité du RH-5992 varie selon le moment d’administration par voie orale 

chez les larves de C. fumiferana (Dhadialla et al., 1998). En effet, quand le RH-5992 est 

administré aux larves du cinquième et sixième stade avant le pic d’ecdystéroïdes initiant la 

mue, il induit 100 % de mues létales et, quand il est ingéré plus tard après le pic, on obtient 



90 % de mues normales qui seront suivies par d’autres mues incomplètes et létales. 

Sundaram et al. (2004) ont rapporté que l’injection du RH-5992 directement dans la 

chrysalide diminue le pouvoir fécondant des femelles lorsque ces dernières avaient des 

malformations importantes.  Les adultes qui survivent au traitement peuvent ainsi être 

stériles (Sundaram et al 2002) ou posséder des organes génitaux anormalement développés, 

ce qui entrave le processus de l'accouplement ou la capacité de produire une descendance 

fertile (Tunaz & Uygun, 2004).  

 

         4.2 Effets sur la morphométrie des testicules  

 

          L’étude des ovaires chez les insectes a été beaucoup plus abordée au niveau des 

étapes terminales du développement qu’au niveau des premières phases (Smagghe & 

Degheele, 1994 ; Soltani et al., 1998 ; Farinos et al., 1999 ; Soltani-Mazouni et al., 2001  ; 

Dallaire et al., 2004 ; Lafont et al., 2005 ; Sridhara et al., 2013) . Cependant l’étude des 

testicules a fait l’objet de quelques travaux : (Perveen, 2000 ; Mathew & Thanuja, 2008 ; 

Özyurt et al., 2013).  

 

          Des travaux réalisés sur les femelles d’E. kuehniella montrent que les agonistes des 

ecdysteroïdes : le RH-2485, le RH-5992 et le RH-0345 diminuent le poids des ovaires, 

l’épaisseur du chorion, le nombre, la taille et le volume de l’ovocyte basal (Hami et al., 

2005, Soltani-Mazouni et al., 2012). Cependant l’évaluation des effets des agonistes 

d’ecdysteroïdes sur la morphométrie des testicules d’E. kuehniella n’a pas été étudiée.  

 

          Dans notre travail l’étude de la morphométrie des testicules d’E. kuehniella chez les 

témoins et chez les traités avec le RH-2485 et le RH-5992  a apportée des informations 

supplémentaires sur l’efficacité de ces agonistes de l’hormone de mue.  

          

           La morphométrie des testicules au cours du temps a été déterminée durant le stade 

nymphal et à l’age adulte. La taille testiculaire chez les témoins est élevée au début du 

stade nymphal (chrysalides de 1 jour : 24h précisément après exuviation nymphale) ; elle 

est approximativement d’une longueur (L) de 2008±328,7µm ; une largeur (l) de 

1768±249,0µm et un volume (v) de 3.2±0.0 mm3. Cette élévation de taille correspond à la 

fusion des testicules juste au moment de l’exuviation. Ce résultat est en accord avec ceux 

des travaux réalisés précédemment sur E. kuehniella (Nowock, 1973). En effet la fusion 



des testicules est sous la dépendance de l’hormone ecdysteroïde. Chez S.littura elle 

coïncide avec l’augmentation des ecdysteroïdes testiculaires (Perveen et al., 2011). La 

taille des testicules tend à diminuer légèrement jusqu’au 3éme jour, elle augmente ensuite 

jusqu’au 5éme  jour pour diminuer progressivement jusqu’à l’émergence des adultes. Ce 

profile de taille évoluant de manière oscillatoire coïncide avec un profile ecdysteroïde 

enregistré dans le corps entier d’E. kuehniella (Yezli-Touiker & Soltani-Mazouni, 2011) et 

dans les testicules d’autres Lépidoptères (Fugo et al., 1996 ; Perveen et al., 2011 ;  

Polanska et al., 2009 ; Iga & Smagghe, 2010 ; Iga et al., 2013) montrant que la quantité 

d’ecdysteroïde dans l’ hémolymphe et dans les testicules augmente dés le 3éme jour 

nymphal pour atteindre un pic au 5éme jour, elle diminue progressivement par la suite. Il a 

été rapporté que l’augmentation d’ecdysteroïdes est corrélée à une intensification de la 

spermatogenèse (Witalis & Godulat, 1993) et simultanément à l’augmentation de la taille 

des testicules (Perveen et al., 2011).   

            

          L’application de l’agoniste d’ecdysteroïde le RH-2485 et le RH-5992 sur les 

chrysalides mâles d’E. kuehniella nouvellement exuviées ne manifeste aucune modification 

significative sur la fusion et la taille des testicules au jour 1 par rapport aux témoins. La 

taille est supérieure à celle des témoins mais non significative. Il a été démontré que 

l’injection du RH-5992 entre le 3éme et le 4éme segment larvaire à abdomen isolé de la 

glande prothoracique stimule la fusion des testicules chez Cydia pomonella (Friedlander & 

Brown, 1995). La taille des testicules chez les chrysalides traitées avec le RH-2485 et le 

RH-5992 suit du jour 1 au jour 3 le même profile que chez les témoins. Au jour 5, une 

différence non significative marquée par une absence d’une augmentation de taille est 

ensuite observée chez les deux traitées par rapport aux témoins. En effet, leur taille 

testiculaire continue de diminuer du jour 1 jusqu’au jour 7. Chez S.littura la diminution de 

la taille des testicules avec le chlorfluazuron (un inhibiteur de la synthèse de la chitine) 

résulterait de la diminution de la quantité d’ADN testiculaire durant le stade nymphal 

(Perveen, 2000b). Dans notre travail la diminution de la taille des testicules au jour 5 chez 

les traités serait due à une à une réduction de la spermatogenèse. A partir du jour 7, une 

différence statistiquement non significative a été notée entre les deux traitées. En effet avec 

le RH-2485 la taille augmente légèrement du jour 7 au dernier jour nymphal, elle diminue 

ensuite à l’age adulte, alors qu’avec le RH-5992 la taille continue à diminuer jusqu’au 

dernier jour nymphal, pour augmenter par la suite à l’age adulte. La taille des testicules 

chez les deux traités est significativement supérieures (p<0,001) à celle des témoins. Cette 



différence pourrait s’expliquer par le fait que chez E. kuehniella l’émission des 

spermatozoïdes du testicule vers le canal déférent arriverait deux jours avant l’émergence 

adulte dans un rythme journalier (Riemann et al., 1974). Ce rythme a été observé chez S. 

littoralis (Giebultowiz et al., 1999 ; Giebultowize & Bebas, 2005 ;  Polanska et  al., 2009).  

