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(µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après
l’émergence des adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd ; n = 4-5).
Comparaison des moyennes pour un même temps entre les différentes séries. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p >
0,05).
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Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25 : 0,59 et
DI50 : 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en  vitellogénines
ovariennes (µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du
temps après l’émergence des adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-
5). Comparaison des moyennes pour un même temps entre les différentes séries. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p >
0,05).
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Taux d’hormone juvénile (JH) et de 20-hydroxyecdysone (20E) au cours du
développement de D. melanogaster (Dubrovsky, 2005). La 20 E initie toutes les
transitions de développement, tels que de la larve à la larve, de la larve à la
nymphe et de la nymphe à l'adulte tandis que l’HJ détermine le type de
transition et la nature de mue ; Pp : prépupes.

47
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INTRODUCTION

Selon l’Organisation des Nations Unies pour l'alimentation et l'agriculture (FAO), la

population mondiale, de l’ordre de 6,13 milliards en 2001, pourra atteindre, à l’horizon 2025,

un chiffre de 8,50 milliards. L’augmentation de la population exigera donc une production

agricole supplémentaire de 2,4.109 tonnes/ans (http://apps.fao.org); cette prévision,

strictement dépendante de l’amélioration de la productivité des cultures, ne pourra être

possible que par un contrôle approprié des agents biotiques. En effet, des pertes de récoltes,

estimées en moyenne à 40% de la production potentielle (Abhilash & Singh, 2009; Dimetry,

2014), sont dues, essentiellement, à des ravageurs (Kulkarni et al., 2009 ; Abhilash & Singh,

2009). Les insectes nuisibles, considérés comme l'un des problèmes majeurs en agriculture,

peuvent être, également, vecteurs d’agents pathogènes (McKay et al., 2013 ; Menasria et al.,

2014; White et al., 2014; Govindarajan & Rajeswary, 2015) et constituer une menace pour les

animaux dont l’homme. Par conséquent, une gestion des ces différentes nuisances est

primordiale pour un appui à la productivité agricole et une protection de la santé animale et

humaine. Actuellement, la lutte chimique reste le moyen le plus largement adopté dans le

monde pour contenir ces insectes nuisibles à un seuil raisonnable (Cantrell et al., 2012 ;

Casida & Durkin, 2013). Les dépenses mondiales annuelles en pesticides représentent plus de

25 milliards d'euros pour un montant total d'environ 2,5 millions de tonnes de pesticides (US-

EPA, 2011; FAO, 2012; Fenner et al., 2013) ; par ailleurs, 90% de ces produits sont perdus

dans l'air, au moment de l’application ou encore du fait du phénomène de ruissellement,

affectant à la fois les coûts des traitements et les différents écosystèmes (Ghormade et al.,

2011).

Les organismes de protection de l’environnement, dénoncent l’impact négatif des

molécules synthétiques comme les organochlorés, organophosphorés et carbamates (Hoffman

& Lorenz, 1998 ; Scudeler & Santos, 2013; Kohler & Triebskorn, 2013; Gupta & Milatovic,

2014). qui restent encore les plus vendus (≈40%) dans le monde (Casida & Durkin, 2013); en

effet, ces pesticides conventionnels, très efficaces dans la gestion des organismes visés

(Bruce, 2010), sont responsables du phénomène de pollution (Gagné et al., 1999 ; Long,

2000; Comoretto & Chiron, 2005) et de l’apparition de forte résistance chez les organismes

cibles (Kristensen et al., 2005 ; Karunker et al., 2008; Yang et al., 2009 ; Ahmad & Arif,

2010 ; Sahu et al., 2014). Ainsi, dans le cadre du développement durable, des pesticides non

polluants ont été commercialisés par les firmes pharmaceutiques et phytosanitaires; ces
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molécules, alternatives aux pesticides conventionnels, sont représentées par les pesticides

synthétiques de la 3éme génération (régulateurs de croissance) ou encore par les pesticides

d’origine naturelle (biopesticides). Les régulateurs de croissance synthétiques (Insect growth

Regulator IGRs) agissent, spécifiquement (Dhadialla et al., 2005; 2010) via les deux

principales hormones du développement (hormone juvénile ou HJ et les ecdystéroïdes) ou via

la synthèse de la chitine, composé majeur de la cuticule (Ishaaya, 1990; Dhadialla et al.,

2010); ainsi, en fonction du mode d’action, ces molécules sont réparties en trois groupes

(Dhadialla et al., 2005; 2010): les agonistes et antagonistes de l’HJ (Kaakeh et al., 1997;

Aribi et al., 2006), les inhibiteurs de la synthèse de la chitine (Oberlander & Silhacer, 1998) et

enfin, les agonistes et antagonistes des ecdysteroides (Aribi et al., 1999; Soltani-Mazouni et

al., 2012; Amira et al., 2013; Daas-Maamcha et al., 2013 ; Kilani-Morakchi et al., 2014). Les

pesticides naturels, issus du développement de la biotechnologie, se définissent, au sens large,

comme provenant d’organismes vivants: animaux, plantes, bactéries ou encore certains

minéraux comme le bicarbonate de potassium (Sporleder & Lacey, 2013). Selon, l'agence

américaine pour la protection de l'environnement (EPA), il a été enregistré plus de 192 bio-

pesticides actifs (Cantrell et al., 2012). Parmi ces molécules, biodégradables et à faible impact

environnemental se trouvent les néonicotinoides, le spinosad et l’azadirachtine.

Les néonicotinoïdes, insecticides d’origine végétale, agissent, par contact et ingestion

(Shivanandappa & Rajashekar, 2014), sur le système nerveux des insectes via les récepteurs

nicotiniques de l’acétylcholine (nAChRs) (Nauen et al., 2003; Ihara et al., 2008; Ghanim &

Ishaaya, 2010; Seifert, 2014; Shivanandappa & Rajashekar, 2014). Les néonicotinoïdes, sont

très efficaces contres divers insectes, y compris les Homoptères, les Coléoptères, et les

Lépidoptères (Seifert, 2014). Le spinosad, provenant de la fermentation d’une bactérie

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

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

un mode d’action unique, car il agit à la fois sur les récepteurs nicotiniques de l'acetylcholine

(nAChRs) (Salgado, 1997; Kirst, 2010 ; Rinkevich & Scott, 2012) et sur les récepteurs

gabaergiques (GABA) (Ishaaya, 2001; Salgado & Sparks, 2005; Osorio et al., 2008). Le

spinosad agit, par contact et ingestion, et différents travaux ont montré son efficacité chez les

insectes tel que les Lépidoptères (Wang et al., 2009 ; Sheikh, 2015), les Dictyoptères (Maiza

et al., 2013) et les Diptères (Su et al., 2014). L’azadirachtine provient des grains d’Azadirachta

indica, arbre, à croissance rapide, de la famille des Meliaceae originaire d’Asie du Sud-Est.

L’azadirachtine, triterpénoïde, est le limonoïde le plus puissant et actif dans les grains de
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Neem. Les autres limonoïdes comme la salanine et la nimbine, sont responsables des effets

antiappétants (Morgan, 2009). Les effets majeurs de l’azadirachtine contre les Arthropodes

ont été cités par Schmutterer, 1990 ; ce pesticide est utilisé comme insecticide (Mordue et al.,

2005, 2010) acaricide (Denardi et al., 2010) ou encore contre les crustacés ectoparasites des

poissons (Banerjee et al., 2014). L’azadirachtine, structurellement semblable aux ecdysones

d’insectes, inhibe l’hormone prothoracicotropique (Schmutterer, 1990; Mordue & Blackwell,

1993) et l’hormone allatotropique (Banken & Stark, 1997), stimulant, respectivement, les

ecdystéroïdes et l’HJ; l’azadirachtine, agit donc comme un régulateur de croissance en

perturbant par ses effets antagonistes sur les hormones précitées, les processus physiologiques

comme le développement et la reproduction (Mordue et al., 2005; Morgan, 2009).

L’azadirachtine peut également agir par des effets antiappétants sur le mouvement naturel de

l’intestin, provoquant une paralysie et le dépérissement des organismes cibles (Stark et al.,

1990; Schmutterer & Singh, 1995;  Andreu et al., 2000;  Senthil-Nthan et al., 2004, 2005,

2006). Les pesticides naturels, à l’instar de toute molécule exogène à l’organisme, sont

potentiellement capables d’induire un mécanisme de résistance ; en effet,  plusieurs travaux

ont cité des phénomènes de résistance au spinosad chez Tuta absoluta, Musca domestica et

Spodoptera litura (Reyes et al., 2012; Khan et al., 2014 ; Rehan & Freed, 2014) mais aussi

aux néonicotinoides (imidacloprid) (Kaufman et al., 2010; Abbas et al., 2012; Kavi et

al., 2014 ; Matsuura & Nakamura, 2014 ; Abbas et al., 2015) ; cependant, à l’heure actuelle,

aucune résistance n’est notée envers l’azadirachtine A (Mordue et al., 2005 ; Wang et al.,

2014). Ainsi, l’azadirachtine semble constituer un pesticide naturel à encourager.

Plusieurs formulations commerciales (Huile de Neem, Neem Azal, Bioneem) sont utilisées

avec succès dans les agro-écosystèmes (Schmutterer, 1990; Mordue & Blackwell,

1993; Isman, 2006; Akca et al., 2009), cependant, la littérature récente note des contradictions

sur son innocuité vis-à-vis des organismes non cibles et la possibilité de risques futurs ne doit

pas être ignorée (Qi et al., 2001; Medina et al., 2003; Aggarwal & Brar, 2006; Cordeiro et al.,

2010; Scudeler & Santos, 2013 ; Gontijo et al., 2015). Ainsi il est noté des effets toxiques

chez certains insectes non cibles tels que chez Ceraeochrysa claveri, Neoseiulus baraki,

Amphiareus constrictus et Bombus terrestris (Scudeler et al., 2014; Lima et al., 2015; Gontijo

et al., 2015 ; Barbosa et al., 2015). A l’opposé, chez les organismes aquatiques,

l’azadirachtine est citée comme molécule, relativement inoffensive, avec un potentiel

immunostimulant et serait un agent prometteur contre les parasites (Kumar et al., 2013;.

Banerjee et al., 2014). Parallèlement à son action insecticide, l’azadirachtine est aussi utilisée
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en médecine traditionnelle, en Asie et en Afrique, contre la malaria (paludisme), le diabète,

les ulcères, l’acné et les mycoses (Koriem, 2013); l’azadirachtine semble présenter aussi, chez

les Mammifères, des effets immunostimulants, antimicrobiens, antiviraux et contraceptifs

(Koriem, 2013).

L’efficacité et la toxicité de l’azadirachtine contre les insectes ont été citées par divers

travaux (Mordue et al., 2005); ce pesticide interfère avec la chemoréception et cause des

dommages aux tissus des insectes tels que les muscles, le corps gras et le tube digestif

(Capinera et al., 2007). L’azadirachtine est particulièrement actif sur les cellules en division

par blocage de la polymérisation des microtubules (Mordue et al., 2010). Ce pesticide naturel

induit l'apoptose et a une action antiproliférative en arrêtant le cycle cellulaire chez

Spodoptera litura et Spodoptera frugiperda (Huang et al., 2011; Shu et al., 2015; Wang et al.,

2015). L’azadirachtine interagit avec les récepteurs de l'acide rétinoïque et exerce des

réponses anti-inflammatoires et anti-métastatiques dans les lignées cellulaires humaines (Lim,

2014). Cette molécule affecte le stress et l'immunité chez Plodia interpunctella (Lynn et al.,

2012), Aedes aegypti ou encore chez Spodoptera littoralis (Koodalingam et al., 2014;

Shaurub et al., 2014). L’azadirachtine interfère avec le système nerveux central (SNC) chez la

drosophile par l'inhibition de la transmission cholinergique excitatrice via les canaux

calciques (Qiao et al., 2014); l’expression des gènes (liés au développement) se trouve aussi

modifié par l’azadirachtine chez P. interpunctella (Lynn et al., 2012) et chez D. melanogaster

(Lai et al., 2014). Ainsi, il a été listé différents effets de l'azadirachtine mais le mécanisme

d'action de ce pesticide reste encore inconnu (Wang et al., 2014).

Les effets antagonistes directs de l’azadirachtine, sur la signalisation de la 20

hydroexecdysone (20E), impliquée dans le développement comme les mues et la

métamorphose ont été mis en évidence dans des travaux antérieurs (Mordue et al., 2005);

cependant, les effets antagonistes sur le stress oxydatif, indirectement lié à la signalisation de

la 20 E ou encore sur la reproduction restent à préciser ; en outre, il apparaît que la toxicité de

l’azadirachtine semble différente d’une formulation commerciale à une autre, (Abedi et al.,

2014 a; da Costa et al., 2014). Par conséquent, la présente étude a pour but d’évaluer les effets

de deux formulations commerciales de l’azadirachtine, l’Huile de Neem et le Neem Azal,

chez D. melanogaster, modèle biologique le plus utilisé en toxicologie (Pinho et al., 2014;

Rand et al., 2014). Les objectifs de cette étude sont donc les suivants :

1. Evaluer la toxicité de l’Huile de Neem et du Neem Azal, testés séparément, par

application topique, sur les pupes nouvellement exuviées de D.melanogaster. La



Introduction

5

détermination des doses sublétales et létales de l’inhibition de la mue adulte (DI25 et DI50) et

de leurs intervalles de confiance respectifs nous permettra, pour les deux formulations, de

comparer leur toxicité.

2. Evaluer les effets sublétaux et létaux (DI25 et DI50) de l’Huile de Neem et du Neem

Azal, en traitement simple, sur la croissance pondérale des pupes et sur le suivi de la

descendance des adultes qui ont survécu au traitement des pupes (évaluation du nombre

d'œufs, larves, pupes et adultes de la génération suivante). Les résultats nous permettront

d’apprécier l’effet direct du pesticide sur le développement mais aussi les effets différés sur la

fécondité et la fertilité.

3. Examiner les effets sublétaux et létaux du Neem Azal, en traitement simple, sur le

stress oxydatif vu le pouvoir antioxydant de la 20E (Krishnan et al., 2007); ceci, par

l’évaluation des activités spécifiques de la catalase et des glutathion-S-transférases,

indicatrices de stress.

4. Examiner les effets sublétaux et létaux du Neem Azal, en traitement simple, sur le

contenu des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires ; la vitellogenèse ou synthèse de

vitellogénines qui s’effectue dans les deux compartiments nécessite la présence de 20E d’HJ

(Jowett & Postlethwait, 1980; Swevers et al., 2005; Tufail et al., 2014).

5. Tester la capacité de la 20E exogène (en application topique) à compenser les effets

dépressifs induits par l’azadirachtine sur le stress oxydatif et sur la reproduction. Pour cela, un

traitement combiné Neem-Azal-20E (deux doses et deux périodes d’application) a été réalisé

pour préciser l’interaction entre ces deux composés.
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MATERIEL ET METHODES

1. Matériel biologique

1.1. Présentation du matériel biologique

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

lucicole (Joly, 2006). D. melanogaster est une petite mouche jaune brunâtre mesurant environ

3 ou 4 mm de long, ailes incluses (Fig. 1); l'abdomen, plutôt court, est rayé de bandes

sombres. Un dimorphisme sexuel (Parvathi et al., 2009) permet de différencier les mâles et

les femelles (Fig. 1).

 Taille de l’adulte: mâles plus petits que les femelles

 Forme de l’extrémité de l’abdomen :

o Femelles : allongée
o Mâles : arrondie

 Marques sur l'abdomen :

o Femelles : bandes sombres et claires alternées sur la partie arrière
o Mâles : fusion des derniers segments terminaux qui sont très foncés

 Nombre des segments abdominaux :

o Femelles : 8 segments
o Mâles : 5 segments

 Organes sexuels situés à l'extrémité de l'abdomen :

o Femelles : plaque vaginale non colorée
o Mâles : pénis très coloré

 Peignes sexuels :

o Femelles : Absence de peignes
o Mâles : présents au niveau de la première paire de pattes

Sa position systématique est la suivante :

Règne : Animalia
Embranchement : Arthropoda
Sous embranchement : Hexapoda
Classe : Insecta
Sous-classe : Pterygota
Infra-classe : Neoptera
Ordre : Diptera
Sous-ordre : Brachycera
Infra-ordre : Muscomorpha
Famille : Drosophilidae
Sous-famille : Drosophilinae
Genre : Drosophila
Espèce : melanogaster (Meigen, 1830).



Matériel & Méthodes

7

Figure 1. Drosophila melanogaster (A : x 6,87 ; B : x 5,94).

1.2. Cycle de vie de D. melanogaster

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

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

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

2002). Le cycle de vie comprend 4 stades (Fig. 2) :

Œufs: La femelle pond de 200 à 300 œufs (Goudey-Perrière & Perrière, 1974),

allongés et blanchâtres (25 à 35 par jour), présentant une forme semblable à un ballon de

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

humides en fermentation (Tavernier & Lizeaux, 2002).

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

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

creusant des galeries. Le stade larvaire, qui dure 4 jours environ, comprend 3 stades, L1 (24h),

L2 (24h) et L3 (48h). A la fin de ce dernier stade, les larves cessent de s’alimenter, sortent du

milieu nutritif et entame une phase d’errance. A son terme, les larves secrètent une glue et se

fixent sur un support.

Stade pupal : l’éversion des spiracles antérieurs 120 h après la ponte, définit le début

du stade prépupal d’une durée de 12h. La dernière cuticule larvaire se tanne rapidement et

dévient le puparium, où se déroule la métamorphose. La période pupale dure 3 jours et demi

environ. À son terme, toutes les structures larvaires sont détruites et les structures adultes sont

élaborées (Quinn et al., 2012).

Stade adulte : l’adulte apparait avec un corps non encore pigmenté mais au bout de 6

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

sexuellement matures.

B
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Figure 2. Le cycle de vie de D. melanogaster à 25°C (Jouandin, 2013).
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Les femelles sont fécondables et s’accouplent environ 12 heures après l’émergence

(Bouharmont et al., 2007). Elles stockent le sperme des mâles auxquels elles se sont

accouplées pour pouvoir l’utiliser ultérieurement et commencent à pondre dés 24 heures après

l’émergence (Tavernier & Lizeaux, 2002).

1.3. Elevage au laboratoire

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

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

génétique. Cette espèce est utilisée, actuellement, comme modèle biologique en génétique,

biologie moléculaire et toxicologie par 80 000 à 100 000 chercheurs (Colombani et al., 2006).