Polanska et al. (2009) a rapporté que ce rythme est contrôlé par un facteur oscillateur 

endogène circadien localisé dans les testicules et, est essentiel pour la fertilité des mâles. 

Les mêmes auteurs ont rapportés également qu’un jour avant l’émission des 

spermatozoïdes, les ecdysteroïdes hémolymphatiques et testiculaires commencent à osciller 

dans un style circadien. Au moment de la diminution de cette hormone, l’émission des 

spermatozoïdes est stimulée. Il a été révélé ainsi que l’injection de la 20E dans la pupe de 

S. littoralis avant l’initiation de l’émission des spermatozoïdes, retarde celle-ci. Selon Seth 

et al. (2004), le traitement par RH-5992 et RH-5849 des larves de S. littura retarde 

l’émission des spermatozoïdes vers le canal déférent et perturbe le transfert des 

spermatozoïdes vers la vésicule séminale. Aussi, l’application du chlorfluazuron au 

cinquième stade larvaire chez S. littura diminue significativement le transfert des 

spermatozoïdes du testicule via le canal déférent vers la vésicule séminale traduisant ainsi 

une augmentation de la quantité d’ADN testiculaire (Perveen et al., 2011). Il a été rapporté 

que chez E. kuehniella, l’injection de la 20E ou son analogue inhibe l’émission des 

spermatozoïdes du testicule vers le canal déférent (Thomson & Riemann, 1982). Chez la 

même espèce l’application topique du RH-2485 et du RH-5992 sur les chrysalides mâles 

nouvellement exuviées diminue et augmente respectivement la quantité d’ADN testiculaire 

chez les adultes (Bouzeraa, 2010).  Dans notre travail il se peut que le RH-2485 ait bloqué 

la libération des spermatozoïdes des testicules vers le canal déférent du jour 7 au dernier 

jour nymphal entraînant alors l’augmentation de la taille des testicules par rapport aux 

témoins, et que la libération des spermatozoïdes se fera à l’émergence des adultes. Alors 

que le RH-5992 aurait inhibé la libération des spermatozoïdes plus tard à l’émergence des 

adultes, expliquant l’absence d’effet sur la fertilité des œufs (Bouzeraa, 2010).  

 

         Le traitement par le RH-2485 appliqué au sixième stade larvaire et aux chrysalides 

nouvellement exuviées chez Spodoptera mauritia ne provoque par contre aucun 

changement de la taille des testicules chez les adultes (Mathew & Thanuja, 2008).  

 

         Récemment, un changement de la taille des testicules d’adultes  chez Graphosoma 

lineatum après traitement avec le  pyriproxyfen a été observé (Özyurt et al., 2013).  



             
         4.3 Effets sur le potentiel reproducteur   

 

                La reproduction dépend de la physiologie des animaux, de la quantité de la 

nourriture et de divers autres facteurs de l’environnement. Elle met en jeu de nombreux 

mécanismes physiologiques qui permettent la localisation, la reconnaissance du partenaire 

sexuel et l’accouplement entre deux individus de la même espèce afin d’engendrer des 

descendances viables et fertiles (Weaver Mc Farlane, 1990). Un choix judicieux du 

partenaire sexuel est donc une étape cruciale dans la mesure où un mauvais choix peut 

entraîner une baisse du potentiel reproducteur de la femelle et la production d’une 

descendance aux faibles potentialités biotiques.  

            

          Plusieurs facteurs abiotiques peuvent affecter le succès de la reproduction tels que 

l’humidité relative (Webster & Cardé, 1982; Royer & McNeil, 1991), la température 

(Landolt & Curtis, 1982; Delisle & McNeil, 1987; Delisle, 1992) et l'absorption 

d'hormones exogènes ou d’analogues de synthèse (Dallaire et al., 2004; Dhadialla et al., 

2005 ; Kilani-Morakchi et al., 2009).  

 

           Les effets des analogues de l'hormone de mue sur la reproduction proprement dite 

ont été largement étudiés. Ils se sont avérés très variables suivant le stade de 

développement, le moment du traitement ou la méthode de traitement utilisée (Dallaire et 

al., 2004). 

            Il est important de mentionner que les analogues de l'hormone de mue affectent le 

potentiel reproducteur des deux sexes. En effet, des études réalisées chez plusieurs espèces 

appartenant à différentes familles (Crambidae, Noctuidae, Pyralidae et Tortricidae) ont 

démontré que le RH-2485 et le RH-5992  réduisent la fécondité (nombre d’oeufs pondus) 

(Smagghe et al., 1996c; Biddinger & Hull, 1999; Knight, 2000; Rodriguez et al., 2001 ; 

Hami, 2005 ; Soltani-Mazouni et al., 2012), ainsi que la fertilité tant chez les femelles 

(Charmillot et al., 1994; Smagghe & Degheele, 1994; Knight, 2000, Soltani-Mazouni et al., 

2012) que chez les mâles (Carpenter & Chandler, 1994; Sun et al., 2000 ; Bouzeraa, 2010 ; 

Meskache & Soltani-Mazouni, 2013).  

 

         Dans notre étude le traitement à la fois des chrysalides mâles et femelles avec les 

deux insecticides affecte les paramètres de la reproduction d’E. kuehniella. Le RH-2485 



provoque des effets significativement plus marqués sur la durée de la période d’oviposition, 

la fécondité et la fertilité, comparativement au RH-5992. De plus le RH-2485 cause la 

létalité de tous les œufs.  

 

         Des travaux antérieurs ont montré que le traitement des chrysalides femelles seules 

d’E. kuehniella avec le RH-2485 et le RH-5992 affecte la période d’oviposition, la 

fécondité et la fertilité (Hami, 2005 ; Soltani-Mazouni et al., 2012 ). Chez S. litura, le 

traitement par voie orale avec le RH-2485 au 2éme (L2) et 5éme (L5) stade larvaire réduit 

significativement la fécondité et la fertilité des femelles (Shahouti et al., 2011). L’effet est 

similaire chez C. pomonella (Sun & Barett, 1999), S. littoralis (Pineada et al., 2009) ; 

Lobesia botrana (Saenz-de-Cabezon et al., 2005). Pineada et al. (2007) ont rapporté que  le 

RH-2485 réduit d’une manière dose-dépendante, la fécondité et la fertilité des femelles de 

S. littoralis. Christian-Luis et al. (2010) montrent seulement une diminution de la fertilité 

chez  S. exigua. Chez C. pomonella, l’application du RH-2485 juste avant la ponte réduit la 

fécondité (Bylemans et al., 2003). Par ailleurs , les travaux menés par Rodriguez et al. 

(2010) sur les femelles de S. litoralis montrent que l’administration du RH-2485 (DL-25) 

par ingestion aux larves du troisième stade provoque une réduction importante de la fertilité 

des œufs. Selon Charmillot, (2001), le RH-2485 exerce un effet ovicide et serait 

responsable de la diminution de la fertilité (Trisyano & Chippendale, 1997; 1998).   

          Chez les insectes adultes, les ecdysteroïdes sont synthétisés par les cellules 

folliculaires (Delbecque et al., 1990 ; Telfer, 2009) et jouent un rôle dans le développement 

des ovaires, l’ovogenèse et la vitellogénèse (Nijihout, 1994). En effet l’augmentation des 

ecdystéroïdes libres dans les ovaires d’E. kuehniella après traitement avec le RH-2485 

(Soltani-Mazouni et al., 2012) suggère une réduction de la fécondité via une interférence de 

l’insecticide avec la vitellogénèse et son contrôle endocrine d’où une diminution du 

nombre des ovocytes après traitement avec le RH-5992 et RH-2485 par rapport aux 

témoins. Smagghe &  Degheel (1994) et Smagghe et al. (1996a) ont rapporté que ces 

agonistes d’ecdysone peuvent avoir un effet chémostérilisateur sur l’oviposition et sur 

l’ovulation, causant une réabsorption des ovarioles (Salem et al., 1997). Egalement, 

Smagghe & Degheele (1994c) ont suggéré que les analogues de l’ecdysone affectaient le 

processus de l’ovulation en bloquant la libération de l’hormone d’ovulation myotropique 

(myotropic ovulation hormone) par les cellules neurosécrétrices qui sont normalement 

activées par un déclin du titre des ecdystéroïdes (Hagedorn, 1985).  

 



           Récemment d’autres expérimentations ont été réalisées avec d’autres régulateurs de 

croissance, analogues de l’hormone juvénile chez Mustica domestica. En effet, le 

traitement par le Diofenolan a provoqué une réduction de leur fécondité et de la fertilité de 

leurs œufs (Pezzi & Leis, 2011). Les mêmes auteurs ont démontré que la réduction est plus 

élevée pendant le deuxième et le troisième cycle gonadotrophique. En effet l’observation 

microscopique montre une dégénérescence des cellules folliculaires secondaires et 

tertiaires, ainsi q’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.  

 

        Une réduction de la fécondité et de la fertilité a été aussi observée après traitement 

avec le neem (une formulation commerciale d’extrait de neem) chez B. cucurbitae  et B. 

dorsalis (Khan et al., 2007). Le traitement avec le lufenuron (inhibiteur des la synthèse de 

la chitine) cause une létalité de tous les œufs chez B. oleae et C. capitata. (Sanchez-Ramos 

et al., 2011)     

  

          Concernant le traitement seul des chrysalides mâles d’E. kuehniella,  le RH-2485 a 

provoqué une diminution de la fertilité  (Bouzeraa, 2010). Sun & Barett (1999) ont montré 

une diminution de la fécondité chez C. pomonella lorsque les mâles sont traités avec le RH-

2485. En plus de la persistance du RH-2485 dans les œufs de la femelle traitée, le RH-2485 

affecte également les spermatozoïdes d’où l’absence d’œufs fertiles (Carpenter & 

Chandler, 1994). Selon Hewa-Kapuge et al. (2003) le RH-2485 augmente la stérilité des 

oeufs après traitement des mâles de  Trichogramma brassicae. Dans d’autres travaux le 

RH-5992 semble avoir un effet similaire, il diminue la fécondité chez différentes espèces : 

Platynota idaeusalis (Biddinger et al., 2006), C. rosaceana (Dallaire et al., 2004), C. 

funefurana (Sundaram et al., 2002) ; S. littoralis (Gelbic et al., 2011).  