L’élevage D. melanogaster, souche Canton S, est réalisé, en laboratoire (Fig. 3), à une

température de 25°C, une hygrométrie de 70% et une scotophase de 12 h (souche donnée

grâcieusement  par C. Wickers Thomas, Laboratoire Evolution, Génomes er Spéciation,

Université  de Paris Sud).

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

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

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

benzoate à 10%). Les drosophiles sont élevées dans des flacons de plastique et bouchés par un

tampon de mousse.

Figure 3. Elevage de D. melanogaster au laboratoire.
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2. Présentation des insecticides

2.1. Huile de Neem

L’azadirachtine commercialisée sous cette appellation Huile de Neem comporte trois

substances actives (nimbine : 0,4 %, salanine 0,6% et azadirachtine 0,3 %, Emulsion

Concentrée (EC); firme : H3D Terraneem-France). La formule chimique de la nimbine la

salannine et l’azadirachtine est de C30H36O9 (540 g/mol), C34H44O9 (596 g/mol) et C35 H44 O16

(720,7 g/mol) respectivement (Fig. 4). Cette formulation, insoluble dans l’eau, correspond à

un liquide jaune avec une odeur caractéristique du Neem.

2.2. Neem Azal

L’azadirachtine commercialisée sous le nom de Neem Azal-T/S comprend seulement

de l’azadirachtine (1% d’azadirachtine ; Emulsion Concentrée (EC); firme : Trifolio-M

GmbH, Lahnau, Germany) ; cette formulation, insoluble dans l’eau, correspond à un liquide

brun avec une odeur caractéristique du Neem.

3. Traitement des insectes et tests de toxicité

Les deux composés (Huile de Neem et Neem Azal) ont été utilisés, séparément, par

application topique (1 μl), sur pupes nouvellement exuviées (0 jour) de D. melanogaster. Les

insecticides ont été dilués dans l’acétone (solvant) et différentes solutions stocks ont été

préparées. Après un screening préalable, les concentrations utilisées sont de 500 ; 1000 ;

1620 ; 3250 ; et 6500 ppm pour l’Huile de Neem et 500 ; 1000 ; 1500 ; 2500 ; 4500 ppm pour

le Neem Azal correspondant respectivement aux doses 0,5 ; 1 ; 1,62 ; 3,25 et 6,5 µg pour

l’Huile de Neem et 0,5 ; 1 ; 1,5 ; 2,5 et 4,5 pour le Neem Azal. L’essai pour chaque dose est

conduit en utilisant 3 réplications qui comportent chacune 30 insectes ; une série témoin est

conduite en parallèle et les individus reçoivent uniquement le solvant (1 μl).

Les pourcentages d’inhibition observée des différentes séries ont été déterminés puis

corrigés selon la formule d’Abbott (1925) pour éliminer la mortalité naturelle. Les

pourcentages d’inhibitions corrigées subissent une transformation angulaire selon les tables de

Bliss (1938), cités par Fisher et Yates (1957) et font l’objet d’une analyse de la variance à un

critère de classification qui permet le classement des doses par le test HSD de Tukey, afin

d’évaluer l’effet des deux pesticides. Enfin, la régression non linéaire exprimant le

pourcentage d’inhibition corrigée en fonction du logarithme de la dose a permis d’estimer,
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pour l’Huile de Neem et le Neem-Azal, les doses d’inhibition de la mue adulte DI10, DI25,

DI50 et DI90 avec leurs intervalles de confiance.

(1)

(2)                                                            (3)

(4)

Figure 4. Structure chimique de l’azadirachtine (1) ; nimbine (2) ; salanine (3) ; 20

hydroxyecdysone (4) (Mordue et al., 2005 ; Morgan, 2009 ; Dhadialla et al., 2005).
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4. Application exogène de 20 hydroxyecdysone (20 E)

La 20E exogène (Sigma) a été dissous dans l'acétone et utilisée, in vivo, par

application topique en traitement combiné avec le Neem Azal. Le Neem Azal a été appliqué à

la DI50 (1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale puis la 20E a été testée à deux doses (0,25

et 0,50 µg), par application topique, à 24 ou à 48 heures après le Neem Azal. Les doses de

20E ont été choisi selon les travaux d’El Ouar et al., (2010) ; les temps d’application retenus,

24 et 48 heures coïncident, respectivement, avec la phase ascendante et descendante du

principal pic des ecdystéroïdes (Kozlova & Thummel, 2000).

5. Croissance pondérale

La croissance pondérale de D. melanogaster des séries témoins et traitées au Neem

Azal et à l’Huile de Neem aux doses sublétales et létales (DI25 et DI50) a été évaluée tout au

long du stade pupal (0, 1, 2 et 3 jours) à l’aide d’une balance de précision (Sartorius AG

Gottinger, Germany).

6. Impact sur la descendance

Les adultes, mâles et femelles nouvellement exuviés, issus des séries témoins et

traitées dont les individus ont survécu au traitement des pupes (Dl25 et Dl50 des deux

formulations commerciales) ont été placés dans des boîtes de pétri contenant un milieu

nutritif. Neufs répétitions de différents types de couples sont réalisés (voir ci-dessous) et

après 48 heures, les adultes sont retirés des boîtes de pétri. Le suivi de la génération 1 ou F1

est ensuite réalisé dès le stade œufs ; l’effet différé du Neem Azal et de l’Huile de Neem a pu

être évalué en procédant au comptage des œufs, larves de dernier stade (L3), pupes et adultes

provenant de chaque série de couples. Les différents couples réalisées sont les suivants :

Couples 1: MT x FT : Mâles Témoins x Femelles Témoins

Couples 2: MT x FDI25 : Mâles Témoins x Femelles DI25

Couples 3: MDI25 x FT : Mâles DI25 x Femelles Témoins

Couples 4: MT x FDI50 : Mâles Témoins x Femelles DI50

Couples 5: MDI50 x F T : Mâles DI50 x Femelles Témoins

Couples 6: MDI25 x FDI25 : Mâles DI25 x Femelles DI25

Couples 7 : MDI50 x FDI50 : Mâles DI50 x Femelles DI50
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7. Biomarqueurs de toxicité : GSTS et CAT

Les pupes, nouvellement exuviées de D. melanogaster, ont été traitées par application

topique au Neem Azal à la DI25 (0,59 µg) et DI50 (1,10 µg) respectivement. Les activités

spécifiques des biomarqueurs (GSTs et CAT) ont été évaluées à 24, 48 et 72 heures après le

traitement ; une série témoin a été réalisée en parallèle. Par ailleurs, la concentration en

protéines totales des différents échantillons, permettant d’évaluer l’activité spécifique, a été

préalablement déterminée suivant la méthode de Bradford (1976) (décrite plus loin), afin de

pouvoir calculer les différentes activités spécifiques.

7.1. Dosage des Glutathion-S-Transférases (GSTs)

Le dosage des GSTs est réalisé selon Habig et al., (1974). Il consiste à fournir aux

GSTs des substrats artificiels en général la GSH (Glutathion réduit, 5 mM) et le CDNB

(1choloro 2-4- Dinitrobenzoique, 1mM). La réaction de conjugaison entraine la formation

d’une molécule nouvelle, qui absorbe la lumière à une longueur d’onde de 340 nm. Dans le

but de préciser l’activité spécifique des GSTs chez le modèle biologique étudié, les pupes de

D. melanogaster des séries témoins et traitées, échantillonnées à différents temps après

traitement, sont homogénéisés dans 1ml de tampon phosphate (0,1M ; pH6)1 à l’aide d’un

broyeur à ultrasons. L’homogénat obtenu est centrifugé (1300 tours/min pendant 30 min) et le

surnageant récupéré servira au dosage enzymatique des GSTs. Le protocole de dosage est

réalisé comme suit : A une fraction aliquote du surnageant (0,2 ml) est ajouté 1,2 ml du

mélange CDNB-GSH2 dans un tampon phosphate (0,1M ; pH6). La lecture se fait contre un

blanc préparé dans les mêmes conditions (0,2 ml d’eau distillée remplaçant le surnageant) ;

les densités optiques sont mesurées toutes les minutes pendant 5 minutes à 340 nm dans un

spectrophotomètre contre un blanc (réglage du spectrophotomètre) contenant 0,2 ml d’eau

distillée remplaçant la quantité de surnageant. L’activité spécifique des GSTs, déterminée

d’après la formule de Habig et al., (1974) suivante :

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

Δ DO : Pente de la droite de régression des densités optiques obtenues à 340 nm.

Vt : Volume totale de la cuve (ml) : (1,2 ml du mélange CDNB- GSH + 0,2 ml du surnagent).



Matériel & Méthodes

14

9,6 : m Mol-1 Cm-1 : Coefficient d’extinction du mélange GSH- CDNB (à 340 nm).

E : Epaisseur de la cuve = 1 cm.

Vs : Volume du surnageant dans la cuve en m1= 0,2 ml.

mg de protéine : Quantité de protéines exprimée en mg.

1- 17,805g Na2 HPO4 (a) dilué dans 500ml d’eau distillée.

2- 6,39g NaHPO4 (b) dilué dans 500ml d’eau distillée.

1- Mélanger 61,5ml de la solution a avec 438,5 ml de la solution b et ajouter ensuite 21,3925 g de
saccharose.

2- Mélanger 4,052 mg de CDNB avec 30,73 mg de GSH et ajouter ensuite 0,8 ml d’éthanol et 20 ml de
tampon phosphate.

7.2. Dosage de la Catalase (CAT)

Le dosage de la Catalase (CAT) est réalisé selon la méthode de Claiborne (1985). Cette

méthode est basée sur la mesure spectrophotométrique de la réduction de l’eau oxygénée

(H2O2) en une molécule d’oxygène (O2) et deux molécules d’eau (H2O2) en présence de la

CAT à une longueur d’onde UV de 240 nm. Les pupes de D. melanogaster des séries témoins

et traitées, échantillonnées à différents temps après traitement, sont homogénéisés dans 1 ml

de tampon phosphate (0,1 M, pH 7,4)1 à l’aide d’un broyeur à ultrasons. L’homogénat ainsi

obtenu est centrifugé (15,000 trs/min, pendant 10 min) et le surnageant récupéré servira au

dosage enzymatique de la catalase. Le dosage de l’activité CAT s’effectue, à température

ambiante, dans une cuve en quartz, sur une fraction aliquote de 50 µl du surnageant (dilué de

façon à se situer entre 1 et 1,5 mg de protéines/ml, soit 0,05 à 0,75 mg dans la cuve) à laquelle

on ajoute 750 µl de tampon phosphate (100 mM, pH 7,4), et 200 µl H2O2 (500 mM) préparé

extemporanément [1,42 ml eau oxygénée à 30 volumes (garder en chambre froide), 25 ml

tampon phosphate (100 Mm pH 7,4)]. Après agitation, la lecture est effectuée au

spectrophotomètre. L’activité décroit rapidement, il est donc important de mettre toujours le

même temps entre le pipetage du surnageant et le moment où la cuve est placée dans le

spectrophotomètre. La lecture des absorbances est effectuée après 15 secondes toutes les 5

secondes pendant  30 secondes à une longueur d’onde UV de 240 nm contre un blanc réalisé

avec 800 µl de tampon phosphate (100 Mm, pH 7,4), et 200 µl de H2O2.

L’activité spécifique de la CAT, exprimée dans nos résultats en, µMol/min/mg de

protéine, est déterminée par la formule suivante:
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DO max : Densité optique maximum obtenue.

DO min : Densité optique minimum obtenue.

0,04 : m Mole-1 Cm-1 : Coefficient d’extinction molaire du peroxyde d’hydrogène (à 240 nm).

mg de protéines: Quantité de protéines exprimée en mg.

1- 16,11 g  Na2 HPO4 (a) dilué dans 500ml d’eau distillée.

2 -1,38 g NaHPO4 (b) dilué dans 500ml d’eau distillée.

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

8. Evaluation des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires

8.1. Echantillonnage

Les adultes femelles de D. melanogaster, provenant des séries témoins et traitées

(adultes ayant survécu après le traitement des pupes) avec le Neem Azal (Dl25 et Dl50), sont

échantillonnés à différents temps (6, 12, 18 et 24 heures) au cours du premier cycle

gonadotrophique. Le corps gras et les ovaires, sites de synthèse des vitellogénines (Swevers et

al., 2005) sont prélevés sous loupe binoculaire. Les prélèvements biologiques, ovaires ou

corps gras préalablement pesés, sont ensuite déposés dans des tubes contenant un tampon

(Tris-HCl-NaCl) permettant l’extraction des vitellogénines. La conservation se fait à -20C°

jusqu’au dosage.

8.2. Extraction et dosage des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires

L’extraction des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires est réalisée selon la

méthode de Postlethwait et al., (1980) et Fabre et al., 1990. Les échantillons biologiques,

conservés dans 500 μl  de tampon d’extraction Tris-HCl-NaCl (pH 7,4; 0,5 M)1, sont broyés

aux ultrasons puis l’homogénat obtenu est ensuite centrifugé à 5000 trs/min pendant 10

minutes. La fraction soluble obtenue est récupérée puis déposée dans un tube eppendorf. Les

échantillons sont ensuite conservés au froid (-20°C) jusqu’au dosage.
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Les vitellogénines dans le corps gras et les ovaires ont été quantifiées selon la

méthode  de Bradford (1976) qui utilise le bleu brillant de Coomassie G 250 (BBC) 2 comme

réactif et l’albumine de sérum de bœuf (1mg/ml) comme standard. Le dosage des

vitellogénines dans le corps gras et les ovaires chez D. melanogaster a été effectué dans une

fraction aliquote de 100 μl. La lecture des absorbances se fait à une longueur d’onde de 595

nm contre un blanc de gamme (Tableau 1).

[2] 100mg de BBC + 50ml d’éthanol puis agitation pendant 2 heures ; 100 ml d’acide orthophosphorique à 80%

sont alors rajoutés et le tout est complété à 1000 ml avec l’eau distillée.

Tableau 1 : Dosage des vitellogénines chez D. melanogaster : réalisation de la gamme
d’étalonnage.

Tubes 1 2 3 4 5 6

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

Eau distillée (µl) 100 80 60 40 20 0

Réactif BBC (ml) 4 4 4 4 4 4

9. Analyse statistique

Les résultats obtenus sont représentés par la moyenne suivie de l’écart type pour

chaque groupe d’expérience (m ± sd). Pour toutes les séries de données l’égalité des variances

a été confirmée grâce aux tests de Bartlett et Levene avant l’utilisation des tests

paramétriques. La régression non linéaire, le test « t » de Student (p ≤ 5%), l’analyse de

variance (un et deux critères de classification) ou encore le test HSD (Honest Significative

Difference) de Tukey ont été utilisés pour mettre en évidence des différences entre les

échantillons mais aussi pour définir des groupes ou des classes selon leurs effets (classement

des doses).

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

traitement statistique des données version 6.01 pour Windows XP.
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RESULTATS

1. Toxicité de l’Huile de Neem et du Neem Azal sur l’inhibition de
l’exuviation adulte

L’efficacité de deux formulations commerciales, Huile de Neem et Neem Azal, a été

testée, par application topique, sur des nymphes nouvellement exuviées de D. melanogaster.

La mortalité a été relevée à l’émergence de l’adulte. Les doses, correspondant à 25 et 50%

de l’inhibition de l’exuviation adulte (DI25 et DI50), caractérisant la toxicité d’un insecticide,

ont été déterminées.

1.1. Effets de l’Huile de Neem sur l’inhibition de l’exuviation adulte

Le traitement avec l’Huile de Neem, en application topique à différents doses (0,5, 1,

1,62, 3,25, 6,5 µg) le jour de l’exuviation nymphale de D. melanogaster, a induit une

inhibition de la mue adulte dont les pourcentages sont précisés dans le tableau 2. L’inhibition

de la mue adulte, de l’ordre de 10,36  ± 3,39 chez les témoins (Inhibition naturelle) augmente,

chez les séries traitées significativement avec une relation dose réponse; ainsi, il est noté,

pour la dose la plus élevée, un pourcentage d’inhibition observée de 96,15 ± 6,66.

Tableau 2: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à
différentes doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster: Inhibition
observée (%) de la mue adulte. (m ±  sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

Répétitions Témoins 0,5 1 1,62 3,25 6,5
R1 13,33 23,33 46,66 80 70 100
R2 11,33 23,33 53,33 76,92 98,33 88,46
R3 6,66 13,33 46,66 60 90 100

m ± sd 10,36±3,39 19,99±5,77 48,88±3,85 72,30±10,76 86,11±14,56 96,15±6,66

Les pourcentages d’inhibition observées, chez les séries traitées, ont été corrigées par

la formule d’Abbott (1925) afin d’éliminer le pourcentage d’inhibition naturelle (Tableau 3).

Les pourcentages d’inhibitions corrigées de l’ordre de 10,80 ± 3,35 à la dose la plus faible

(0,5 µg) augmentent graduellement et sont de 95,67 ± 7,49 à la dose la plus élevée (6,5 µg).

L’analyse statistique des résultats, présentée dans le tableau 4, révèle une relation

dose-réponse avec une différence hautement significative (p < 0,0001). Un classement des

doses réalisé, grâce au test HSD de Tukey, permet de classer les doses testées en fonction de

leur toxicité (Fig. 5). Les résultats révèlent l’existence de quatre groupes présentant des effets
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différents du pesticide sur les pourcentages d’inhibition de la mue adulte ; ainsi dans un ordre

croissant les doses sont : 0,5 µg < 1 et 1,62 µg <1,62 et 3,25 µg < 3,25 et 6,5 µg.

Tableau 3: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à
différentes doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster: Inhibition
corrigée (%) de la mue adulte. (m ± sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

Répétitions 0,5 1 1,62 3,25 6,5
R1 11,53 38,45 76,92 65,38 100
R2 13,74 47,49 74,03 98,12 87,01

R3 7,14 42,85 57,14 89,28 100
m ± sd 10,80± 3,35 42,93±4,52 69,36±10,68 84,26±16,93 95,67±7,49

Figure 5. Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Inhibition corrigée de la
mue adulte et classement des doses testées par le test HSD de Tukey.

Tableau 4: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à
différentes doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster, sur le
pourcentage d’inhibition corrigé de la mue adulte : Analyse de la variance a un critère de
classification. (m ± sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

*** : hautement significatif (p < 0,001). ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

Source de
variation

SCE ddl CM Fobs P

Traitement 6830 4 1707 25,22 0,0001***

Erreur résiduelle 676,9 10 67,69 - -
Total 7507 14 - - -
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La régression non linéaire a permis d’obtenir la courbe dose-réponse chez les pupes de

D. melanogaster ; cette courbe, exprimant le pourcentage d’inhibition corrigée en fonction du

logarithme de la dose de l’Huile de Neem présente un coefficient de détermination élevé (R2 =

0,9897). Cette valeur révèle une liaison très forte entre le pourcentage d’inhibition corrigé et

le logarithme de la dose (Fig. 6). Les différentes doses d’inhibition de la mue adulte et leur

intervalle de confiance ont été également déterminées par cette analyse; les DI25 et DI50 sont

de l’ordre  de 0,687 [0,528-0,893] et 1,170 µg [0,988 -1,384] respectivement (Tableau 5).

Figure 6. Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Courbe dose-réponse
exprimant le pourcentage d’inhibition corrigée en fonction du logarithme de la dose de
l’Huile de Neem (µg).

Tableau 5: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique à
différentes doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Détermination
des doses d’inhibition de la mue adulte (DI en µg) et leurs intervalles de confiance à 95%.

Composé DI10 DI25 DI50 DI90 Hill Slope
Erreur

Standard

Huile de

Neem

0,403

[0,263-0,618]

0,687

[0,528-0,893]

1,170

[0,98 -1,384]

3,388

[2,264-5,058]

2,066

[1,331-2,802]
0,2311
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1.2. Effets du Neem Azal sur l’inhibition de l’exuviation adulte

Le tableau 6 présente les pourcentages d'inhibition observés de la mue adulte après

traitement avec le Neem Azal aux différentes doses (0,5 ; 1 ; 1,5 ; 2,5 ; 4,5 µg). Le

pourcentage d’inhibition augmente de manière proportionnelle aux doses administrées avec

une valeur de 91,28 ± 2,79 à la dose la plus forte et ce, comparativement à l’inhibition

naturelle, chez les témoins, qui est de 10,81 ± 0,75.

Tableau 6: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster: Inhibition observée (%) de
la mue adulte. (m ±  sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

L’élimination de la mortalité naturelle, permet l’obtention des pourcentages

d’inhibition corrigés de la mue adultes présentés dans le tableau 7. Les résultats obtenus,

montrant une augmentation de l’inhibition adulte en fonction des doses, indiquent des valeurs

de l’ordre de 19,13 ± 0,51 à la dose la plus faible (0,5µg) à 90,07 ± 3,19 à la dose la plus

forte (4,5 µg) (Tableau 7).

L’analyse statistique effectuée révèle un effet dose réponse hautement significatif (p ≤

0,001) (Tableau 8). Un classement des doses, réalisé grâce au test HSD de Tukey, montre

cinq groupes démontrant une toxicité différente chez D. melanogaster ; dans l’ordre croissant,

les doses sont classées comme suit : 0,5 µg < 1 µg < 1,5 < 2,5 < 4,5 µg (Fig. 7).

Tableau 7: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster: Inhibition corrigée (%) de
la mue adulte. (m ± sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

Répétitions 0,5 1 1,5 2,5 4,5
R1 18,62 43,02 61,60 81,46 91,56
R2 19,13 42,85 69,19 77,50 86,41
R3 19,64 45,85 63,48 83,51 92,26

m ± sd 19,13 ± 0,51 43,9 ± 1,68 64,75 ± 3,95 80,82 ± 3,05 90,07 ± 3,19

Répétitions Témoins 0,5 1 1,5 2,5 4,5
R1 10,55 29,46 49,99 66,71 83,32 92,68
R2 10,23 29,01 46,66 73,44 80 88,06
R3 11,66 28,56 53,33 67,12 85,71 93,11

m ± sd 10,81±0,75 29,01±0,45 49,99±3,33 69,09±3,77 83,01± 2,86 91,28± 2,79
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Figure 7. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes doses
(µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Inhibition corrigée de la mue
adulte et classement des doses testées par le test HSD de Tukey.

Tableau 8: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster, sur le pourcentage
d’inhibition corrigé de la mue adulte : Analyse de la variance a un critère de classification. (m
± sd; n = 3 répétitions de 30 individus chacune).

*** : hautement significatif (p< 0,0001) ; ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

La courbe dose-réponse, exprimant le pourcentage d’inhibition corrigé, chez les pupes

de D. melanogaster, en fonction du logarithme de la dose du Neem Azal présente un

coefficient de détermination élevé (R2= 0,996) démontrant une liaison très forte entre les deux

paramètres mortalité et doses (Fig. 8). Par ailleurs, cette analyse a permis de déterminer les

différentes doses d’inhibition de la mue adulte qui sont présentées dans le tableau 9 ; la DI25

et la DI50 et leurs intervalles de confiance sont de l’ordre  de 0,595 [0,512-0,692] et 1,106 µg

[1,012-1,209] respectivement (Tableau 9).

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 3952 4 987,9 235,7 0,0001***

Erreur résiduelle 41,92 10 4,19 - -

Total 3994 14 - - -
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Figure 8. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes doses
(µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Courbe dose-réponse exprimant
le pourcentage d’inhibition corrigée en fonction du logarithme de la dose testée (µg).

Tableau 9: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique à différentes
doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster : Détermination des doses
d’inhibition de la mue adulte ou DI (µg) et leurs intervalles de confiance à 95%.

Composé DI10 DI25 DI50 DI90 Hill Slope Erreur
Standard

Neem Azal
0,321

[0,251- 0,409]

0,595

[0,512-0,692]

1,106

[1,012-1,209]

3,811

[3,082-4,711]

1,776

[1,474-2,078]
0,094

1.3. Comparaison de la toxicité entre l’Huile de Neem et le Neem Azal

La comparaison de la toxicité entre Huile de Neem et de Neem Azal révèle que les

deux formulations commerciales ont la même toxicité; en effet, les doses d’inhibitions de la

mue adulte (DI) sont comparables car les valeurs des doses sont situées dans les mêmes

intervalles de confiance (Tableau 10).

Pour les différentes expérimentations et pour les deux molécules seules les DI25 et DI50

ont été testées.
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Tableau 10: Effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal, administrés in vivo, par application
topique à différentes doses (µg) le jour de l’exuviation nymphale chez D. melanogaster :
comparaison des doses d’inhibition de la mue adulte (DI en µg) et leurs intervalles de
confiance à 95%.

Doses d’inhibition
de la mue adulte

Huile de Neem Neem Azal

DI10 0,40 [0,26- 0,61] 0,32 [0,25- 0,40]

DI25 0,68 [0,52 -0,89] 0,59 [0,51-0,69]

DI50 1,17 [0,98 -1,38] 1,10 [1,01-1,20]

DI90 3,38 [2,26- 5,05] 3,81 [3,08-4,71]

2. Effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal sur la croissance
pondérale des pupes

La croissance pondérale, paramètre de développement peut permettre d’évaluer l’impact de

pesticides ; ainsi, les deux formulations testées ont été évaluées au cours du stade pupal chez D.

melanogaster.

2.1. Effet de l’Huile de Neem sur la croissance pondérale des pupes

La comparaison des poids des pupes en fonction de l’âge et pour un même stade est

donné dans le tableau 11.

Chez les séries témoins, le poids des pupes à 0 jour, est de l’ordre de 1,34 ± 0,04 mg

et les valeurs restent comparables jusqu'à l’exuviation adulte (p ˃ 0,05).

Chez les séries traitées à l’Huile de Neem le poids des pupes à 0 jour est de l’ordre de

1,33 ± 0,04 et 1,35 ± 0,04 mg pour les deux doses testées DI25 et DI50 respectivement; une

diminution significative est notée dès le second jour de la pupe et ce, jusqu’à l’émergence

adulte (Tableau 11).

La comparaison entre les séries témoins et traitées (Fig. 9) indique que l’Huile de

Neem administrée, le jour de l’exuviation nymphale de D. melanogaster, à la DI25 et la DI50

induit une diminution dans le poids de pupes le 2éme (p < 0,0001) et 3éme jour (p < 0,0001)

après traitement. Il n’existe aucune différence significative (p > 0,05) entres les séries

traitées.

L’analyse de la variance à deux critère de classification effectuée entre les séries

témoins et traitées (Tableau 12) révèle un effet âge, un effet traitement et une interaction
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âge-traitement hautement significatifs (p < 0,0001).

Tableau 11: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique, (DI25:
0,68 et DI50: 1,17 µg)  le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au
cours du stade pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Comparaison des moyennes à
différents âges pour une même série. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas
significativement différentes (p > 0,05).

Figure 9. Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique, (DI25: 0,68
et DI50: 1,17 µg)  le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du
stade pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Comparaison des moyennes pour un même âge
entre les différentes séries. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement
différentes  (p > 0,05).

Ages (Jours) Témoins DI25 DI50

0 1,34 ± 0,04
A

1,33 ± 0,04
A

1,35 ± 0,04
A

1 1,33 ± 0,04
A

1,31 ± 0,10
A

1,32 ± 0,05
A

2 1,35 ± 0,04
A

1,21±  0,04
B

1,18 ± 0,10
B

3 1,35 ± 0,06
A

1,17 ±  0,09
B

1,14 ± 0,09
B
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Tableau 12: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo, par application topique, (DI25:
0,68 et DI50 : 1,17 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours
du stade pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Analyse de la variance à deux critères de
classification.

*** : hautement significatif (p< 0,0001). ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

2.2. Effet du Neem Azal sur la croissance pondérale des pupes

Le tableau 13 présente les effets du Neem Azal sur la croissance pondérale chez les

pupes en fonction de l’âge et pour une même série.

Chez les séries témoins (Tableau 13), le poids des pupes, le jour de l’exuviation

nymphale, est de l’ordre de 1,35 ± 0,06 mg et reste comparable pendant toute la durée du

stade pupal chez D. melanogaster (p ˃ 0,05).

Chez les séries traitées au Neem Azal à la DI25 et DI50 le poids des pupes diminue dès

le second jour de la pupe (p < 0,05) et reste comparable jusqu’à l’exuviation adulte (p > 0,05)

(Tableau 13).

Le Neem Azal administré, le jour de l’exuviation nymphale de D. melanogaster, aux

deux doses testées (DI25 et DI50) induit une diminution dans  le poids des pupes dès le second

jour du stade nymphal  (p < 0,0001), comparativement aux témoins. Par ailleurs, aucune

différence significative (p > 0,05) n’est observée entres les deux doses testés traitées (Fig.

10).

L’analyse de la variance, à deux critères de classification, effectuée sur le poids des

nymphes entre les séries témoins et traitées (Tableau 14) révèle un effet âge, un effet

traitement et une  interaction âge-traitement hautement significatifs (p < 0,0001).

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 0,407 2 0,067 50,72 0,0001***

Age 0,594 3 0,198 45 0,0001***

Interaction 0,446 6 0,223 15,42 0,0001***

Erreur résiduelle 1.003 228 0,0044
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Tableau 13: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg)  le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du
stade pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Comparaison des moyennes à différents âges
pour une même série. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement
différentes (p > 0,05).

Figure 10. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du stade
pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Comparaison des moyennes pour un même âge entre
les différentes séries. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement
différentes  (p > 0,05).

Ages (Jours) Témoins DI25 DI50

0 1,355  ± 0,06
A

1,34 ± 0,05
A

1,35 ± 0,05
A

1 1,325 ± 0,04
A

1,30 ± 0,14
A

1,345 ± 0,06
A

2 1,345 ± 0,06
A

1,195 ± 0,08
B

1,145 ± 0,09
B

3 1,38 ± 0,05
A

1,15 ± 0,06
B

1,175 ± 0,11
B
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Tableau 14 : Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du stade
pupal chez D. melanogaster. (m ± sd; n = 20). Analyse de la variance à deux critères de
classification.

*** : hautement significatif (p < 0,0001). ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

2.3. Comparaison entre l’Huile de Neem et le Neem Azal sur la croissance pondérale des
pupes

La comparaison, des effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal, sur la croissance

pondérale au cours du stade pupal chez D. melanogaster, montre des différences significatives

entre les séries témoins et les séries traitées au second et troisième jour; par ailleurs, le test

HSD de tukey révèle que pour les doses testées (DI25 et DI50) de l’Huile de Neem et le Neem

Azal  présentent des effets similaires sur la croissance pondérale (Tableaux 15 et 16).

Tableau 15: Effets du Neem Azal et de l’Huile de Neem, administrés in vivo, par application
topique, (DI25) le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du
stade pupal chez D. melanogaster: Classement des molécules testées par le test HSD de Tukey.

Ages (jours) Traitement Valeurs moyennes Groupes

0
Témoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,35 ± 0,06
1,33 ± 0,04
1,34 ±  0,05

a
a
a

1
Témoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,32 ± 0,04
1,31 ± 0,10
1,30 ± 0,14

a
a
a

2
Témoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,345 ± 0,06
1,21 ± 0,04
1,195 ± 0,08

a
b
b

3
Témoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,38 ± 0,05
1,17 ± 0,09
1,15 ± 0,06

a
b
b

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 0,5490 2 0,2745 42,79 0,0001***

Age 0,6711 3 0,2237 34,88 0,0001***

Interaction 0.5440 6 0,09067 14,13 0,0001***

Erreur résiduelle 1,46 228 0,006414
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Tableau 16: Effets du Neem Azal et de l’Huile de Neem, administrés in vivo, par application
topique, (DI50) le jour de l’exuviation nymphale sur la croissance pondérale (mg) au cours du
stade pupal chez D. melanogaster: Classement des molécules testées par le test HSD de Tukey.

Ages (jours) Traitement Valeurs moyennes Groupes

0
Temoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,35 ± 0,06
1,35 ± 0,04
1,35 ± 0,05

a
a
a

1
Temoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,32 ± 0,04
1,32 ± 0,05
1,34 ± 0,06

a
a
a

2
Temoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,34 ± 0,06
1,18 ± 0,10
1,14 ± 0,09

a
b
b

3
Temoins

Huile de Neem
Neem Azal

1,38 ± 0,05
1,14 ± 0,09
1,17 ± 0,11

a
b
b

3. Effets du Neem Azal et de l’Huile de Neem sur le suivi de la descendance

Les pupes de D. melanogaster ont été traitées le jour de l’exuviation nymphale puis les

adultes survivants ont été prélevés le jour de l’émergence ; les mâles et les femelles ont

ensuite été accouplées en procédant à différentes combinaisons entre les individus témoins et

traités aux deux doses (cf: matériel et méthodes). Au bout de 48 heures d’accouplement, les

différents couples constitués sont retirés et la génération 1 ou F1 est suivie quotidiennement.

L’effet différé de l’Huile de Neem et du Neem Azal a pu être évalué en procédant au

comptage du nombre d’œufs, larves (L3), pupes et adultes exuviées pour chaque série

d’expérimentations.

3.1. Effets du Neem Azal sur le suivi de la descendance

Chez les séries témoins le nombre d’œufs pondus est de 72,88 ± 6,64. Ce nombre

diminue et atteint des valeurs respectives de  62 ± 5,01; 58,88 ± 7,21; 45,77 ± 8,21; 38,25 ±

7,14; 28 ± 2,67 pour les couples MT x FDI25; MDI50 x FT; MT x FDI50; MDI25 x FDI25 ; MDI50 x

FDI50 (Tableau 17).

Le nombre de larves (L3), de pupes et d’adultes, chez les séries témoins, est de l’ordre

de 71,66 ± 6,36 ; 71,66 ± 6,36 et 70,44 ± 5,59 respectivement ; Cette valeur, chez le couple où

le mâle et la femelle sont issues d’un traitement à la plus forte dose (FDI50 x MDI50), diminue,

significativement, pour atteindre 25,12 ±1,88 pour larves (L3), 24,75 ± 1,83 pour les pupes et
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22,5 ± 2,13 pour les adultes. L’analyse statistique des données (Tableau 17) révèle,

comparativement aux témoins, une diminution (p < 0,05) dans le nombre d’œufs, larves,

pupes et adultes pour toutes les séries provenant des adultes ayant survécu au traitement des

pupes, excepté pour le couple où seul le mâle provient d’un traitement à la plus faible dose

(FT x MDI25).

La comparaison entre les séries traitées pour chaque stade du développement révèle

un effet dose significatif entre les différentes couples formés (p < 0,0001); le test HSD de

Tukey a permis de classer les couples en quatre groupes pour les stades œufs, larves,

pupes mais en cinq groupes pour le stade adulte. Ainsi, pour tous les stades de développement

il est possible de classer les différents couples en fonction de l’effet croissant du Neem-Azal

sur la descendance :

Œufs, larves et pupes : MT x FT; MDI25 x FT < MT x FDI25; MDI50 x FT< MT x FDI50 ; MDI25 x

FDI25< MDI50 x FDI50.

Adultes: MT x FT ; MDI25 x FT < MDI25 x FT ; MT x FDI25 < MT x FDI25 ; MT x FDI50 < MT x FDI50 ;
MDI25 x FDI25< MDI50 x FDI50.

Tableau 17: Effets du Neem Azal, administré in vivo,  par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre des descendants (génération
F1) provenant des adultes ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd; n = 9).
Comparaison des moyennes à différents couples pour un même stade du développement. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Œufs Larves (L3) Pupes Adultes

Témoins 72,88 ± 6,64 a 71,66 ± 6,36 a 71,66 ± 6,36 a 70,44 ± 5,59 a

MDI25 x FT 72,33 ± 6,26 a 70,55 ± 6,00 a 70,00 ± 6,10 a 67,00 ± 5,91 ab

MT x FDI25 62,00 ± 5,01 b 60,12 ± 4,88 b 59,62 ± 5,26 b 59,25 ± 5,36 bc

MDI50 x FT 58,88 ± 7,21 b 55,88 ± 7,07 b 54,88 ± 7,92 b 53,77 ± 7,64 c

MTx FDI50 45,77 ± 8,21 c 43,66 ± 8,78 c 42,88 ± 9,08 c 39,22 ± 6,32 d

MDI25 x FDI25 38,25 ± 7,14 c 36,37 ± 7,34 c 35,12 ± 7,41 c 34,50 ± 7,30 d

MDI50 X FDI50 28,00 ± 2,67 d 25,12 ± 1,88 d 24,75 ± 1,83 d 22,50 ± 2,13 e

3.2. Effets de l’Huile de Neem sur le suivi de la descendance

Chez les séries témoins le nombre d’œufs pondus est de 71,88 ± 3,5. Ce nombre

diminue et atteint des valeurs respectives de 59,33 ± 4,22 ; 56,00 ± 6,44 ; 40,99 ± 7,10; 37,13



Résultats

30

± 6,10 ; 26,89 ± 3,55 pour les couples MT x FDI25 ; MDI50 x FT ; MT x FDI50 ; MDI25 x FDI25 ;

MDI50 x FDI50 (Tableau 18).