 

           Chez les Lépidoptères, les ecdysteroïdes régulent la production de deux types de 

spermatozoïdes, les eupyrènes nucléés qui fertilisent l’oeuf et les apyrènes anucléés qui 

jouent un rôle d’assistance (Osanai et al., 1987 ; Friedlander, 1997). Sur les mâles de C. 

rosaceana, l’injection de l’agoniste d’ecdysteroïdes le RH-5992 dans le 5éme stade larvaire 

réduit la masse du spermatophore, son contenu en eupyrènes ainsi que le nombre 

d’eupyrènes dans la spermathèque des femelles (Dallaire et al., 2004).  Selon Seth et al., 

(2004) le traitement des larves de S. littura avec le RH-5849 et le RH-5992 retarde 



l’initiation de l’émission des spermatozoïdes, diminue le nombre des spermatozoïdes et 

interfère dans le transfert des spermatozoïdes vers la vésicule séminale. Carpenter et 

Chandler (1994) ont également rapporté que le RH-5992 prévenait le transfert des 

spermatozoïdes eupyrènes lors de la copulation chez H. zea. Selon Smagghe et al. (2004), 

l’oviposition et la fertilité des oeufs sont moins affectés quand les mâles de C. pomonella 

sont traités avec le RH-5992.  

 

         Par ailleurs il a été rapporté que chez E. kuehniella, le RH-5992 prolonge la période 

de préoviposition après traitement des mâles (Bouzeraa, 2010)  sans aucune répercussion 

sur le succès d'accouplement. Des résultats similaires montrent que l’oviposition et la 

fertilité n’ont pas été affectées quand les mâles de C. funefurana sont traités avec le RH-

5992 (Dallaire et al., 2004). L’exposition des mâles de C. pomonella et de Grapholita 

molesta au RH-2485 réduit leur capacité à répondre à l’appel des femelles (Hoelscher & 

Barrett, 2003; Reinke & Barrett, 2007; Barrett, 2008). Selon Barett (2003), la capacité des 

mâles à répondre à l’appel des femelles est plus affectée après traitement des femelles avec 

un agoniste des ecdysteroïdes, par inhibition de son activité locomotrice. Alors que le 

traitement des femelles d’E. kuehniella avec le RH-5992 diminue la période d’oviposition, 

la fécondité et la fertilité des œufs après un prolongement de la période de préoviposition 

(Hami, 2005). A cet égard,  des effets neurotoxiques des agonistes des ecdysteroïdes ont été 

rapportés (Saldago, 1992) et sont à l’origine du retard observé sur le comportement d’appel 

des femelles et sur la capacité des mâles à répondre à l’appel (Dallaire et al., 2004). Dans le 

présent travail, le traitement à la fois des chrysalides mâles et femelles avec le RH-5992 

prolonge légèrement mais non significativement la période de préoviposition.   

           

          Ces résultats confirment largement que les agonistes de l’hormone de mue affectent 

le système reproducteur mâle et femelle. Ainsi l’application simultanée du RH-2485 aux 

chrysalides males et femelle d’E. kuehniella donne une réduction plus importante de la 

fécondité et la létalité de tous les œufs comparativement aux résultats des travaux réalisés 

par Soltani-Mazouni et al. (2012) et  Bouzeraa (2010) respectivement sur les femelles et les 

mâles de la même espèce traités séparément.  

            

     

 

 



     4.4 Effets sur les ecdysteroïdes testiculaires  

          

         Chez les insectes, les testicules peuvent agir comme une glande endocrine en libérant 

les ecdysteroïdes durant le stade larvaire, pupal et adulte (Polanska et al., 2009). Chez 

Heliothis vitescens les ecdysteroïdes sont synthétisés dans la gaine testiculaire (Loeb, 

1986). Il a été rapporté que la synthèse et la libération des ecdysteroïdes par les testicules 

sont stimulées par des neurohormones, ecdysiotropine et ecdysteroïdes de la glande 

prothoracique et des testicules (Loeb et al. 1984, 1988).  

         

           Les ecdysteroïdes testiculaires sont importants dans le développement et la 

maturation du système reproducteur et jouent un rôle important dans la spermatogenèse.  

Plusieurs travaux ont montré que l’ecdysteroïde le plus commun synthétisé dans les 

testicules des insectes est  la 20-hydroxyecdysone (20E). Il a été  ainsi rapporté chez 

Lymantria dispar (Loeb et al., 1988) ;  Mamestra brassicae (Shimizu et al., 1985) ; H. 

vitescens (Loeb et al., 1982, 1984) ; Bombyx mori (Fugo et al., 1996) ; Rhodnius prolixus 

(Vafopoulou & Steel, 2005) ; S. littoralis (Polanska et al., 2009, Masatoshi et al., 2013).  

La 20-hydroxyecdysone est considérée comme nécessaire pour les mitoses, le 

développement des spermatozoïdes, la fusion des testicules et la maturation du tractus 

génital chez les lépidoptères (Nowock, 1972, 1973).  

 

           Chez E. kuehniella la quantification des ecdysteroïdes synthétisés par les testicules 

d’adultes témoins et traités avec le RH-2485 et le RH-5992 montre que la présence des 

agonistes d’ecdysteroïdes dans le corps d’E. kuehniella n’a pas perturbé significativement 

la quantité d’ecdysteroïdes produite par les testicules, ceci malgré une légère augmentation 

chez la série traitée avec le RH-2485. Récemment chez la même espèce, l’application 

d’enalapril (un inhibiteur de l’enzyme de conversion de l’angiotensine) aux chrysalides 

mâles nouvellement exuviées a diminué la quantité d’ecdysteroïdes dans les testicules 

d’adultes (Bensalem & Soltani-Mazouni, 2013). Chez les mâles de S.littura le 

chlorfluazuron (un inhibiteur de la synthèse de la chitine) il a diminué également la 

quantité d’ecdysteroïde dans les testicules d’adulte (Perveen et al., 2011). Selon Perveen et 

al. (2000b) cette réduction a été responsable de la réduction des différents paramètres de la 

spermatogenèse et du développement testiculaire.   

                                                                                                         



        Les travaux réalisés sur les femelles d’E. kuehniella montrent que la quantité 

d’ecdysteroïde dans les ovaires est augmentée après traitement avec le RH-2485 (Soltani-

Mazouni  et al., 2012)  et le RH-5992 (Hami et al., 2005).  Des travaux antérieurs faits avec 

d’autres régulateurs de croissance signalent le même effet chez les femelles d’E. kuehniella 

(Hami et al., 2005) et Tenebrio molitor (Soltani et al., 2002 ; Taibi et al., 2003). Des 

expérimentations réalisées in vitro par Soltani et al.(1998) et Berghiche (1999) indiquent 

que les ovaires de T. molitor libèrent des ecdysteroïdes dans le milieu de culture chez les 

témoins et chez les traités après administration du halofenozide (RH-0345). Cependant 

l’enalapril n’a pas affecté la quantité d’ecdysteroïde dans les ovaires de la même espèce 

(Bensalem & Soltani-Mazouni, 2013).  

 

           Chez les Lépidoptères, la compétence des glandes accessoires à produire des 

protéines chez l’adulte nécessite une hausse des titres des ecdysteroïdes au stade pupal 

(Sridevi et al., 1988; Shinbo & Happ, 1989). Selon Tozetto et al. (2007)  la quantité des 

protéines dans les testicules d’abeille augmente en parallèle avec l’augmentation des 

ecdysteroïdes durant le stade pupal, ensuite elle diminue juste avant l’exuviation adulte 

parallèlement à la diminution de la quantité d’ecdysteroïde qui coïncide avec le transfert 

des spermatozoïdes vers la vésicule séminale.   

 

  4.5 Effets sur les protéines testiculaires              

 

        La maturation des testicules des insectes dépend également, entre autre, des matériaux 

absorbés à partir de l'hémolymphe et ceux synthétisés par les testicules in situ. Ces 

matériaux comprennent des protéines, des lipides et des glucides qui sont tous requis pour 

le développement de l'appareil génital ( Kunkel  & Nordin , 1985 ; Kanost et al., 1990). 

L’activité des spermatozoïdes est assurée par ces constituants biochimiques en tant que 

source d'énergie (Charniaux & Payne, 1988).  

         

          Les protéines jouent un rôle fondamental dans le fonctionnement de l’organisme, les 

divisions cellulaires et la catalyse biochimique (Mahler & Cordes, 1969 ; Hassan, 2002). 

Elles assurent également la régulation hormonale et peuvent être intégrées dans les cellules 

comme composant structuraux tels que les lipides et les sucres (Cohen, 2010 ; Sugumaran, 

2010). Il a été rapporté que des changements marqués dans la teneur en protéines sont notés 

dans le développement des testicules et la spermiogenèse au cours de la croissance des 



insectes (Perveen et al., 2011). Des études ultrastructurales suggèrent que des 

glycoprotéines sont impliquées dans la maturation des spermatozoïdes chez les insectes. 

L’une des protéines précurseurs de la vitelline chez les femelles de S. littoralis est produite 

dans les testicules puis libérée dans le liquide séminal où elle interagit avec les 

spermatozoïdes (Bebas et al., 2008 ; Kotwica et al., 2011). Enfin selon Dudash (1979) les 

quantités de protéines dépendent de l'état morpho-fonctionnel de l’organisme.                                   

 

         L'électrophorèse est une des meilleures techniques pour évaluer la variation de la 

qualité des métabolites dans les 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 des effets du RH-2485 et du RH-5992 sur la 

quantité et la qualité des protéines dans les testicules d’adultes d’E.kuehniella montre que 

la quantité des protéines testiculaires présente une légère augmentation non significative 

après traitement avec les deux molécules testées. Le nombre de fractions protéiques est le 

même, on note 13 bandes aussi bien chez les témoins que chez les deux séries traitées. 

Chez S.littura, le chlorfluazuron diminue la quantité des protéines testiculaires, ce qui 

suggère une interférence avec la spermatogenèse et le manque de protéines dans 

l’hémolymphe (Perveen et al., 2011).  

 

             Il a été rapporté dans plusieurs travaux que les IGRs sont des inhibiteurs de 

protéines hémolymphes chez diverses espèces d’insectes : S. littura (Perveen & Meyata, 

2000) ; T. molitor (Hami et al., 2004) ; S. littoralis (Zohry, 2006) ; Bombyx mori (Etebari et 

al., 2007) ; Collosobruchus maculatus (Kelluche & Soltani, 2006) ; Eurgaster integnceps 

(Zibaee et al., 2011) ; Schistocera gregaria (Ghoneim et al., 2012) . Plusieurs IGRs et 

différents pesticides ont été rapportés comme des inhibiteurs du contenu en protéines 

ovariennes et testiculaires chez Aedes aegypti ( Ahmed & Naqvi, 1985) et S. 

littura (Perveen, 2012). Selon Padmaje & Rao (2000) l’inhibition du contenu en protéines 

après traitement des nymphes avec les agonistes d’ecdysteroïdes pourrait être dû à 

l’inhibition de la synthèse d’ADN, suggérant l’interférence de ces molécules dans la 

synthèse des protéines. Egalement Perveen et al. (2011) ont rapporté que la diminution de 

la quantité des protéines testiculaires après traitement avec le chlorfluazuron suggère une 

interférence avec la spermatogenèse et le manque de protéine dans l’hémolymphe. Par 



ailleurs plusieurs auteurs ont souligné que la perturbation de la croissance, du 

développement, de la morphogénèse, de la reproduction et les anomalies histologiques 

survenues chez S. gregaria sont dus à l’inhibition des protéines par les IGRs  (Ghoneim et 

al., 2007 ; Ali Dali et al., 2008 ; Bakr et al., 2008, 2010 ;  Ghoneim et al., 2009).   