Le nombre de larves (L3), de pupes et d’adultes, chez les séries témoins, est de l’ordre

de 70,10 ± 5,25; 69,33 ± 4,33 et 68,50 ± 3,44 respectivement ; Cette valeur, chez le couple où

le mâle et la femelle sont issues d’un traitement à la plus forte dose (FDI50 x MDI50), diminue

significativement, pour atteindre 24,33 ± 2,10 pour larves (L3), 22,66 ± 2,99 pour les pupes et

20,10 ± 3,13 pour les adultes. L’analyse statistique des données, révèle comparativement aux

témoins une diminution (p < 0,05) dans le nombre d’œufs, larves, pupes et adultes pour toutes

les séries provenant des adultes ayant survécu au traitement, excepté pour le couple où seul le

mâle provient d’un traitement à la plus faible dose (FT x MDI25).

La comparaison entre les séries traitées pour chaque stade du développement révèle

un effet dose significatif entre les différentes couples formés (p < 0,0001); le test HSD de

Tukey a permis de classer les couples en quatre groupes pour les stades œufs, larves,

pupes mais seulement en cinq groupes pour le stade adulte. Ainsi, pour tous les stades de

développement il est possible de classer les différents couples en fonction de l’effet croissant

du Neem-Azal sur la descendance

Œufs, larves et pupes : MT x FT ; MDI25 x FT< MT x FDI25; MDI50 x FT< MT x FDI50 ; MDI25 x

FDI25< MDI50 x FDI50.

Adultes: MT x FT ; MDI25 x FT < MDI25 x FT ; MT x FDI25< MT x FDI25 ; MT x FDI50< MT x FDI50 ;

MDI25 x FDI25< MDI50 x FDI50.

Tableau 18: Effets de l’Huile de Neem, administrée in vivo,  par application topique, (DI25:
0,68 et DI50: 1,17 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre des descendants
(génération F1) provenant des adultes  ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd; n =
9). Comparaison des moyennes à différents couples pour un même stade du développement. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Œufs Larves (L3) Pupes Adultes

Témoins 71,00 ± 3,50 a 70,10 ± 5,25 a 69,33 ± 4,33 a 68,50 ± 3,44 a

MDI25 x FT 70,10 ± 5,12 a 68,00 ± 2,33 a 66,13 ± 3,88 a 62,10 ± 8,10 ab

MT x FDI25 59,33 ± 4,22 b 57,13 ± 3,20 b 56,33 ± 3,13 b 54,25 ± 9,10 bc

MDI50 x FT 56,00 ± 6,44 b 54,55 ± 6,88 b 52,95 ± 6,88 b 50,44 ± 6,33 c

MT x FDI50 40,99 ± 7,10 c 39,22 ± 4,55 c 38,40 ± 4,14 c 35,22  ± 7,00 d

MDI25 x FDI25 37,13 ± 6,10 c 35,33 ± 2,33 c 33,00 ± 3,40 c 31,25 ± 5,39 d

MDI50 X FDI50 26,89 ± 3,55 d 24,33 ± 2,10 d 22,66 ± 2,99 d 20,10 ± 3,13 e
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3.3. Comparaison de l’effet de l’Huile de Neem et le Neem Azal sur le suivi de la
descendance

La comparaison entre les deux molécules, effectuée pour chaque stade de

développement et pour les mêmes séries de couples, montre que l’Huile de Neem et le Neem

Azal ont les mêmes effets sur le nombre des descendants (œufs, larves, pupes et adultes)

provenant des adultes qui ont survécu après traitements des pupes (Tableaux 19,20, 21,22).

Tableau 19: Effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal, administrés in vivo,  par application
topique, (DI25 et DI50) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre d’œufs (génération F1)
provenant des adultes  ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd; n = 9). Les lettres
minuscules comparent les sériés traitées aux deux molécules pour un même couple. Les moyennes
suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Œufs
FTxMDI25 FDI25xMT FTxMDI50 FDI50xMT FDI25xMDI25 FDI50xMDI50

Neem Azal 72,33 ±6,26
a

62,00 ± 5,01
a

58,88 ±7,21
a

45,77 ±8,21
a

38,25 ±7,14
a

28 ±2,67
a

Huile de
Neem

70,10 ±5,12
a

59,33 ± 4,22
a

56,00 ±6,44
a

40,99 ±7,10
a

37,13 ±6,10
a

26,89 ±3,55
a

Tableau 20: Effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal, administrés in vivo,  par application
topique, (DI25 et DI50) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre des larves L3
(génération F1) provenant des adultes  ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd; n =
9). Les lettres minuscules comparent les sériés traitées aux deux molécules pour un même couple. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Larves (L3)
FTxMDI25 FDI25xMT FTxMDI50 FDI50xMT FDI25xMDI25 FDI50xMDI50

Neem Azal 70,55 ±6,00
a

60,12 ±4,88
a

55,88 ±7,07
a

43,66 ±8,78
a

36,37 ±7,34
a

25,12 ±1,88
a

Huile de
Neem

68,00 ±2,33
a

57,13 ±3,20
a

54,55 ±6,88
a

39,22 ±4,55
a

35,33 ±2,33
a

24,33±2,10
a

Tableau 21: Effets, de l’Huile de Neem et du Neem Azal, administrés in vivo,  par
application topique, (DI25 et DI50) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre des pupes
(génération F1) provenant des adultes  ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd ; n =
9). Les lettres minuscules comparent les sériés traitées aux deux molécules pour un même couple. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Pupes
FTxMDI25 FDI25xMT FTxMDI50 FDI50xMT FDI25xMDI25 FDI50xMDI50

Neem Azal 70,00 ±6,10
a

59,62 ±5,26
a

54,88 ±7,92
a

42,88 ±9,08
a

35,12 ±7,41
a

24,75 ±1,83
a

Huile de
Neem

66,13 ±3,88
a

56,33 ±3,13
a

52,95 ±6,88
a

38,40 ±4,14
a

33,00 ±3,40
a

22,66 ±2,99
a
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Tableau 22: Effets, de l’Huile de Neem et du Neem Azal, administrés in vivo,  par
application topique, (DI25 et DI50) le jour de l’exuviation nymphale sur le nombre des adultes
(génération F1) provenant des adultes  ayant survécu après traitement des pupes. (m ± sd; n =
9). Les lettres minuscules comparent les sériés traitées aux deux molécules pour un même couple. Les
moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Adultes
FTxMDI25 FDI25xMT FTxMDI50 FDI50xMT FDI25xMDI25 FDI50xMDI50

Neem Azal 67,00 ±5,91
a

59,25 ±5,36
a

53,77 ±7,64
a

39,22 ±6,32
a

34,50 ±7,30
a

22,50 ± 2,13
a

Huile de
Neem

62,10 ±8,10
a

54,25 ±9,10
a

50,44 ±6,33
a

35,22 ±7,00
a

31,25 ±5,39
a

20,10 ±3,13
a

Les deux formulations commerciales ont la même toxicité et présentent des effets

comparables sur la croissance pondérale et le suivi de la descendance. Par conséquent, pour

tout le reste des expérimentations (biomarqueurs de toxicité, biomarqueur de reprotoxicité et

le traitement combiné), seul le Neem Azal à été testé ; ce choix a été fait en fonction de la

composition du Neem Azal où seul l’azadirachtine est présenté comme substance active.

4. Effets du Neem Azal sur les biomarqueurs de toxicité

Le Neem Azal a été utilisé in vivo, par application topique, le jour de l’exuviation

nymphale de D. melanogaster aux deux doses d’inhibition de la mue adulte (DI25: 0,59 et

DI50: 1,10 µg). L’effet de cet insecticide a ensuite, été évalué sur l’activité spécifique des

Glutathion S-Transférases et de la Catalase à différents temps (24, 48 et 72 heures) après

traitement. Les résultats sont exprimés en micromoles par minutes et par milligramme de

protéines (μM/min/mg de protéines).

4.1. Effets du Neem Azal sur l’activité spécifique des Glutathion S-Transférases
(GSTs)

Le tableau 23 présente les résultats de l’activité spécifique des GSTs et compare les

valeurs obtenues en fonction du temps dans une même série.

Chez les séries témoins, les valeurs de l’activité spécifique des GSTs (Tableau 23)

sont de l’ordre 46,58 ± 3,87 μM/min/mg de protéines à 24 heures et restent comparable à

48 heures (p = 0,349) ; à 72 heures une diminution est notée (p < 0,0001) et une valeur

moyenne de 38,97 ± 3,55 μM/min/mg de protéines est enregistrée.
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Les valeurs de l’activité spécifique des la GSTs chez les séries traitées à la DI25

(Tableau 23) sont de l’ordre 42,37 ± 4,80 μM/min/mg de protéines à 24 heures; une

augmentation significative est ensuite notée seulement à 48 heures (p = 0,0001) (64,70 ±

6,97 μM/min/mg de protéines); en effet, les valeurs restent comparables à 72 heures (p =

0,121) (74,26 ± 10,2 μM/min/mg de protéines). Les séries traitées à la DI50, présentent la

même évolution que celles traitées à la DI25 (Tableau 23).

La comparaison entre les séries témoins et traités (Fig. 11) montre que le

Neem Azal induit, une augmentation significative de l’activité spécifique des GSTs chez

les pupes de D. melanogaster (Fig. 11) à 48 (p = 0,004; p < 0,0001) et 72 heures (p < 0,0001 ;

p < 0,0001) pour la DI25 et la DI50 respectivement. Par ailleurs le Neem Azal agit avec un

effet dose réponse seulement à 48 heures (p = 0,037). Les valeurs obtenus montrent que le

Neem Azal entraine  un processus de détoxification dès 48 heures.

L’analyse de variance à deux critères de classification réalisée sur l’activité spécifique

des GSTs (Tableau 24) entre les séries témoins et traitées au Neem Azal (DI25 et DI50) révèle

un effet temps hautement significatif (p < 0,0001), un effet traitement très significatif (p <

0,0001) et une interaction traitement/temps hautement significatifs (p < 0,0001) (Tableau 24).

Tableau 23: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique des GSTs
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 5-8). Comparaison
des moyennes à différents temps pour une même série. Les moyennes suivies d’une même lettre ne
sont pas significativement différentes (p > 0,05).

Temps (heures) Témoins DI25 DI50

24 46,58 ± 3,87
A

42,37 ± 4,80
A

42,70 ± 5,04
A

48 48,69 ± 3,50
A

64,70 ± 6,97
B

76,17 ± 7,54
B

72 38,97 ± 3,55
B

74,26 ± 10,2
B

79,27 ± 7,49
B
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Figure 11. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique des GSTs
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 5-8). Comparaison
des moyennes pour un même temps entre les différentes séries. Les moyennes suivies d’une même
lettre ne sont pas significativement différentes (p > 0,05).

Tableau 24: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique des GSTs
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 5-8). Analyse de la
variance à deux critères de classification.

*** : hautement significatif (p<0,0001) ; ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

4.2. Effets du Neem Azal sur l’activité spécifique de la catalase :

Le tableau 25 présente les résultats de l’activité spécifique de la CAT et compare les

valeurs obtenues en fonction du temps dans une même série.

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 4264 2 3132 59,72 0,0001***

Age 4240 2 2120 59,38 0,0001***

Interaction 3529 4 882,3 24,71 0,0001***

Erreur résiduelle 1500 42 35,70
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Chez les séries témoins (Tableau 25), l’activité spécifique de la catalase indique une

augmentation significative à 48 (p = 0,010)  et 72 heures (p = 0,007)  où les valeurs passent de

0,65 ± 0,092 à 0,82 ± 0,118 µMol/min/mg de protéines.

L’activité spécifique de la catalase chez les séries traitées au Neem Azal (DI25 et DI50)

augmente également à 48 (p = 0,007; p = 0,0001) mais aussi à 72 heures  (p < 0,0001; p <

0,0001) après traitement ; ainsi, à la DI25, les valeurs chez les séries traitées passent de 0,77 ±

0,097 à 1,19 ± 0,061 µMol/min/mg de protéines et à la DI50 de 0,95 ± 0,099 à 1,47 ± 0,126

µMol/min/mg de protéines (Tableau 25).

La comparaison entre les séries témoins et traitées (Fig. 12) montre que le traitement

au Neem Azal entraine une augmentation hautement significative de l’activité spécifique de la

catalase après 24 (p = 0,01; p = 0,001), 48 (p = 0,02 ; p < 0,0001) et 72 heures (p < 0,001 ; p <

0,0001) de traitement ; un effet dose dépendant est noté à 48 (p = 0,002) et 72 heures (p =

0,0006).

Les résultats enregistrés indiquent la mise en place chez les individus traités d’un stress

oxydatif dès 24 heures et qui se poursuit tout au long du stade pupal.

L’analyse de la variance à deux critères de classification (Tableau 26) révèle des

différences hautement significatives  pour l’effet  traitement (p < 0,0001), l’effet temps (p <

0,0001) et l’interaction traitement-temps (p < 0,0001).

Tableau 25: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50 : 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique de la catalase
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 6-10).
Comparaison des moyennes à différents temps pour une même série. Les moyennes suivies d’une
même lettre ne sont pas significativement différentes (p > 0,05).

Temps (heures) Témoins DI25 DI50

24 0,54 ± 0,038
A

0,62 ± 0,06
A

0,70 ± 0,10
A

48 0,65 ± 0,092
B

0,77 ± 0,097
B

0,95 ± 0,099
B

72 0,82 ± 0,118
C

1,19 ± 0,061
C

1,47 ± 0,126
C



Résultats

36

Figure 12. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique de la catalase
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 6-10).
Comparaison des moyennes pour un même temps entre les différentes séries. Les moyennes suivies
d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Tableau 26: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur l’activité spécifique de la catalase
(µMol/min/mg de protéines) chez les pupes de D. melanogaster. (m ± sd; n = 6-10). Analyse de
la variance à deux critères de classification.

*** : hautement significatif (p<0,0001) ; ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

5. Effets de traitement combiné du Neem Azal et de la 20 E sur les
biomarqueurs de toxicité

Le Neem Azal a été appliquée à la DI50 (1,10 µg), le jour de l’exuviation nymphale

puis la 20E a été administrée  aux deux doses (0,25 et 0,50 µg) et à deux périodes différentes

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 1,508 2 0,7541 85,34 0,0001***

Age 2,95 2 1,475 166,9 0,0001***

Interaction 0,4279 4 0,1070 12,11 0,0001***

Erreur résiduelle 0,5037 57 0,008837
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(24 ou 48 heures) après le pesticide naturel. L’effet du traitement combiné a, ensuite, été

évalué sur l’activité spécifique des Glutathion S-Transférases et de la catalase. Les résultats

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

protéines).

5.1. Effets du traitement combiné sur l’activité spécifique des GSTs

La 20E exogène, testée aux deux doses et appliquée 24 et 48 h après le Neem Azal

montre que le système des GSTs n’est pas induit comparativement au traitement seul avec le

Neem Azal (Tableau 27). Ainsi, les valeurs obtenues suite au traitement combiné (43,30 ±

2,90 ; 38,03 ± 5,01 µMol/min/mg protéines) sont comparables aux témoins (43,90 ± 8,36

µMol/min/mg protéines) quand la 20E est appliquée 48 h après le Neem Azal; cependant,

lorsque l’application de la 20 E (0,25 et 0,5 µg) s’effectue 24 h après le Neem Azal une

diminution de l’activité spécifique des GSTs est observée (34,20 ± 1,99; 27,39 ± 3,38

µMol/min/mg protéines).

Tableau 27: Effets de la 20 Hydroxyecdysone (0,25 et 0,5 µg) sur l’activité spécifique de
GSTs mesurée 72 heures après l’exuviation nymphale en fonction du temps (24 et 48 heures)
après l’application topique du Neem Azal (1,10 µg) sur des pupes nouvellement exuviées de
D. melanogaster. (m ± sd; n = 5-7). Pour toutes les séries les moyennes suivies d’une même lettre en
minuscule ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Traitement Activité spécifique de GSTs (μmol/min/mg protéines)
(72 h après l’exuviation nymphale)

Témoins 43,90 ± 8,36 a

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 24 h après

34,20 ± 1,99 bc

Neem Azal (1,10µg) suivi par la
20E (0,5 µg) 24 h après

27,39 ± 3,38 b

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 48 h après

43,30 ± 2,90 a

Neem Azal (1,10 µg) suivi par la
20E (0,5 µg) 48 h après

38,03 ± 5,01 ac
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5.2. Effets du traitement combiné sur l’activité spécifique de la Catalase

La comparaison entre les séries témoins et celle des sériés traitées de manière

combinée avec le Neem Azal suivi de la 20E montre des valeurs comparables de l’activité

spécifique de la catalase (Tableau 28). En effet, chez les témoins, il est noté une valeur de

l’ordre  0,77 ± 0,15 µMol/min/mg protéines ; cette valeur reste comparable suite au

traitement combiné avec le Neem Azal (1,10 µg) et la 20E appliqué aux deux doses (0,25 et

0,5 µg) et aux deux temps (24 et 48 heures) respectivement 0,63 ± 0,10; 0,60 ± 0,12; 0,98 ±

0,28; 0,85 ± 0,28 µMol/min/mg de protéines (Tableau 28).

L’application de 20E restaure donc les valeurs physiologiques pour  les deux doses

testées (0,25 et 0,5 µg) et pour les deux périodes d’application après traitement au Neem Azal

(24 et 48 heures) ; il est observé, pour la dose 0,25 µg de 20E,  un retour à des valeurs de base

plus marqué à 48 heures comparativement à 24 heures pour la dose 0,5 µg de 20 E (Tableau

28).

Tableau 28: Effets de la 20 Hydroxyecdysone (0,25 et 0,5 µg) sur l’activité spécifique de
catalase mesurée 72 heures après l’exuviation nymphale en fonction du temps (24 et 48
heures) après l’application topique du Neem Azal (1,10 µg) sur des pupes nouvellement
exuviées de D. melanogaster. (m ± sd; n = 5-7). Pour toutes les séries les moyennes suivies d’une
même lettre en minuscule ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Traitement Activité spécifique de la Catalase (μmol/min/mg protéines)
(72 h après l’exuviation nymphale)

Témoins 0,77 ± 0,15 ab

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 24 h après

0,63 ± 0,10 ab

Neem Azal (1,10µg) suivi par la
20E (0,5 µg) 24 h après

0,60 ± 0,12 a

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 48 h après

0,98 ± 0,28 b

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,5 µg) 48 h après

0,85 ± 0,28 ab
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6. Effets du Neem Azal sur les vitellogénines dans les corps gras et les
ovaires

Le Neem Azal a été utilisé in vivo, par application topique, le jour de l’exuviation

nymphale de D. melanogaster aux deux doses d’inhibition de la mue adulte (DI25: 0,59 et

DI50: 1,10 µg) puis évalué chez les adultes femelles. L’effet de cet insecticide a été déterminé

sur le contenu en vitellogénines dans les corps gras et les ovaires du fait de leur synthèse au

niveau de ces deux organes. L’évaluation du contenu en vitellogénines a été réalisée à

différents temps de la vitellogénèse au cours du premier cycle gonadotrophique (6, 12, 18 et

24 heures après exuviation).