 

         Dans notre travail l’absence d’effet de deux régulateurs de croissance sur la quantité 

de protéines dans les testicules d’E.kuehniella peut être du aux modes de traitements et à la 

sélectivité des IGRs envers différentes espèces. De plus chez la même espèce l’application 

topique d’enalapril  sur les chrysalides mâles a diminué la quantité de protéines 

testiculaires (Bensalem & Soltani-Mazouni, 2013). Cependant chez les femelles 

d’E.kuehniella une augmentation significative dans le contenu en protéines des ovaires a 

été observée après traitement avec enalapril (Bensalem & Soltani-Mazouni, 2013), 

méthoxyfenozide et pyriproxyfen (Solatni-Mazouni et al., 2012). Bien que l’action des 

IGRs diffère d’une espèce à une autre, elle diffère également d’un sexe à un autre au sein 

de la même espèce.  

 

        4.6. Effets sur la structure des testicules  

           

        Chez les Lépidoptères, chaque testicule renferme un certain nombre de follicules 

délimité chacun par un épithélium et connecté indépendamment dans le conduit génital 

(Fig. 26). Le nombre et la forme de chaque follicule diffèrent largement d’un groupe 

d’insectes à un autre (Imms, 1948 ; Wigglesworth, 1953 ; Ross, 1961 ; Gonçalves et al., 

1987 ; Nijhout, 1994 ;  Chapman, 1998 ; Lemos,  2006 ;  Chapman et al., 2013).  

 

         Les follicules contiennent chacun de nombreux cystes regroupés, formés  par des 

cellules germinales (Baccetti & Bairati, 1964 ; Cantacuzene, 1968). Ainsi dans les 

testicules formés de follicules sphériques comme chez les citadelles, plusieurs coléoptères 

et lépidoptères, les cystes sont organisés dans l’ordre de la maturité des cellules de la 

périphérie au centre des testicules. Trois zones de développement sont alors représentées 

dans chaque follicule : une zone de croissance, une zone de maturation et une zone de 

différentiation (Snodgrass, 1935; Wigglesworth, 1972 et Chapman, 1973) (fig. 27).  

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26. Diagrammatic section through a testis in Lepidoptera (Snodgrass, 1935). 

 



          Les cystes formés de spermatogonies, de spermatocytes et de spermatides sont 

généralement sphériques ou polyhédriques (fig. 27) (Phillips, 1970). Le même auteur a 

rapporté que lorsque les cellules germinales s’allongent, les cystes s’allongent 

parallèlement. Chez la majorité des espèces d’insectes, les divisions mitotiques donnant des 

spermatocytes se font au stade larvaire et les divisions méiotiques formant les spermatides 

ont lieu au stade nymphal (Philips, 1970 ; Carcupino et al., 1997). Cependant chez les 

insectes à durée de vie adulte courte, tels que les éphémères (Needham et al., 1935, 

Carcupino et al., 1997) et les trichoptères (Ross, 1944), les testicules d’adultes contiennent 

uniquement des spermatozoïdes. Chez les espèces à durée de vie adulte longue telles que 

les libellules, les divisions méiotiques se produisent dans le stade imaginal (Philips, 1970).  

Selon Reinkal et al. (2005) les divisions mitotiques des spermatogonies chez Rhodnius 

prolixus ont lieu au dernier stade larvaire au moment de la diminution de l’hormone 

juvénile et l’augmentation de l’hormone de mue. 

 

         Comme chez les insectes à durée de vie adulte courte, la spermatogenèse chez E. 

kuehniella débute au stade larvaire et s’arrête durant le stade nymphal (Riemann & 

Thorson, 1971). Au stade imaginal, les testicules sont composés de cellules germinales 

matures regroupées en cystes jointifs de formes polyédrique et allongée.  Le traitement par 

RH-2485 et RH-5992  provoque des anomalies histologiques. Elles se traduisent chez les 

deux traités par une désorganisation cellulaire se manifestant par l’absence de cystes de 

forme allongée et  l’apparition de  cystes de forme sphérique normalement absente chez les 

adultes. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 27. Diagram of a testis follicle showing the sequence of  stages of development of 

the  sperm (Wigglesworth, 1965). 

 

 



          Des travaux antérieurs ont démontré que le traitement, par application topique, au 

sixième stade larvaire avec le pyriproxyfene à différentes doses : 0,01µg, 5µg et 10µg, 

retarde le développement des spermatogonies, des spermatocytes et des spermatides chez S. 

mauritia, (Mathew & Thanuja, 2008). En effet l’observation au microscope électronique a 

montré des masses de cystes désintégrés et limitants de grands espaces. Cependant les 

mêmes auteurs ont montré que le traitement par le méthoxyfenozide (0,01µg) au 6éme stade 

larvaire et aux chrysalides nouvellement exuviées, accélère la spermatogenèse. 

Contrairement à ces travaux, le méthoxyfénozide semble retarder la spermatogénèse chez 

E. kueniella. En effet la présence des cystes de forme sphérique dans les testicules des 

adultes traités au stade nymphal refléterait la présence de spermatogonie retardée. 

L’observation histopathologique des testicules d’adultes de S. gregaria après traitement 

avec Hexaflumuron (DL50, inhibiteur de la synthèse de la chitine) au 5éme stade nymphal a 

montré une désintégration des cystes dans la zone de maturation et de différentiation (Bakr 

et al., 2010) reflétant ainsi une dégénérescence et une nécrose des spermatides et des 

spermatozoïdes.  Le traitement par un mélange de fénoxycarbe, carbamate et 

lufenuron (DL50) testé sur cet insecte a provoqué une dégénérescence des cellules 

germinales à tous les stades de développement.   