6.1. Effets du Neem Azal sur les vitellogénines dans les corps gras

Le tableau 29 compare les valeurs dans le contenu en vitellogénines en fonction du

temps pour une même série (témoins et traitées) après l’émergence des adultes femelles.

Au cours de la maturité sexuelle, chez les femelles adultes témoins les vitéllogénines

dans le corps gras (Tableau 29) augmentent significativement à 12 (p = 0,0458) puis à 24

heures (p = 0,0437). Des valeurs similaires sont notées entre 12 et 18 heures (p = 0,209).

Chez les séries traitées au Neem Azal (Tableau 29), le même profil est remarqué pour

les deux doses testées ; en effet, une augmentation dans les valeurs est observée seulement 12

heures après l’exuviation. Les valeurs restent comparables ensuite jusqu’à 24 heures, ce qui

laisse supposer un arrêt dans la synthèse des vitellogénines.

La comparaison, entre les séries témoins et traitées (Fig. 13), montre une diminution

dans le contenu en vitellogénines à 6, 12, 18 et 24 heures après l’exuviation adulte. Cet effet,

est noté entre les séries témoins et traitées à 06 h (p = 0,0186 ; p = 0,0002), 12 h (p = 0,0132 ;

p = 0,0004), 18 h (p = 0,009; p = 0,0005) et 24 heures (p = 0,0017 ; p = 0,0004) pour le deux

testées (DI25 et DI50).

Par ailleurs, une relation dose réponse est noté à 6 (p = 0,0012), 12 (p = 0,036) et 18

heures (p = 0,0356). A 24 heures, les valeurs restent comparables entre les deux doses.

L’analyse de variance à deux critères de classification (Tableau 30) confirme ces

résultats et indique un effet temps et traitement hautement significatifs (p < 0,0001) et une

interaction traitement-temps non  significative (p = 0,8668).
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Tableau 29: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines dans le corps
gras (µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence
des adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n=4-5) : Comparaison des moyennes à
différents temps pour une même série. Les moyennes suivies d’une même lettre en majuscules ne sont
pas significativement différentes (p > 0,05).

Figure 13. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines (µg/mg)
évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence des adultes
femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5). Comparaison des moyennes pour un même temps
entre les différentes séries. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement
différentes  (p > 0,05).

Temps (heures) Témoins DI25 DI50

06 51,90 ± 4,32
A

44,86 ± 1,65
A

37,50 ± 2,38
A

12 57,81 ± 3,51
B

50,18 ± 3,33
B

43,33 ± 4,34
B

18 60,90 ± 3,61
B

52,77 ± 3,03
B

45,47 ± 4,88
B

24 65,72 ± 2,69
C

53,98 ± 4,48
B

47,22 ± 6,47
B
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Tableau 30: Effet du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines (µg/mg)
évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence des adultes
femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5) : Analyse de la variance à deux critères de
classification.

*** : hautement significatif (p< 0,0001) ; ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

6.2. Effet du Neem Azal sur les vitellogénines dans les ovaires

Le tableau 31 compare les valeurs dans le contenu en vitellogénines en fonction du

temps pour une même série (témoins et traitées)  après l’émergence des adultes femelles.

Chez les séries témoins, des femelles adultes de D. melanogaster, le contenu en

vitellogénines ovariennes (Tableau 31) au cours de la maturité sexuelle augmente

significativement à 12 (p < 0,0001)  puis à 24 heures (p = 0,0057) ; à 12 et 18 heures des

valeurs similaires sont notées (p = 0,517).

Chez les séries traitées au Neem Azal (Tableau 31), le même profil est remarqué pour

les deux doses testées, avec une hausse dans le contenu en vitellogénines ovariennes aux

même temps après émergence des adultes femelles (12 et 24 heures).

L’analyse statistique, effectuée entre les séries témoins et traitées (Fig. 14), montre un

impact du Neem-Azal sur  le contenu en vitellogénines ovariennes ; aussi, le Neem-Azal

entraine une diminution dans le contenu en vitellogénines dans les ovaires et ce, aux deux

doses testées. Les résultats obtenus montrent une baisse à 6  (p = 0,0107 ; p = 0,0010) 12 (p =

0,0006 ; p < 0,0001) 18 (p = 0,0032 ; p = 0,0002) et 24 heures (p = 0,0121 ; p = 0,0001) pour

la DI25 et la DI50 respectivement. Les différences significatives observées entres les séries

traitées (DI25 et DI50) révèlent une relation dose réponse à 18 (p = 0,0464) mais aussi à 24

heures (p = 0,0247).

L’analyse de variance à deux critères de classification (Tableau 32) confirme ces

résultats et indique un effet temps et traitement hautement significatifs (p < 0,0001) et une

interaction traitement-temps non  significative (p = 0,2972).

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 2480 2 1240 78,23 0,0001***

Age 905,4 3 301,8 19,04 0,0001***

Interaction 39,21 6 6,536 0,4124 0,8668

Erreur résiduelle 697,3 44 15,85
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Tableau 31: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines ovariennes
(µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence des
adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5). Comparaison des moyennes à différents
temps pour une même série. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement
différentes  (p > 0,05).

Figure 14. Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines ovariennes
(µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence des
adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5). Comparaison des moyennes pour un même
temps entre les différentes séries. Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas
significativement différentes (p > 0,05).

Temps (heures) Témoins DI25 DI50

06 67,05 ± 5,40
A

53,57 ± 6,36
A

43,53 ± 8,88
A

12 90 ± 3,83
B

66,43 ± 7,85
B

59,84 ± 6,18
B

18 91,7 ± 4,10
B

77,33 ± 5,73
B

65,73 ± 8,06
B

24 99,7 ± 2,46
C

90,66 ± 5,41
C

79,73 ± 5,93
C
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Tableau 32: Effets du Neem Azal, administré in vivo, par application topique, (DI25: 0,59 et
DI50: 1,10 µg) le jour de l’exuviation nymphale sur le contenu en vitellogénines ovariennes
(µg/mg) évalué au cours des premières 24 heures en fonction du temps après l’émergence des
adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5). Analyse de la variance à deux critères de
classification.

*** : hautement significatif (p<0,0001) ; ddl : degré de liberté ; SCE : somme des carrés des écarts ;
CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p: niveau de significativité.

6.3. Comparaison dans le contenu en vitellogénines entre les corps gras et les ovaires

La comparaison dans le contenu en vitellogénines dans les deux compartiments (corps

gras et ovaires) chez les séries témoins montre des valeurs plus importantes au niveau des

ovaires à tous les temps testés (6, 12, 18, 24 heures) ; ceci peut s’expliquer par le fait que

l’ovaire est un site de synthèse mais aussi de captation des vitellogénines provenant des corps

gras.

Tableau 33 : Comparaison dans le contenu en vitellogénines (µg/mg) entre le corps gras et
les ovaires chez les séries témoins; évalué au cours des premières 24 heures en fonction du
temps après l’émergence des adultes femelles de D. melanogaster. (m ± sd; n = 4-5).
Comparaison des moyennes pour un même temps entre les différentes séries. Les moyennes suivies
d’une même lettre ne sont pas significativement différentes  (p > 0,05).

Source de

variation
SCE ddl CM Fobs P

Traitement 6282 2 3141 84,80 0,0001***

Age 9003 3 3001 81,02 0,0001***

Interaction 279,1 6 46,52 1,256 0,2972

Erreur résiduelle 1630 44 37,04

Temps (heures) Contenu en vitellogénines
dans le corps  gras

Contenu en vitellogénines
dans les ovaires

06 51,90 ± 4,32 a 67,05 ± 5,40 b

12 57,81 ± 3,51 a 90,00 ± 3,83 b

18 60,90 ± 3,61 a 91,70 ± 4,10 b

24 65,72 ± 2,69 a 99,70 ± 2,46 b
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7. Effets du traitement combiné entre le Neem Azal et la 20E sur les

vitellogénines dans le corps gras et les ovaires.

Le Neem Azal a été appliquée à la DI50 (1,10 µg), le jour de l’exuviation nymphale

puis la 20E a été administrée  aux deux doses (0,25 et 0,50 µg) et à deux périodes différentes

(24 ou 48 heures) après le pesticide naturel. L’effet du traitement combiné a, ensuite, été

évalué sur le contenu en vitellogenines dans le corps et les ovaires mesurés 24 heures après

l’émergence adultes des femelles.

7.1. Effets du traitement combiné sur les vitellogénines dans le corps gras et les ovaires

L’application de 20 E (0,25 et 0,5 µg), 24 ou 48 heures après le Neem Azal restaure les

valeurs physiologiques des vitellogénines dans les corps gras et les ovaires (Tableau 34).

L’analyse statistique montre des valeurs comparables dans le contenu en vitellogénines dans

le corps gras (p > 0,05) entre les séries témoins (70,98 ± 6,68 µg/mg) et celles du traitement

combiné (78,66 ± 8,17; 71,57 ± 4,87 ; 67,20 ± 8,41; 61,81 ±  8,53 µg/mg). Cependant, le

processus de restauration est plus marqué pour la faible dose (0,25 µg) de 20E appliquée 24 h

après le Neem Azal comparativement à la forte dose de 20E (0,5 µg) appliquée 48 h après le

Neem Azal.

Pour le contenu en vitellogénines dans les ovaires (Tableau 34) des valeurs

comparables sont également observées entre les séries témoins (94,69 ± 3,24 µg/mg) et

celles du traitement combiné (97,61 ± 4,60; 104,50 ± 9,47; 99,29 ± 5,55 µg/mg) excepté

pour la plus faible doses de 20E appliqué 24 h après le Neem Azal (p < 0,00001).
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Tableau 34: Effets de la 20 Hydroxyecdysone (0,25 et 0,5 µg) sur le contenu des
vitellogenines dans le corps gras et les ovaires (µg/mg) mesurées 24 heures après l’exuviation
adulte en fonction du temps (24 et 48 heures) après l’application topique du Neem Azal (1,10
µg) sur des pupes nouvellement exuviés de D. melanogaster. (m ± sd, n= 4-6 répétions). Pour
toutes les séries les moyennes suivies d’une même lettre en minuscule ne sont pas significativement
différentes  (p > 0,05).

Traitement
Contenu en vitellogénines

dans les corps gras
(µg/mg)

Contenu en vitellogénines
dans les ovaires

(µg/mg)

Témoins 70,98 ± 6,68 ab 94,69 ± 3,24 a

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 24 h après

78,66 ± 8,17 a 46,30 ± 2,77 b

Neem Azal (1,10µg) suivi par la
20E (0,5 µg) 24 h après

71,57 ± 4,87 ab 97,61 ± 4,60 a

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,25 µg) 48 h après

67,20 ± 8,41 ab 104,50 ± 9,47 a

Neem Azal (1,10 µg)  suivi par la
20E (0,5 µg) 48 h après

61,81 ± 8,53 b 99,29 ± 5,55 a
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DISCUSSION

Chez les insectes, le développement et la reproduction sont contrôlés par des facteurs

externes (température, nutrition, photopériode) mais aussi internes comme les hormones et les

neurohormones (Gilbert et al., 2002; Lafont et al., 2005; Gruntenko & Rauschenbach, 2009;

Hiruma & Kaneko, 2013). Les deux principales hormones, agissant en coordination dans ces

processus physiologiques, sont les ecdystéroïdes et l’HJ.

Chez la drosophile, les corps allates, à l’origine de la synthèse de l’HJ, sont régulés par

des neurohormones activatrices, l’allatotropine ou inhibitrice, l’allatostatine (Bellés &

Maestro, 2005 ; Toivonen & Partridge, 2009). L’HJ, libérée dans l’hémolymphe, est

transportée vers les tissus cibles grâce à des protéines vectrices (JH-binding proteins) qui la

protègent contre l’action des hydrolases (Cassier et al., 1997). Les ecdystéroïdes sont secrétés,

par les glandes prothoraciques (McBrayer et al., 2007; Cranna & Quinn, 2009), grâce à

l’action conjointe de l'hormone prothoracicotropique (PTTH) et de l’insuline, en présence

d’autres co-facteurs indispensables (rapamycine, protéines kinases et l’oxyde nitrique)

(McBrayer et al., 2007; Cranna & Quinn, 2009; Yamanaka et al., 2013). L’ecdysone (E), pro-

hormone, est synthétisée via des enzymes codés par une famille de gènes (Halloween)

incluant plusieurs cytochromes P450 (Petryk et al., 2003 ; Ono et al., 2006; Yoshiyama et al.,

2006). L’ecdysone, libérée dans l’hémolymphe, est convertie en hormone active ou 20-

hydroxyecdysone (20E), grâce à l’ecdysone 20-monoxygénase, dans différents organes

périphériques (corps gras et tubes de Malpighi) (Toivonen & Partridge, 2009; Yamanaka et

al., 2013). La 20E, contrôle la reproduction (Toivonen & Partridge, 2009), l’embryogénèse et

le développement post-embryonnaire (Cranna & Quinn, 2009 ; Yamanaka et al., 2013) ; La

20E initie les différentes mues mais la nature de la mue (larvaire ou nymphale) est déterminée

par la présence ou l’absence de l’HJ dont le rôle est le maintien des caractères larvaires et

l’inhibition de la métamorphose (Cassier et al., 1997; Dubrovsky, 2005; Cheng et al., 2014).

Au cours de la métamorphose, la 20E se lie à un récepteur hétérodimère (EcR- ultraspiracle

ou USP) qui active directement un petit groupe de gènes précoces: BR-C, E74 et E75 (Fig.

15) ; les protéines produites par ces gènes précoces activent un plus grand groupe de gènes

tardifs qui contrôlent les différents aspects de la métamorphose (Dubrovsky, 2005 ; Kozlova

& Thummel, 2003 ; Yamanaka et al., 2013). Dès l’apparition du stade adulte, la 20E et l’HJ

agissent ensuite de manière conjointe pour le contrôle de la reproduction (Gruntenko &

Rauschenbach, 2009 ; Yamanaka et al., 2013).
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Figure 15 : Taux d’hormone juvénile (JH) et de 20-hydroxyecdysone (20E) au cours du

développement de D. melanogaster (Dubrovsky, 2005). La 20 E initie toutes les transitions de

développement, tels que de la larve à la larve, de la larve à la nymphe et de la nymphe à

l'adulte tandis que l’HJ détermine le type de transition et la nature de mue ; Pp : prépupes.

Pupe
Pp

Stade pupal
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Toute interférence dans l’homéostasie de l’HJ et de la 20 E, avec des sources exogènes

de ces mêmes hormones mais aussi avec leurs agonistes ou antagonistes, peut conduire à une

perturbation dans le développement et la métamorphose (Dhadialla et al., 2005; 2010 ;

Smagghe et al., 2012) ; ainsi, l’azadirachtine, antagoniste de la 20E et de l’HJ, peut avoir un

impact négatif dans ces processus physiologiques.

1. Effets de l’Huile de Neem et du Neem Azal sur l’inhibition de la mue adulte

Deux formulations commerciales de l’azadirachtine (Huile de Neem et le Neem-Azal),

testées, par application topique, chez D. melanogaster sur des pupes nouvellement exuviées,

induisent une inhibition de la mue adulte. L’utilisation de l’Huile de Neem et du Neem-Azal

entraîne l’apparition de différents types morphologiques (Senthil Nathan et al., 2008; de

Almeida et al., 2014) comme des adultes malformés (ailes), des mues partielles mais aussi des

mues bloquées. Les doses d’inhibition de la mue adulte, les DI25 et DI50 sont respectivement

de l’ordre de 0,67 et 1,17 µg pour l’Huile de Neem et de 0,59 et 1,10 µg pour le Neem Azal ;

ces valeurs correspondent aux concentrations d’inhibition (CI25 et CI50) de la mue adulte qui

sont de 677 et 1170 ppm pour l’Huile de Neem et de 595 et 1106 ppm pour le Neem Azal. La

comparaison des DI25 et DI50, entre les deux produits testés, révèle une toxicité similaire chez

D. melanogaster qui pourrait s’expliquer par le stade où se réalise le traitement; en effet, les

pupes ne s’alimentent pas et la présence de substances antiappétantes (nimbine et salanine)

dans l’Huile de Neem n’induit donc pas plus de toxicité. La toxicité de l’azadirachtine,

largement reportée dans la bibliographie, varie en fonction de l’ordre de l’insecte, du stade de

développement, du mode d’application (Ingestion, Topique) mais aussi, de la formulation

commerciale utilisée (Tomé et al., 2013; Abedi et al., 2014 a; Koodalingam et al., 2014).

Chez les larves de D. melanogaster, l’application des extraits de Neem, par ingestion, montre

une CI50 de 24000 ppm (Anjum et al., 2010) ; ainsi, et malgré le mode d’application différent,

le stade larvaire semble être moins sensible à l’azadirachtine par rapport au stade nymphal

testé. Néanmoins, des travaux en cours dans notre équipe, indiquent que les larves et les

adultes de D. melanogaster semblent être, au contraire, plus sensibles au Neem Azal

(application topique) comparativement au stade nymphal (résultats non publiés,

communication personnelle).

La toxicité de l’azadirachtine (NeemAzal) a été rapportée chez d’autres espèces de

Diptères, comme le moustique A. aegypti, où chez les pupes une CL50 de 4,77 ppm révèle une

forte sensibilité (Koodalingam et al., 2014). D’autres travaux indiquent que les concentrations
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d’inhibition de la mue adulte (CI50), sont de l’ordre de 0,398, 0,249, 0,048 et 0,006 ppm

respectivement chez Anopheles albimanus A. aegypti, Culex quinquefasciatus et Anopheles

stephensi après traitement des larves de moustique avec plusieurs formulations commerciales

de l’azadirachtine (Alouani et al., 2009 ; Gunasekaran et al., 2009). La littérature cite

également l’efficacité de cette molécule chez les Lépidoptères comme Tuta absoluta avec une

CL50 de 10,09 ppm (Tomé et al., 2013) , chez les Hémiptères comme Nilaparvata lugens avec

une CL50 de  0,47 ppm (Senthil Nathan et al., 2008) ou encore chez les Hymenoptères

comme Habrobracon hebetor avec une CL50 de 43,5 ppm  (Abedi et al., 2014 a). Par ailleurs,

l’azadirachtine inhibe le taux de l’exuviation nymphale chez P. interpunctella (Lynn et al.,

2012) et réduit de manière significative l’émergence des adultes chez Helicoverpa armigera

(Ahmad et al., 2015). Il est important de noter que le taux de pénétration à travers la cuticule,

l’absorption des insectes, le transport dans les tissus de l’organisme, le métabolisme (Besard

et al., 2011) mais aussi la régulation intracellulaire de la membrane plasmique des récepteurs

ou encore les canaux ioniques ciblés par les insecticides peuvent jouer un rôle crucial pour

expliquer les différences de sensibilité des insectes aux pesticides (Lavialle-Defaix et al.,

2010).