 

         Des résultats similaires ont été aussi démontrés chez Earias insulana après traitement 

avec pyriproxyfen (Hussein et al., 1993) et chez plusieurs insectes en utilisant d’autres 

insecticides :  Locusta migratoria , Spathosternum prasiniferum  après traitement avec 

Apholat (Saxen & Aditya, 1969 ; Sheikher & Mittal, 1986);  L. migratoria après traitement 

avec Hempa (Nath et al., 1976); Heteracris liltoralis aprés traitement avec Azadirachtin 

(Ghazawi et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



5. Conclusion et perspectives 
 
          L’activité biologique du méthoxyfenozide (RH-2485) et du tébufenozide (RH-5992)

a démontré l’énorme potentiel de ces deux régulateurs de croissance, agonistes de 

l’hormone de mue, sur le développement et la reproduction d’ Ephestia kuehniella après 

leur application sur des chrysalides. Ces deux molécules provoquent une perturbation du 

développement nymphal aussi bien chez les mâles que chez les femelles. Ils induisent des 

mues adultes précoces et létales et des adultes malformés. Aussi les deux molécules 

provoquent des perturbations dans  le développement des testicules durant le stade nymphal

en agissant sur l’évolution normale de leurs tailles. Ce résultat suggère une réduction de la 

spermatogenèse et un blocage du transfert des spermatozoïdes des testicules vers la 

vésicule séminale. En effet, ces anomalies ont eu une répercussion sur le potentiel 

reproducteur d’E. kuheniella avec des effets plus marqués avec le RH-2485 sur la durée de 

la période d’oviposition, la fécondité et la létalité de tous les œufs. Cependant aucune 

modification n’a été enregistrée dans la quantité d’ecdystéroïdes ainsi que dans l’aspect 

quantitatif et qualitatif des protéines testiculaires chez les adultes. Des anomalies 

histologiques se traduisant par un retard de la spermatogenèse chez les adultes et une 

désorganisation des cystes se sont également manifestées. Cette dernière est plus marquée

avec le RH-2485.  

 
         A l’issu de cette étude, les résultats obtenus sont en accord avec des résultats 

antérieurs. Ils confirment largement l’utilité de ces agonistes de l’hormone de mue dans le 

programme de lutte contre les insectes nuisibles notamment chez E. kuheniella et chez 

différents ordres d’insectes.   

 
          Les travaux envisagés sur la structure ultra fine des testicules, la numération des 

spermatozoïdes avant accouplement et dans la spermathéque des femelles chez les adultes 

pourraient apporter des informations complémentaires sur le mécanisme d’action de ces 

RCIs sur la reproduction d’E. kuehniella. 

 

 

 

 

 
 



Résumé 
 
L’étude menée in vivo a permis d’évaluer l’action de deux molécules sélectives parmi les 
régulateurs de croissance des insectes, principalement les agonistes non stéroidiens des 
ecdystéroïdes, le méthoxyfénozide (RH-2485) et le tébufénozide (RH-5992), sur le 
développement nymphal et la reproduction d’un ravageur des denrées stockées Ephestia 
kuehniella Zeller (Lepidoptera, Pyralidae).  
 
Le traitement a été réalisé par application topique de leur DL50 (méthoxyfénozide : 0,01 
μg, tébufénozide : 0,005 μg/insecte, témoin : 2 μL d’acétone seule) sur des chrysalides 
mâles et femelles nouvellement exuviées, dans des conditions expérimentales 
(Température : 27° et Humidité : 80%).  
 
Les deux molécules réduisent la durée du développement nymphal avec un effet plus 
marqué avec le tébufenozide. Ils provoquent également l’apparition de différents types 
morphogénètiques  avec des chrysalides présentant plus de 50% d’émergence bloquée, une 
émergence partielle et des adultes malformés.  
 
L’étude morphométrique des testicules chez les chrysalides traitées avec le 
méthoxyfenozide et le tébufenozide met en évidence l’effet toxique de ces deux molécules 
sur l’évolution de la taille testiculaire. Ils diminuent la taille des testicules au jour 5 du
stade nymphal comparativement aux témoins. Le méthoxyfénozide est plus actif durant les 
derniers jours nymphal où il augmente la taille des testicules.  
 
Sur les adultes qui survivent au traitement des chrysalides, divers paramètres de la 
reproduction (pré-oviposition, oviposition, fécondité, fertilité des oeufs) ont été mesurés. 
Les résultats montrent que les deux insecticides n’affectent pas significativement la période 
de préoviposition malgré une légère augmentation avec le tébufenozide mais provoquent
une diminution significative de la période d’oviposition, de la fécondité et de la fertilité des 
œufs. L’effet est plus marqué avec le méthoxyfénozide qui exerce un effet létal sur le 
nombre d’œufs pondus.   
 
L’analyse quantitative des ecdystéroïdes a été déterminée par la méthode enzymo-
immunologique (EIA). Les résultats obtenus indiquent que la quantité d’ecdystéroïdes dans 
les testicules d’adultes traités n’a pas été perturbée. Aussi malgré une légère augmentation 
de la quantité des protéines testiculaires  avec le RH-5992, l’absence d’effet significatif a 
été observé. De plus l’analyse électrophorètique des protéines sur PAGE-SDS réalisée sur 
les testicules d’adultes d’E.kuehniella détecte 13 fractions protéiques chez les non traités. 
Le même nombre a été décelé chez les adultes dont les chrysalides nouvellement exuviées 
ont été traitées aussi bien par le RH-2485 que par le RH-5992.  
 
Enfin, La structure des testicules d’adultes d’E. kuehniella des séries témoins et traitées a 
été déterminée sur des coupes semi-fines préparées selon la technique de microscopie 
électronique à transmission. L’étude montre une désorganisation tissulaire des cystes dans 
les testicules de la série traitée. Les cystes sont dispersés et se présentent sous forme 
sphérique traduisant la présence de spermatogonie retardée.    
 
Mots clés : Régulateurs de croissance des insectes, Méthoxyfenozide, Tébufenozide, 
toxicité, environnement, Ephestia kuehniella, développement, reproduction, testicules.  
 



 

Abstract 
 
Current in vivo study has permitted the evaluation of two selective molecules action, among 
Insect Growth Regulator, a non-steroidal ecdysteroïd agonist, methoxyfenozide (RH-2485) 
and  tebufenozide (RH-5992) on pupal development and reproduction of the pest of stored 
product Ephestia kuehniella Zeller (Lepidoptera, Pyralidae).  
 
The compounds have been applied topically to newly emerged male and female pupae at their 
LD50 (methoxyfenozide : 0,01 μg/pupae, tebufenozide : 0,005 μg/pupae, control : 2 μL 
acetone alone), under laboratory conditions (Temperature : 27°c, moisture : 80%).  
 
The two molecules induced precocious molt with a higher effect in tebufenozide treated 
compared to methoxyfenozide ones. Likewise, they caused different morphogenetics types 
represented by 50% of blocked molt, partially ecdysed and malformed adults.  
 
Morphometric study of the testes in methoxyfenozide and tebufenozide treated emphasizes a 
toxic effect of these two molecules on the evolution of the testes size.  In fact, they reduce the 
size in day 5 of pupal stage, compared to controls.  Methoxyfenozide is more active during 
the last pupal days, increasing the testes size.    
 
Different reproductive event parameters (preoviposition and oviposition period, fecundity, 
egg fertility) were determined on the adults that survived from treated pupae. Despite of a 
slight increase in the preoviposition period in tebufenozide treated, the difference is not 
significant compared to the control. However, the results showed a decrease in oviposition 
period, fecundity and egg fertility. Moreover, methoxyfenozide had a lethal effect on the 
number of egg laid.    
 
The quantitative analysis of ecdysteroïds in the testes of the newly emerged adult, were 
determined by an enzymo-immunoassay (EIA). The results indicated any effect on the 
amounts of the tests ecdysteroïds and protein in the newly emerged adult. Furthermore, 
proteins electrophoretic analysis on SDS- page revealed 13 protein fractions in no treated 
pupae. The same number was determined in the testes of the two treated.   
 
Finally, the testes structure of E. kuehniella adult from treated series, were determined on
semi-thin sections prepared by transmission electron microscopy method. The study showed a 
disorganization of the cysts tissue in the testes of the treated series. The cysts are dispersed
and are in spherical form reflecting the presence of delayed spermatogonia. 
 
Key words : : Insect Growth Regulator, Methoxyfenozide, Tebufenozide, toxicity, 
environment, Ephestia kuehniella, development, reproduction, testicles.  
  
 

 

 

 

 



 

 

  ملخص
 

 

    لمعاینة تأثیر نوعین من منظمات النمو          ( IN VIVO)  في الجسم الحيتمت ھذه الدراسة
  Méthoxyfenozide RH-24855992 و Tébufenozide RH- المشابھن لھرمون النمو ،الغیر، Steroidiens ، 

 قشریات Pyralidae)..Ephestia kuehniella ,،  على تطور الشرانق و تكاثر الحشرة الفتاكة للمنتجات المخزنة
 ).الجناح

 
(حشرة /     DL50   RH-2485  إل  تم إستخدام منظمات النمو بطریقة الدمج الموضعي بجرعة نصف قاتلة من  

0,01µgو من إل  ( RH-5992حشرة)    /0,005µg )   یوم ،تحت 0) ) على الشرانق ذكور  والإناث جدیدي الانسلاخ 
 .)٨٠،رطوبة ٢٥الظروف التجریبیة ( درجة حرارة 

 
كما أنھا تتسبب في ظھور أنواع  .tebufenozide  مع تأثیر أكثر وضوحا معالمعالجات سببت الظھور المبكر للبالغین
  .انسلاخ متوقف ،انسلاخ جزءي وتشوھات عند البالغین  %.50مختلفة مع التخلق الشرانق مع أكثر من 

 
 الضوء   بسلطت  tebufenozide و methoxyfenozide عند المعالجین ب للبالغین  للخصیتین المورفومتریة الدراسة

 من مرحلة العذراء 5أنھا تقلل من حجم الخصیتین في یوم  .الخصیة على التأثیر السام ل ھذه العوامل على تطور حجم
 . كما أنھ یزید من حجم الخصیتینالایام الاخیرة للشرانقأكثر نشاطا خلال  .methoxyfenozide  الشاھدمقارنة مع 

 
قیاسھا .وضحت النتائج نقص في فترة وضع البیض و  على البالغین الذین نجو من المعالجة بعض المعاییر التكاثریة تم

  أكثر وضوحا مع التاثیر كانRH-5992 .القدرة التكاثریة و كذلك في نسبة البیض المفقص مقارنة مع الشاھد و مع إل  
methoxyfenozide الذي لدیھ تأثیر فتاك على عدد البیض الذي تضعھ. 

  
 . ( EIA) من خلال طریقة المعایرة المناعیة للأنزیم  ecdysteroïdeلھرمون الانسلاح إل  تم تحدید التحلیل الكمي  

أیضا ، على الرغم من زیادة طفیفة في  .في الخصیتین البالغین لم تضطرب ecdysteroïds من وتشیر النتائج إلى أن كمیة
على ذلك ، فإن التحلیل الكھربي للبروتینات  وعلاوة . ، لم یلاحظ أي تأثیر كبیرRH- 5992 البروتین الخصیة مع كمیة
 .حزمة بروتینیة عند البالغین غیر معالجین١٣بینت وجود  الخصیتین من البالغین التي أجریت على SDS -PAGE على

  بطریقة منفصلة على الشرانق  RH-5992  و إلRH-2485 المعالجین  ب إل  العثور على نفس العدد في البالغین تم
 الذكور جدیدة الانسلاخ .

 
تظھر . تم تحدیدھا على أقسام شبھ رقیقة بواسطة تقنیة نقل الإلكترون المجھري  المعالجةأخیرا ، بنیة الخصیة البالغین

  وتكون في شكل كروي یعكس وجود تأخیرالاكیاس متشتتة .  تشوش في النظام النسیجي للاكیاس الدراسة
spermatogonie 

 
 

Ephestia kuehniella   ،التسمم ،المحیط ،  RH-2485     ،   RH-5992 : منظمات النمو ،      الكلمات المفتاحیة
  ،التطور ، التكاثر ، الخصیة
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