Chez D. melanogaster, le stade pupal (où se réalise le traitement) se caractérise par le

plus important pic de 20E qui est strictement corrélé au développement des structures de

l’adulte (Quinn et al., 2012). A cette étape du développement, la 20E contrôle les différents

aspects de la métamorphose tels que l’histolyse des tissus larvaires, la différenciation des

tissus de l’adulte et la production de la cuticule (Fig. 15) (Dubrovsky, 2005). Ainsi,

l’inhibition de la mue chez les adultes de D. melanogaster, leurs malformations et la

perturbation de la métamorphose semblent être liés à l’action antagoniste de l’azadirachtine

sur la 20E ; en effet, les effets négatifs induits par l’azadirachtine, pourraient s’expliquer par

plusieurs processus. Premièrement, l’azadirachtine est connue pour avoir une action

inhibitrice sur le système endocrinien et neuroendocrinien (Morgan, 2009) ; selon la

littérature, l'inhibition de la mue pourrait être due à un blocage de la synthèse et la libération

des ecdystéroïdes par les glandes prothoraciques via l’action spécifique de l'azadirachtine sur

la libération de l'hormone prothoracicotropique (PTTH) (Mordue et al., 2005).

Deuxièmement, l’azadirachtine peut affecter directement la production de l’enzyme

responsable de la conversion de l'ecdysone (E) en 20E au niveau du corps gras et de l'intestin

moyen (Mordue et al., 2005). Troisièmement, l'action antimitotique de l’azadirachtine peut

perturber la formation de nouveaux organes adultes comme les yeux et les ailes, au cours de
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la métamorphose de D. melanogaster (Anuradha et al., 2007). Enfin, l’azadirachtine peut

aussi interférer avec le système nerveux central de la Drosophile via l’inhibition de la

transmission cholinergique excitatrice en bloquant les canaux de calcium (Qiao et al., 2014).

L’application de l’Huile de Neem et du Neem Azal , aux doses d’inhibition de la mue

adulte (DI25 et DI50) perturbe la croissance pondérale au cours du stade nymphal. La

diminution de poids chez les nymphes de D. melanogaster (qui ne nourrissent pas) pourrait

s’expliquer par l'utilisation des réserves énergétiques acquises au cours des stades larvaires

(Boggs, 2009) pour détoxifier le produit toxique. Par ailleurs, l’inhibition des structures de

l’adulte peut aussi expliquer la diminution dans la croissance pondérale comparativement aux

témoins. Des résultats similaires ont été rapportés par Lai et al., (2014) chez les larves de D.

melanogaster traitées à l’azadirachtine, chez les larves et les pupes de H. armigera traitées

avec le BioNeem (Abedi et al., 2014 b) ou encore chez les pupes de H. armigera après

traitement des larves avec plusieurs formulations commerciales d’azadirachtine (Neem Azal,

Huile de Neem et Neemmix) (Ahmad et al., 2015).

2. Effets du Neem Azal sur la GSTs et la catalase

Le mécanisme de détoxication des xénobiotiques impliquent plusieurs types

d’enzymes qui dégradent les insecticides en métabolites moins toxiques (Soderlund, 1997).

Le processus de détoxication comprend différentes phases et les deux premières sont

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

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

ou phase de conjugaison est réalisée par des enzymes telles que les glutathion-S-transférases

(GSTs) qui catalyse la conjugaison des molécules fonctionnalisées à des substrats endogènes

afin de faciliter leur excrétion (Li, 2009; Misra et al., 2011). Les glutathion S-transférases

représentent une famille d’enzymes multifonctionnelles, essentiellement cytosoliques

impliquées, dans de nombreux processus physiologiques parmi lesquels le transport

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

détoxication des substances endogènes mais aussi de nombreux xénobiotiques (Enayati et al.,

2005, Board & Menon, 2013). Par ailleurs, les GSTs sont considérées comme des

modérateurs du stress oxydatif et la catalase correspond à un biomarqueur de ce stress. La

catalase (CAT : EC 1.11.1.6) est impliquée dans la défense de la cellule contre les effets

toxiques du peroxyde d’hydrogène en catalysant sa décomposition en oxygène et eau, ce qui

limite les effets délétères des espèces réactives à l'oxygène (ROS) (Goyal & Basak, 2010 ;
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Mamidala et al., 2011 ; Hu et al., 2015). Les systèmes cellulaires de défenses antioxydants

dans les organismes biologiques sont altérés lorsqu’ils sont exposés aux polluants

environnementaux et aux pesticides ; cependant, les niveaux d’antioxydants dans les

organismes vivants peuvent augmenter de manière à restaurer le déséquilibre causé par les

dommages oxydatifs (Yildirim et al., 2011). Les teneurs en enzymes antioxydants peuvent

donc être utilisées comme biomarqueurs du stress oxydatif (Livingstone, 2001). L’activité de

la catalase n'est pas spécifique à un groupe de contaminants, mais au stress oxydatif et

peut être induite par une large gamme de xenobiotiques (Badiou-Bénéteau et al., 2012 ;

Chakrabarti et al., 2015).

Chez les séries témoins de D. melanogaster, l’activité spécifique des GSTs baisse dès

72 heures et cette diminution peut être liée à l’implication de cette enzyme dans la

biosynthèse des hormones mais aussi dans le transport intracellulaire (Enayati et al., 2005;

Board & Menon, 2013). Le Neem Azal, testé chez les pupes de D.melanogaster aux deux

doses d’inhibition de la mue adulte (DI25 ; DI50) entraine une augmentation hautement

significative de l’activité spécifique de GSTs dès 48 heures après traitement. Cette

augmentation très significative comparativement aux témoins pourrait s’expliquer par une

induction du processus de détoxication, réaction de l’organisme face à l’entrée du

xénobiotique. L’augmentation de l’activité spécifique des GSTs a aussi été notée chez

d’autres insectes traités, avec différentes formulations commerciales d’azadirachtine, comme

chez les larves de Xanthogaleruca luteola (Coléoptère) traités avec l’Achook (Valizadeh et

al., 2013), chez les adultes de Blattella germanica traités avec l’azadirachtine (Tine, 2013) ou

encore chez les larves de H.armigera (Lepidoptère) traités avec l’Huile de Neem (War et al.,

2014). En outre , chez les pupes de D. melanogaster, le spinosad, neurotoxique, présente le

même effet (Chaabane et al., 2012).

L’induction du système des GSTs chez D. melanogaster est corrélée avec une

augmentation de l'activité spécifique de la CAT après traitement avec le Neem Azal. Chez les

séries témoins l'augmentation de l'activité spécifique de CAT, observée à 48 et 72 heures,

pourrait être liée au processus de la métamorphose comme la division et la différenciation

cellulaire (Puig & Mattila, 2011). Les valeurs de la catalase, enregistrées chez les pupes de D.

melanogaster traitées au Neem Azal, montrent une augmentation comparativement aux séries

témoins; la hausse des activités spécifiques de la CAT, démontrant un stress oxydatif, est

observée à 24, 48 et 72 heures après traitement. Cependant, l’augmentation de l’activité des

GSTs est observée seulement dès 48 heures après traitement; par conséquent, l’absence
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d’effet du Neem Azal sur l’activité des GSTs à 24 heures mais la présence d’un stress

oxydatif au même moment pourrait être expliquée par l’action antagoniste de l’azadirachtine

sur la 20E endogène et sur son pouvoir antioxydant. Cette hypothèse semble appuyée par les

résultats de traitement combinée où l’apport de 20E exogène après l’application du Neem

Azal restaure les valeurs normales de la CAT; de la même manière les GSTs retrouvent aussi

des valeurs physiologiques de base. Ainsi la 20 E exogène réprime le système des GSTs et

induit une protection antioxydante systémique contre le stress oxydatif causé par

l’azadirachtine. La 20E exogène agit comme un déclencheur d’activation du système

antioxydant (Krishnan et al., 2007) ; le pouvoir antioxydant de la 20 E a été démontrée in vivo

chez Pyrrhocoris apterus après traitement avec le paraquat (pyridine) (Krishnan et al., 2007)

ou encore in vitro dans les cellules de neuroblastome de rat après l’exposition à H2O2 (Hu et

al.,2012). Le mécanisme du pouvoir antioxydant de 20 E chez les insectes n’est pas encore

clairement déterminé (Krishnan et al., 2007).

3. Effets du Neem Azal sur la reproduction

Chez les insectes, l’ovaire est formé d’ovarioles dont le nombre varie selon les espèces

(Markow & O'Grady, 2007; Sarikaya et al., 2012) et dans chaque ovariole, deux régions sont

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

la multiplication des ovogonies qui donneront les ovocytes ; le vitellarium permet aux

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

puis d’acquérir, ensuite, les enveloppes protectrices de l’œuf (enveloppe vitelline  et chorion)

secrétées  par le follicule (Swevers et al., 2005). Chez D. melanogaster, l’ovariole est de type

méroistique polytrophique (Belles & Piulachs, 2015) et la maturation des ovocytes dépend

majoritairement de l’ HJ (Postlethwait & Shirk, 1981;  Bownes, 1986; Lasko, 1994 ; Raikhel

et al., 2005; Swevers et al., 2005). Le développement ovarien comprend 14 stades  (Kozlova

& Thummel, 2000 ; Swevers et al., 2005) et la vitellogenèse est divisée en 3 processus

distincts qui sont la prévitellogénèse, la vitellogénèse et la post-vitellogenèse. La

prévitellogenèse débutant du stade 1 au stade 7 correspond au développement des cellules

folliculaires. La vitellogenèse qui démarre dès le stade 8 coïncide avec l’exuviation adulte et

permet le dépôt des vitellogenines dans l’ovocyte et l’accumulation des réserves énergétiques

et plastiques (Swevers et al., 2005) et enfin la post-vitellogenèse qui s’étale du stade 9 à 10 et

qui correspond à une augmentation importante dans la taille de l’ovocyte en raison de

l'incorporation des protéines. Pendant la vitellogenèse, la croissance de l'ovocyte se fait par
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endocytose des protéines, synthétisées à partir de deux sources, le corps gras (vitellogénines)

et les ovaires où la synthèse est réalisée par les cellules épithéliales folliculaires (Swevers et

al., 2005). Chez D. melanogaster, la vitellogenèse est sous le contrôle principal de la 20E

mais aussi de l’HJ, (Wang et al., 2004, Bellés & Maestro, 2005 ; Swevers et al., 2005) ; en

outre, l’interaction entre ces deux hormones est essentielle dans la reproduction chez les

mâles et chez les femelles de la drosophile (Gade et al., 1997 ; Gruntenko & Rauschenbach

2009).

3.1. Effets du Neem Azal sur les vitellogénines

Chez les femelles témoins de D.melanogaster le contenu en vitellogénines dans le

corps gras et les ovaires augmente significativement à 12 et 24 heures avec un contenu plus

important au niveau des ovaires ; ceci est relié à leur synthèse dans les deux compartiments

(corps gras et ovaires) mais aussi à la captation par les ovaires des vitellogénines synthétisées

par le corps gras (Swevers et al., 2005). Le Neem Azal, administré aux doses d’inhibition de

la mue adulte (DI25 et DI50) chez les pupes de D. melanogaster affecte la vitellogenèse chez

les adultes femelles; en effet, l’évaluation des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires,

montre une inhibition dans leur contenu, au cours des premières 24 heures, correspondant à la

vitellogenèse proprement dite. Cette  réduction dans le contenu en vitellogénines dans le corps

gras et les ovaires présente une relation dose-réponse et est observée à toutes les heures

testées. Ceci est en conformité avec la littérature où il est noté que l’azadirachtine peut

affecter le processus de reproduction chez divers insectes via les vitellogénines (Mordue et

al., 2005); cet antagoniste des ecdystéroïdes et de l’HJ inhibe la synthèse des vitellogénines et

leur incorporation par l’ovocyte chez Labidura riparia (Sayah et al., 1996), Chrysoperla

carnea (Medina  et al., 2004), ou encore chez Rhipicephalus sanguineus (Denardi et al.,

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

ovariennes chez B. orientalis suggérant une inhibition dans la synthèse des vitellogénines

et/ou de leur captation par l’ovaire (Tine et al., 2011). Le mode d’action de ce pesticide

naturel est similaire aux autres types de régulateurs de croissance connus. En effet,

l’application d’analogues de l’hormone juvénile, le methoprène ou encore le pyriproxyfène

entraînent une réduction dans le contenu en vitellogénines et vitellines chez divers insectes

(Pinto et al., 2000; Bai et al., 2010) ; les mêmes effets sont observés avec les agonistes des

ecdystéroïdes (Sridhara & Lee, 2013; Mordue et al., 2005). Par ailleurs, un inhibiteur de la

synthèse de la chitine, le teflubenzuron, diminue la synthèse des vitellogénines et leur
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incorporation par les ovocytes chez Locusta migratoria (Acheuk et al., 2012). D’autres

pesticides non polluants, comme le spinosad ou l’indoxacarbe, à mode d’action neurotoxique

ont le même effet chez B. germanica ou Blattella. orientalis (Tine, 2013 ; Maiza et al., 2013).

Chez la drosophile, la 20E et l’HJ  jouent un rôle essentiel dans le contrôle de la

vitellogenèse chez les adultes de D. melanogaster (Gilbert et al., 1998 ; Wismar et al., 2000 ;

Ganter et al., 2007); les deux hormones stimulent  la production  des vitellogénines dans le

corps gras mais aussi leur absorption par les ovocytes permettant la croissance rapide des

follicules vitellogéniques (Richard et al., 1998). Parallèlement à la synthèse des

vitellogénines, l’HJ contrôle également la transcription des gènes des vitellogénines et leur

synthèse (Hoffman et Serge, 1996; Li et al., 2003 , 2004 ; Tufail et al., 2014). Les deux

hormones montrent une dualité d’action dans le contrôle de la vitellogenèse en l’activant ou

en l’inhibant (Swevers et al., 2005 , Rybcznski, 2005; Huang et al., 2008) mais jouent surtout

un rôle essentiel dans le maintien de l’expression des gènes des vitellogénines (Tufail et al.,

2014). Chez D. melanogaster, l’activité ovarienne nécessite aussi le double contrôle hormonal

HJ et 20E (Wang et al., 2004 ; Swevers et al., 2005) ; les ovaires des femelles sont le siège de

production des ecdystéroïdes et cette synthèse est aussi stimulée par l’HJ (Schwartz et al.,

1989 ; Riddiford, 1993; Gilbert et al., 2002). Les effets inhibiteurs du Neem Azal sur la

vitellogenèse peuvent être donc expliqués par le fait que l’azadirachtine agit comme

antagoniste de ces deux  hormones  (Stark et al., 1990; Stark et al,. 1992 ; Mordue et al.,

2005). La littérature note que l’azadirachtine affecte la synthèse des ecdystéroides ovariens et

conduit à une altération de l’ovogenèse et de la croissance ovocytaire chez L. migratoria et

Rhodnius prolixus (Mordue et al., 2005). Par ailleurs, une étude récente montre que

l’azadirachtine exerce un effet neurotoxique chez D. melanogaster (Qiao et al., 2014),

conduisant probablement à des effets secondaires sur les processus de régulation

neuroendocrine via les neuropeptides (allatostatines, allatotropines, PTTH…) qui contrôlent

la régulation hormonale de la reproduction. L’action antagoniste de l’azadirachtine sur les

vitellogénines est confirmée par  l’application exogène de 20 E qui conduit à une restauration

des valeurs physiologiques des vitellogénines dans le corps gras et les ovaires. Pour les

ovaires, la réponse biologique notée varie en fonction de la dose et le moment de l’application

de la 20E ; ce résultat pourrait être expliqué par une interaction avec les hormones endogènes

de par la régulation endocrine ou par des dysfonctionnements du fait de l'interaction entre

l’HJ et la 20E. En effet, un juste équilibre entre ces deux hormones est nécessaire pour le
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déroulement normal de la vitellogenèse (Swevers et al., 2005; Gruntenko & Rauschenbach,

2009).

3.2. Effets du Neem Azal sur la descendance

Les résultats montrent également une diminution dans la fécondité et la fertilité en

réduisant  le nombre des descendants (œufs, larves, pupes et d’adultes) de la génération F1

provenant de « parents » traités à l’Huile de Neem et le Neem Azal; cette baisse dans la

descendance présente une relation dose-réponse et un effet sexe (femelle plus sensible que le

mâle). Cet impact de l’azadirachtine sur la fécondité et/ou la fertilité est aussi retrouvé chez L.

migratoria (Mordue et al., 2005), M. domestica (Ghoneim et al., 2007), S. littoralis (Pineda et

al., 2009), Lobesia botrana (Irigaray et al., 2010) et H. armigera (Abedi et al., 2014 b;

Ahmad et al., 2015). D’autres pesticides naturels à action neurotoxique comme le spinosad et

l’indoxacarbe peuvent également réduire la fécondité et la fertilité  chez les insectes (Galvan

el al., 2005; Yin et al., 2008 ; Wang et al., 2013; Maïza et al., 2013).

La fécondité et la fertilité, directement liés à l’ovogénèse et la vitellogenèse, sont des

processus soumis au même contrôle endocrine et peuvent donc être affectés de la même

manière. L’azadirachtine pourrait affecter chez les mâles et les femelles le système

reproducteur, la vitellogenèse ou encore la spermatogenèse ; en effet, il est cité des altérations

morphologiques des spermatocytes et des ovocytes, une importante dégénérescence des

cellules folliculaires et des spermatocytes mais aussi une fragmentation dans les vésicules

germinales et l'inversion de leur localisation (Mordue et al., 2005 ; Lucantoni et al., 2006;

Ghazawi et., al., 2007; Denardi et al.,2010; 2011 ; Remedio et al., 2015). Ces effets de

l’azadirachtine pourraient donc perturber la vitellogenèse et la spermatogénèse et induire une

diminution dans la fertilité et la fécondité des insectes. La réduction de ces processus pourrait

être aussi liée à l’interférence de l’azadirachtine avec la synthèse des vitellogénines dans le

corps gras et les ovaires et/ou leur absorption par les ovocytes (Swevers et al., 2005) ; Ces

effets sur la vitellogenèse pourraient être liés à la perturbation au niveau de l'hormone juvénile

et de la production des ecdystéroïdes ovariens (Mordue et al., 2005). Chez les mâles, les

ecdystéroïdes peuvent être impliqués dans la maturation du système reproducteur mâle, la

régulation de la spermatogenèse et la différenciation des spermatocytes (Dumser, 1980) ; par

ailleurs, l’HJ stimule la synthèse des protéines dans les glandes accessoires (Wilson et al.,

2003). La réduction de la fertilité chez les mâles, pourrait être liée à un blocage de la division

cellulaire dans le développement des spermatocytes menant à des testicules immatures et
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significativement plus petits (Mordue et al., 2005). Par ailleurs, la diminution dans la

fécondité pourrait être due aussi à l’action de l’azadirachtine sur le comportement

d’accouplement où il entraine un prolongement dans la période de latence avant

l'accouplement chez Neoseiulus baraki (Lima et al., 2015). Des résultats similaires ont été

observés chez Ephestia kuehniella où les auteurs attribuent la réduction de la fécondité et de

la fertilité à une action des agonistes des ecydstéroïdes sur la vitellogenèse mais également sur

la production et la qualité des spermatozoïdes et sur le comportement sexuel (Soltani-

Mazouni et al., 2012 ; Bouzeraa & Soltani-mazouni, 2012).

L’impact de l’azadirachtine, chez D. melanogaster, pourrait alors entrainer une

perturbation de l’ovogenèse, de la vitellogenèse mais aussi des diverses étapes de la

reproduction. Par conséquent, la réduction dans le contenu des vitellogénines dans le corps

gras et les ovaires mais aussi la baisse du nombre d’individus dans la descendance chez D.

melanogaster peuvent être expliquées par l’interférence de l’azadirachtine avec les principales

hormones de la reproduction (hormone juvénile et ecdystéroïdes) ou encore avec d’autre

neuropeptides (Mordue et al., 2005) impliqués dans le contrôle endocrine de ce processus.
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CONCLUSION  ET PERSPECTIVES

Cette étude a évalué l’effet de deux formulations commerciales de l’azadirachtine

(Huile de Neem et Neem Azal), antagoniste de l’hormone juvénile et des ecdystéroïdes, dont

le mécanisme d’action reste encore à l’étude.

Les essais insecticides réalisés révèlent une toxicité similaire (DI comparables) entre

l’Huile de Neem et le Neem Azal et ce, malgré la différence dans leur composition ; les doses

sublétales et létales (DI25 ; DI50), déterminées à partir de la régression non linéaire sont

de 0,68 et 1,17 µg pour l’Huile de Neem et de 0,59 et 1,10 µg pour le Neem Azal. Les deux

formulations commerciales affectent de manière comparable la croissance pondérale et le

nombre d’individus (œufs, larves, pupes, adultes) issus de couples adultes qui ont survécu au

traitement des nymphes. L’absence de différence entre les deux molécules peut être expliquée

par le fait que les anti-appétants (salanine et nimbine), entrant dans la composition de l’Huile

de Neem, n’ont pas d’effets sur le stade testé (les pupes ne s’alimentent pas).

Le Neem Azal, utilisé aux doses sublétales (DI25 : 0,59 µg) et létales (DI50 : 1,10 µg),

montre, avec une relation dose réponse, un impact sur les deux marqueurs de toxicité évalués

(GSTs et Catalase). Le stress oxydatif enregistré est parfaitement corrélé avec le mécanisme

de détoxication qui a lieu dès 48 heures ; cependant, à 24 heures, le stress oxydatif observé,

semble alors lié à l’action antagoniste de l’azadirachtine sur la signalisation de la 20 E ;

hormone connue pour son pouvoir antioxydant. Le Neem Azal, évalué sur les vitellogénines,

marqueurs de reprotoxicité, induit une diminution avec une relation dose-réponse à toutes les

heures testées (6, 12, 18, 24 heures). La réduction dans le contenu en vitellogénines, observée

dans les deux compartiments (corps gras, ovaires), peut s’expliquer par l’effet antagoniste de

l’azadirachtine sur la 20 hydroxecdysone et l’hormone juvénile, principales hormones

impliquées dans la synthèse des vitellogénines. L’azadirachtine montre donc un impact

négatif sur le contrôle endocrine de la reproduction mais les interactions entre les diverses

hormones et neurohormones restent à définir.

Le traitement combiné Neem Azal et 20 E restaure les normes physiologiques pour les

divers paramètres testés confirmant ainsi l’action antagoniste du pesticide sur le stress

oxydatif et sur les vitellogénines ; l’action antioxydante de la 20E explique également le

retour à la normale des valeurs de l’activité spécifique des GSTs. L’interaction entre la 20E

endogène et exogène peut sans doute expliquer les sensibles variations entre les doses testées

et les périodes d’application de la 20E ; par ailleurs, l’intervention de l’hormone juvénile dans
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la synthèse des vitellogénines et l’interaction connue de la 20E et de l’hormone juvénile ne

doivent pas être écartées.

Ainsi, à l’avenir il serait intéressant d’évaluer les impacts d’un traitement combiné

azadirachtine-hormone juvénile  suivi d’un traitement azadirachtine-hormone juvénile-20E

afin de mieux comprendre leur interaction.
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RESUME

L’Huile de Neem et le Neem Azal, ont été utilisées, in vivo par application topique, sur

des nymphes nouvellement exuviées de D. melanogaster. Dans un premier temps, les deux

formulations commerciales ont été évaluées sur l’inhibition de l’émergence adulte, la

croissance pondérale et le suivi de la descendance. Le Neem Azal, a été testé, ensuite, en

traitement simple sur des  biomarqeurs de toxicité, glutathion S-transférases (GSTs) et

catalase (CAT) mais aussi de reprotoxicité, les vitellogénines. Un traitement combiné Neem

Azal-20E est ensuite effectué afin de préciser l’action antagoniste de l’azadirachtine sur le

stress oxydatif et la reproduction.

L’Huile de Neem et le Neem Azal entraînent une inhibition de l’émergence adulte

avec une relation dose-réponse. Les doses d’inhibition (DI) DI25 et DI50 déterminées, grâce à

une régression non linéaire, sont de l’ordre de 0,68 et 1,17 µg pour l’Huile de Neem et de 0,59

et 1,10 µg pour le Neem Azal. Les intervalles de confiance déterminés révèlent que les deux

formulations ont une toxicité comparable. L’Huile de Neem et le Neem Azal perturbent le

développement de D. melanogaster en entrainant une diminution dans le poids des pupes dès

le second jour du stade nymphal. Les deux molécules présentent, également, un impact

négatif sur la descendance au cours de la première génération en réduisant le nombre

d’individus dans tous les stades de développement (œufs, larves, pupes et adultes). Cette

réduction de la fécondité et de la fertilité est observée pour les différents couples constitués,

après traitement des pupes, excepté pour le couple où seul le mâle provient d’un traitement à

la faible dose.

Le Neem Azal, testé à la DI25 et à la DI50, induit un mécanisme de détoxication qui est

dose-dépendant; en effet, une augmentation de l’activité spécifique des GSTs est enregistrée à

48 et 72 heures après traitement. Une induction du stress oxydatif, notée par l’augmentation

de la CAT est observée dès 24 heures avec une relation dose-réponse. Le Neem Azal (DI25,

DI50), appliqué le jour de l’exuviation nymphale, perturbe, également, la vitellogenèse chez

les femelles adultes de D. melanogaster ; le contenu en vitellogénines, dans le corps gras et

les ovaires révèle une diminution dose-dependante, à 6, 12, 18 et 24 heures après émergence.

La 20 hydroxecdysone ou 20E exogène (0,25 et 0,5 µg) appliquée 24 ou 48 heures après le

Neem Azal, restaure les normes physiologiques des GSTs, de la CAT et des vitellogénines

aussi bien dans les corps gras que dans les ovaires.
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La 20E semble donc compenser les effets dépressifs induits par l’azadirachtine chez

D. melanogaster. Ainsi, l’action antagoniste du pesticide sur les vitellogénines et le stress

oxydatif, deux processus contrôlés par la 20E, semble être confirmée.

Mot Clés : D. melanogaster, Toxicité, Azadirachtine, 20-Hydroxyecdysone, Stress oxydatif,

Reproduction.
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ABSTRACT

Neem Oil and Neem Azal, two commercial formulations, have been used, in vivo by

topical application, on newly ecdysed pupae of D. melanogaster. In the first bioassays Neem

oil and Neem Azal, have been evaluated on the inhibition of adult emergence, weight growth

and the follow up of the progeny. The Neem Azal, has been tested, then, on biomarkers of

toxicity glutathion S-transferase (GSTs) and catalase (CAT), but also of reprotoxicity by

evaluating its effects on vitellogenins. A combined treatment NeemAzal-20E has then been

made in order to specify the antagonist action of azadirachtin on the oxidative stress and

reproduction.

Neem Oil and Neem Azal cause an inhibition of adult emergence with a dose-response

relationship. Inhibition doses (ID) ID25 and ID50, determined, by a nonlinear regression, were

of 0.68 and 1.17 μg for Neem Oil and 0.59 and 1.10 for Neem Azal. The confidence intervals

determined reveals that the two formulations have comparable toxicity. Neem Oil and Neem

Azal disrupts the development of D. melanogaster by causing a decrease in the weight of

pupae from the second day of the pupal stage. The two molecules have, also, a negative

impact on the progeny during the first generation by reducing the number of individuals in all

developmental stages (eggs, larvae, pupae and adults). This reduced of the fecundity and

fertility is observed for various constituted couples, previously treated as pupae, excepted for

the couple when only the males are treated at the lowest dose.

The Neem Azal, tested at ID25 and ID50, induced a mechanism of detoxification; which

is dose-dependent; indeed, an increase of the specific activity of GSTs is recorded at 48 and

72 hours after treatment. An Induction of the oxidative stress, noted by the increase of the

CAT is observed from 24 hours with a dose-response relationship. The Neem Azal (ID25,

ID50), applied the day of pupal moulting, disturbs, also, the vitellogenesis, in adults females of

D. melanogaster; the contents of vitellogenins, in fat body and ovaries reveals a decrease

dose-dependent, at 6, 12, 18 and 24 hours after emergence. The 20 hydroxyecdysone or

exogenous 20E (0.25 and 0.5 µg) applied 24 or 48 hours after the Neem Azal, restores the

physiological standards of GSTs, CAT and vitellogenins as well in fat body that in ovaries.

The 20 hydroxyecdysone seems to compensate the depressive effects induced by

azadirachtin on D. melanogaster. Thus, the antagonist action of the pesticide on the
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vitellogenins and oxidative stress, two processes controlled by the 20 hydroxyecdysone seems

to be confirmed.

Key Words: D. melanogaster, Toxicity, Azadirachtin, 20-Hydroxyecdysone, Oxidative Stress,

Reproduction.
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الملخص

تم استخدامھما بواسطـــــة التطبیق ،المستحضرات التجاریةاثنین منأزالالنیموزیت النیم

.Dالموضعي یوم إنســــــلاخ العذراء melanogaster.أزالالنیموالنیمزیت تم تقییم،الاختباراتھذهأول في

علاج العن طریق أزالالنیمتقییمتمفیما بعد.الذریةمتابعة والعذراءمتابعة النموتثبیط إنسلاخ الحشرة، على

مؤشرعلىكذلك، و(CAT)الكاتلاز و(GSTS)ترانسفیراز -Sالجلوتاثیون، السمیةمؤشراتبسیط علىال

الإجھاد التأكسديعلىazadirachtineمنإجراءات عدائیةتوضیحبغیة vitellogénines.السمیة التناسلیة

20وآزالالنیمبینمشتركالعلاجتم اختباروالتكاثر Hydroxyecdysone(20E)الجلوتاثیونعليS-

vitellogénines.و(CAT)الكاتلاز و(GSTS)ترانسفیراز 

. الاستجابةوالجرعةبینعلاقةوجودمعالكاملةالحشرةانسلاختثبیطإلىأذواأزالالنیموالنیمزیت

DI25)تثبیطجرعات et DI50)و0,68على التواليھيالخطيالغیرالمنحنىخلالمنتحدیدھاتمµg 1,17

.متشابھةالسمیةلھماالتركیبتانأنبینت الثقةفتراتلالنتائج الإحصائیة.أزاللنیم1,10µgو0,59والنیمزیتل

مما تسبب في انخفاض وزن melanogaster.Dعندإلى تعطیل دورة التطور أذوأزالالنیم و النیمزیت 

طریقعنالأولالجیلالأبناءعلىسلبيتأثیرأیضالھمالجزیئینا.العذراء في الیوم الثاني من طور العذراء

الخصوبةفيالانخفاضھذا؛)والكبارعذارىیرقات،،ویضاتب(التطورمراحلجمیعفيالأفرادعددمنالحد

نجا الذكور فقط من حیثالزوجباستثناء،العذراءمعالجةمننجوالذینألمتشكلةالأزواججمیععندملاحظتھاتم

.بجرعة منخفضةالعذراءالعلاج

السمومإزالةآلیةتنشیطالىىأذ)DI50(الممیةو جرعة) DI25(ممیةشبھبجرعةأزالالنیماختبار

تلقيبعدساعة72وGSTS48للنشاطزیادةتسجیلتمالواقعفي. الاستجابةوالجرعةبینعلاقةوجودمع

تلقيمنساعة24بعدCATنشاطفيارتفاعطریقعنملاحظتھتمالإجھاد التأكسديمعدلارتفاع. العلاج

.و الاستجابةالجرعةبینعلاقةوجودمعالعلاج

بالغةأنثىعندالمح أیضاینوتكتعطیلإلىىأذألعذراءانسلاخ، طبق یوم )DI25 ،DI50(نیم آزال 

D. melanogasterالمحتوى؛vitellogéninsالمبیضین كشف عن انخفاض مع في الدھون الجسم و

.الكبارساعة بعد ظھور24و 18؛12؛6وجود علاقة بین الجرعة و الاستجابة في 

المعاییر أعادساعة بعد النیم آزال، 48أوet 0,50 µg) (24 0,25خارجي الE20التطبیق

.في كل من الدھون  الجسم  و المبیضینvitellogéninesوGSTS ،CATالفسیولوجیة لل

.فيazadirachtineعنالناجمالاكتئابآثارتعویضعلىقادرE20أنیبدو D. melanogaster
E20علیھاتسیطرالتيالعملیتین،الإجھاد التأكسديوvitellogéninesعلىللمبیدعدائیةإجراءاتفإنھكذا،
.مؤكدةأنھایبدو

D.melanogasterمفتاحیةكلمات :،Azadirachtine،20 Hydroxyecdysone،التكاثر،السمیة،
.الإجھاد التأكسدي
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Insecticidal activity of azadirachtin on Drosophila melanogaster and recovery
of normal status by exogenous 20-hydroxyecdysone

B. Boulahbel, N. Aribi*, S. Kilani-Morakchi & N. Soltani*
Laboratory of Applied Animal Biology, Department of Biology, Faculty of Sciences,
Badji Mokhtar University of Annaba, 23000-Annaba, Algeria

Azadirachtin, an insect growth disruptor, is known to be an antagonist of the juvenile
hormone and 20-hydroxyecdysone (20E). However, its mechanism of action remains to be
understood. Furthermore, the effects of the interaction of azadirachtin and 20E have not
been investigated. The current study examined the effect of azadirachtin topically applied
alone or in combination with 20E on Drosophila melanogaster Meigen, 1830 (Diptera:
Drosophilidae). In initial bioassays, various doses (0.5, 1, 1.5, 2.5 and 4.5 µg) of azadirachtin
was tested alone on newly ecdysed pupae and the inhibition doses (ID) of adult emergence
determined. In a follow-up experiment, azadirachtin applied alone at its ID25 (0.59 µg)
and ID50 (1.10 µg) was evaluated on catalase (CAT) and glutathion S-transferase (GST) activi-
ties, and yolk protein content in fat body and ovaries. Results showed that azadirachtin at the
two tested doses increased significantly the activity of both GST at 48 and 72 hours, and CAT
at 24, 48 and 72 hours following treatment. Moreover, azadirachtin treatment at these doses
reduced significantly the yolk protein content in fat body and ovaries as compared to the
control series. Finally, the exogenous 20E (0.25 and 0.50 µg), applied 24 or 48 h after
azadirachtin treatment, relatively restored the normal values of CAT, GST and yolk protein
content in fat body and ovaries. All these results indicate that exogenous 20E can compensate
the depressive effects induced by azadirachtin on D. melanogaster.

Key words: Drosophila melanogaster, azadirachtin, 20-hydroxyecdysone, oxidative stress, yolk
protein.

INTRODUCTION

Azadirachtin, a triterpenoid insecticide belong-
ing to the limonoid class, is present mostly in the
seeds of the neem tree (Azadirachta indica) (Morgan
2009) and is one of the most biologically active
natural insecticides (Mordue & Blackwell 1993;
Morgan 2009). This insecticide possesses a strong
toxic activity against many insect pests such as
Diptera, Lepidoptera, Dictyoptera and Neuroptera
(Mordue et al. 2005; Tine et al. 2011; Scudeler &
Santos 2013; Tomé et al. 2013). The conventional
neurotoxins possess secondary effects on the envi-
ronment (Yang et al. 2009; Nasirian 2010) and
azadirachtin is considered as an excellent alterna-
tive (Mordue et al. 2005; Morgan 2009). Because of
its low toxicity in the environment and rapid
biodegrability, the use of azadirachtin has been
widely encouraged for crop protection (Isman
2006). Different works on non-target organisms
have shown side effects of azadirachtin on bees
(Efrom et al. 2012; Barbosa et al. 2014); however, in
aquatic organisms, azadirachtin could be used as a

potential immunostimulant and a promising
agent to control fish parasites (Kumar et al. 2013;
Banerjee et al. 2014). The effects of azadirachtin
have been reported in different insect species
(Mordue et al. 2005). Thus, azadirachtin interferes
with chemoreception and causes damage to insect
tissues such as muscle, fat body, and the gut
(Capinera et al. 2007). It is particularly active on
mitotic cells by blocking polymerization of micro-
tubules (Mordue et al. 2010). Azadirachtin has
antiproliferative effects and induces apoptosis in
Spodoptera litura (Fabricius) cell walls (Huang et al.
2011). It blocks the calcium channel and modulates
the cholinergic miniature synaptic current in the
central nervous system of Drosophila (Qiao et al.
2014). Azadirachtin acts as a growth regulator with
an antagonistic action of both juvenile hormone
(JH) and moulting hormone (ecdysteroids) (Mordue
et al. 2005; Mordue et al. 2010) but the mechanism
of action of this pesticide remains unknown (Wang
et al. 2014). Direct effects of azadirachtin on the
various developmental processes, related to the
signalling of the 20-hydroxyecdysone, have been
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previously reported (Mordue et al. 2005); however,
its action on reproduction must be detailed and its
effect on other parameters related indirectly to sig-
nalling of 20E like oxidative stress have not been
investigated. Therefore, more work is required to
understand interaction between azadirachtin
and 20E and how the action of the azadirachtin is
expected to reduce anti-oxidative metabolism and
vitellogenesis by reducing 20E production; seeing
that ‘vitellogenesis’, the process of synthesis of
yolk protein in the fat body and ovaries, requires
the presence of both hormones JH and 20E (Jowett
& Postlethwait 1980; Swevers et al. 2005; Tufail et al.
2014). The objectives of the present study were
a) to determine the lethal parameters of azadi-
rachtin, applied topically alone on D. melanogaster
pupae, b) to examine its sublethal effect on the
specific activity of GST and CAT regarding the
antioxidant activity of 20E (Krishnan et al. 2007),
c) on yolk protein content in fat body and ovaries
(YP) and target of the 20E (Jowett & Postlethwait
1980; Swevers et al. 2005; Tufail et al. 2014) and,
d) to test the capacity of exogenous 20E to compen-
sate the depressive effects induced by azadirachtin
by using combined treatments (azadirachtin-20E)
in order specify the relationship between these
two compounds.

MATERIAL AND METHODS

Insect
Drosophila melanogaster Meigen, 1830 (Canton S

strain) was reared in plastic vials on an artificial
medium as described by Riemensperger et al.
(2013) and maintained in an incubator at 25 ± 2 °C
under a photoperiod of 12 h light:12 h dark and a
relative humidity of 70 %.

Azadirachtin and topical bioassays
A commercial formulation of azadirachtin (Neem

Azal-T/S 1 % EC; Trifolio-M GmbH, Lahnau, Ger-
many) was used according to Tomé et al. (2013) and
Barbosa et al. (2014). The product was dissolved in
acetone and topically applied (1 µl per insect) on
newly ecdysed pupae (<6 h old). Control insects
were treated with acetone alone (1 µl). Five doses
(0.5, 1, 1.5, 2.5 and 4.5 µg) were tested (three repli-
cates per dose were done each consisting of 30
insects). The inhibition percentages of adult
emergence were corrected in accordance with
Abbott (1925). The inhibition doses (ID) ID25 and
ID50 (doses causing inhibition of adult emergence

in 25 % and 50 % of the treated insects, respectively)
were determined together with their correspond-
ing 95 % fiducial limits (95 % FL) and the Hill slope.

Application of exogenous 20-hydroxyecdysone
The exogenous 20E (Sigma) was dissolved in

acetone and applied topically alone or in combina-
tion with azadirachtin. Azadirachtin was applied
at its ID50 (1.10 µg) on newly ecdysed pupae.
The 20E was tested at two doses (0.25 and 0.50 µg)
applied topically at 24 or at 48 h after azadirachtin
treatment. These two doses of 20E were chosen
based on a previous study (El Ouar et al. 2010).
Moreover, these two retained times coincide with
the ascending and descending phase of the major
pupal ecdysteroid peak, respectively (Kozlova &
Thummel 2000).

Determination of CAT and GST activities
Newly moulted pupae of D. melanogaster were

treated topically with azadirachtin at its ID25

(0.59 µg) and ID50 (1.10 µg) as described below.
Samples were collected at different times (24, 48
and 72 h) following azadirachtin treatment. CAT
activity was determined according to Claiborne
(1985). Briefly, three pupae were pooled and
homogenized in 1 ml of buffer phosphate (0.1 M,
pH 7.4). The homogenate was centrifuged
(15 000 rpm for 10 min) and then the supernatant
recovered for use as the enzyme source. The assay
was performed with 50 µl of supernatant added to
750 µl of phosphate buffer (0.1 M, pH 7.4) and
200 µl of hydrogen peroxide (H2O2, 0.5 M). The
absorbance reading was done at 240 nm after 15 s
every 5 s for a period of 30 s. The GST assay was
done following the procedure of Habig et al.
(1974) as previously described by Habes et al.
(2006) with use of reduced glutathione (GSH,
5 mM) and 1-chloro-2-4-dinitrobenzoic acid
(CDNB, 1 mM). Pools of three pupae were homog-
enized in 1 ml of phosphate buffer (0.1 M, pH 6).
The homogenate was centrifuged (14 000 rpm for
30 min) and the supernatant collected was used
for the enzymatic assay. Hereto, 200 µl of the
resulting supernatant was added to 1.2 ml of the
mixture GSH-CDNB in phosphate buffer (0.1 M,
pH 7). Changes in absorbance were measured at
340 nm every minute for a period of 5 min.

Enzyme activities were expressed as µmol per
min and per mg protein. The protein amounts in
the total homogenate were quantified according
to Bradford (1976). CAT and GST assays were con-
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ducted with 5–10 replicates each containing three
pooled pupae.

Yolk protein quantification
Azadirachtin was administered by topical

application at its ID25 (0.59 µg) and ID50 (1.10 µg) on
newly ecdysed pupae. Subsequently, surviving
female adults were collected from control and
treated series at different times (6, 12, 18 and 24 h
after emergence) during sexual maturation and
dissected. Fat body and ovaries, synthesis sites of
yolk protein (Swevers et al. 2005), were removed as
described by Postlethwait et al. (1980) and Song
et al. (1990), and used for yolk protein quantifica-
tion. The extraction of yolk protein in fat body and
ovaries separately was performed using Tris buffer
following the procedure of Postlethwait et al.
(1980) and Fabre et al. (1992). The quantification of
yolk protein in fat body and ovaries was made
according to Bradford (1976) in an aliquot (100 µl)
using Coomassie brilliant blue G-250 (CBB) as a
reagent and bovine serum albumin (BSA) as stan-
dard (Sigma). The absorbance was read at a wave-
length of 595 nm.

Statistical analysis
Results are presented as means ± standard devi-

ation (S.D.). The homogeneity of variances was
checked by Levene’s test. The significance between
different series was tested using Student’s t-test
at 5 % level. Data were subjected to one-way or
two-way analysis of variance (ANOVA) followed
by a post hoc Tukey test HSD. All statistical analyses
were performed using GraphPad prism version
6.01 for Windows (GraphPad software, La Jolla
California, U.S.A., www.Graphpad.com) and P <
0.05 was considered statistically different.

RESULTS

Toxicity of azadirachtin against
D. melanogaster pupae

Azadirachtin applied topically on newly ecdysed
pupae caused inhibition of adult emergence with
dose-response effects (Fig. 1). Various morphologi-
cal types such as partial adult emergence, inhibi-
tion of exuviation and malformed adults were
observed. Indeed, the corrected inhibition values
were 19.13 ± 0.51 % for the lowest dose
(0.5 µg) and 90.07 ± 3.19 % for the highest tested
dose (4.5 µg). The inhibition recorded in controls
was 10.89 ± 3.75 %. Statistical analysis indicated

that the insecticide is toxic with a significant (P <
0.001) effect of doses. The Tukey HSD test indi-
cates that there was a significant relationship be-
tween the different tested doses. The inhibition
doses (ID µg) of adult emergence with their corre-
sponding 95 % fiducial limits (95 % FL) were: ID10,

0.32 (0.25–0.40); ID25, 0.59 (0.51–0.69); ID50, 1.10
(1.02–1.20); ID90, 3.80 (3.08–4.71). The non linear re-
gression used shows a Hill slope of 1.77 (1.47–2.07).

Effects of azadirachtin on CAT and GST
activities

In the control series the specific activity of CAT
varied as function the time (P < 0.001); thus, the
activity increased to 0.65 ± 0.09 at 48 h and to
0.82 ± 0.11 µmol/min/mg proteins at 72 h. The
same trend was observed in the treated series with
marked effect. Azadirachtin at the two tested doses
(ID25 and ID50) increased significantly (P < 0.001) the
specific activity of CAT at 24, 48 and 72 h following
treatment, as compared to controls (Fig. 2A). A
dependent dose-response was observed at 48 h
(P = 0.002) and at 72 h (P < 0.0011).

Two-way ANOVA confirmed these results and
showed a significant effect of the compound as
function of the dose (F2,57 = 85.34; P < 0.0001), the
time (F2,57 = 166.9; P < 0.0001) and between these
two parameters (F4,57 = 12.11; P < 0.0001).

Application of 20E at two tested doses (0. 25 and
0.50 µg) after azadirachtin treatment restored the
physiological values (Table 1) and this for the two
times of 20E application (24 and 48 h). Data on
specific activity of the CAT showed comparable
values between control series (0.77 ± 0.15 µmol/
min/mg protein) and combined treatment (0.63 ±
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Fig. 1. Effect of azadirachtin (µg) topically applied to
newly ecdysed pupae of Drosophila melanogaster on the
adult exuviation inhibition (%) (mean ± S.D.; n = 3 repli-
cates containing each 30 pupae; values indicated by dif-
ferent letters are significantly different by HSD test at P <
0.001).



0.10; 0.60 ± 0.12; 0.98 ± 0.28; 0.85 ± 0.28 µmol/
min/mg of protein) (Table 1).

Topical application of azadirachtin at their
respective ID25 and ID50 also caused a significant
increase (P < 0.001) in the specific GSTs activity at
48 h (64.70 ± 6.97 for ID25 and 76.17 ± 7.54 µg/
min/mg protein for ID50), and 72 h (74.26 ± 10.2
for ID25 and 79.27 ± 7.49 µg/min/mg protein
for ID50) after treatment as compared to controls
(Fig. 2B). A dependent dose-response was ob-
served only at 48 h (P = 0.037). Two way ANOVA
confirms these results and indicated a significant
effect of dose (F2,42 = 59.72; P < 0.0001), time
(F2,42 = 59.38; P < 0.0001) and interaction dose-
time (F4,42 = 24.74; P < 0.0001).

The exogenous application of 20E at 24 or 48 h
following azadirachtin treatment shows that the
system of GST is not induced compared to treat-

ment with azadirachtin applied alone. Thus, the
values obtained after combined treatment (43.30
± 2.90 and 38.03 ± 5.01 µol/min/mg protein for the
two doses of 20E, respectively) are comparable to
controls (43.90 ± 8.36 µmol/min/mg protein) when
the 20E was applied 48 h after azadirachtin
(Table 1); however, when the application was
made after 24 h a decrease of GSTs activity was
observed (34.20 ± 1.99 and 27.39 ± 3.38 µmol/min/
mg protein).

Effects of azadirachtin on yolk protein
contents in fat body and ovaries

Azadirachtin was administered topically on
newly ecdysed pupae at two doses (ID25, ID50), and
its effects were evaluated on yolk protein content
in surviving adults from treated pupae. In controls,
the yolk protein content in fat body increased
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Fig. 2. Effect of azadirachtin topically applied alone on newly ecdysed pupae of Drosophila melanogaster on specific
activity (µmol/min/mg protein) of CAT (A) and GSTs (B) as function of the time (hours) following treatment (mean ±
S.D.; n = 5–10 replicates; for each exposure time values indicated by different letters are significantly different by
t-test at P < 0.05).



significantly at 12 h (P = 0.045) and 24 h (P =
0.043). Azadirachtin reduced significantly the yolk
protein content at all tested times. In addition, it
acts with a dose-dependent effect at 6 (P = 0.001),
12 (P = 0.036) and 18 h (P = 0.035), respectively.
At 24 h, there was no significant difference between
the two tested doses (Fig. 3A).

In the control series, the yolk protein content in
ovaries increased significantly at 12 (P < 0.001) and
24 h (P = 0.0057). Azadirachtin treatment reduced
significantly the yolk protein content in ovaries at
all times tested with a dose-response relationship
only at 18 (P = 0.04) and 24 h (P = 0.02) (Fig. 3B).

Two way ANOVA confirms these results and
indicated significant effects of doses (F2,44 = 78.23;
P < 0.0001; F2,44 = 84.80; P < 0.0001), time (F3,44 =
19.02; P < 0.0001; F3,44 = 81.02; P < 0.0001) and not
significant (F6,44 = 0.41; P = 0.866; F6,44 = 1.25;
P = 0.297) doses-time interaction for yolk protein
content in fat body and ovaries, respectively.

Application of 20E, 24 or 48 h following aza-
dirachtin treatment restored the physiological
values for the yolk protein content in fat body and
ovaries (Table 2). Statistical analysis showed, for
the yolk protein content in fat body, comparable
values (P > 0.05) between control series (70.98 ±
6.68) and combined treatment (78.66 ± 8.17;
71.57 ± 4.87; 67.20 ± 8.41; 61.81 ± 8.53), while for
the yolk protein content in ovaries, comparable
results were also obtained between control series
(94.69 ± 3.24) and combined treatment (97.61 ±
4.60; 104.50 ± 9.47; 99.29 ± 5.55) except for the
lowest dose of 20E applied 24 h following azadi-
rachtin treatment (Table 2).

DISCUSSION

Insecticidal activity of azadirachtin
In this study, we evaluated the topical toxicity

of azadirachtin on newly ecdysed pupae of D.
melanogaster. Results revealed that azadirachtin
caused lethal effects on D. melanogaster leading to
inhibition of adult formation. The ID25 and ID50

values were estimated to be 0.59 and 1.10 µg,
respectively corresponding to inhibition concen-
tration (IC) IC25 = 595 mg/l and IC50 = 1106 mg/l. In
the literature, strong variations in susceptibility to
azadirachtin changes as a function of the stages,
and the method of application; the larval stage of
D. melanogaster seems less sensitive to azadirachtin
compared to pupal stage when neem extract
was applied by ingestion at a concentration of IC50

of 24 000 mg/l (Anjum et al. 2010). The toxicity of
azadirachtin (NeemAzal®) has been reported in
other dipteran species such as mosquito, the follow-
ing ID50 of adult emergence, tested by contact in
the larvae, was found to be 0.304, 0.249, 0.048 and
0.006 mg/l, respectively, in Culex pipiens (Linné)
(Alouani et al. 2009), and Aedes aegypti (Linnaeus),
Culex quinquefasciatus (Say) and Anopheles stephensi
(Liston) (Gunasekaran et al. 2009). The susceptibility
to azadirachtin also changes as a function of the
insect order like Blattella germanica (Dictyoptera)
(Tine et al. 2011), Tuta absoluta (Lepidoptera) (Tomé
et al. 2013) and A. aegypti (Diptera) (Koodalingam
et al. 2014). These negative effects induced by
azadirachtin on development of D. melanogaster
can be explained by several processes. Firstly, com-
plete moult inhibition could be due to a blockage
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Table 1. Effect of 20-hydroxyecdysone (20E at 0.25 and 0.50 µg) on CAT and GST activities (µmol/min/mg
protein) measured 72 h following pupal exuviation as function of the time after topical application of azadirachtin
(Aza at 1.10 µg) on newly ecdysed pupae of Drosophila melanogaster (mean ± S.D., based on 5–7 replicates).

Treatment Specific activity of CAT Specific activity of GSTs
(µmol/min/mg protein) (µmol/min/mg protein)

Controls 0.77 ± 0.15 ab 43.90 ± 8.36 a

Aza (1.10 µg)  followed by 0.63 ± 0.10 ab 34.20 ± 1.99 bc
20E (0.25 µg) 24 h after

Aza (1.10 µg) followed by 0.60 ± 0.12 a 27.39± 3.38  b
20E (0.5 µg) 24 h after

Aza (1.10 µg)  followed by 0.98 ± 0.28 b 43.30 ± 2.90  a
20E (0.25 µg) 48 h after

Aza (1.10 µg)  followed by 0.85 ± 0.28 ab 38.03 ± 5.01 ac
20E (0.5 µg) 48 h after

For all series, mean values followed by the same letter are not significantly different at 5 % level by Tukey’s test of multiple comparisons.



of synthesis and release of ecdysteroids by the pro-
thoracic glands via a specific action of azadirachtin
on the release of the prothoracicotropic hormone
(PTTH) (Mordue et al. 2005). Secondly, azadirach-
tin can directly affect the production of ecdysone
20-monooxygenase from the midgut and fat body;
this enzyme is responsible for the conversion of
ecdysone to 20E (Mordue et al. 2005). Thirdly, the
formation of new adult organs can be disturbed
according to Anuradha et al. (2007) where the
authors noted that during metamorphosis an im-
pact on the formation of eyes and wings of
D. melanogaster. Fourthly, azadirachtin can inter-
fere with the central nervous system (CNS) of
Drosophila via inhibition of excitatory cholinergic

transmission and partly blocking the calcium
channel (Qiao et al. 2014).

Effects of azadirachtin on biomarkers
In order to determine the action of the azadi-

rachtin on oxidative stress and to confirm the
intervention of GST in the mechanism of its
detoxication of azadirachtin (Wang et al. 2009), we
have chosen to follow the enzyme activities of two
enzymes, CAT and GSTs. Catalase (CAT, EC
1.11.1.6) plays a vital role in reducing reactive
oxygen-free radicals and maintaining cellular
homeostasis in organisms. It was one of the first
enzymes proposed to be an effective marker of
oxidative stress. Glutathione S-transferases (GST,
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Fig. 3. Effect of azadirachtin topically applied on newly ecdysed pupae of Drosophila melanogaster on the content
(µg/mg) of yolk protein in fat body (A) and ovaries (B) in surviving adult females as function the time (hours) following
emergence (mean ± S.D.; n = 4–5 replicates; for each exposure time values indicated by different letters are signifi-
cantly different by t-test at P < 0.05).



EC 2.5.1.18) are multifunctional enzymes involved
in many cellular physiological activities, such as
detoxification of endogenous and xenobiotic
compounds, biosynthesis of hormones and pro-
tection against oxidative stress (Enayati et al. 2005).
Our study showed that azadirachtin significantly
increases the specific activity of GSTs in D. melano-
gaster compared with controls. This is in accordance
with the literature as reported in Xanthogaleruca
luteola (Müller) (Coleoptera) (Valizadeh et al.
2013) and in Helicoverpa armigera larvae (Hübner)
(Lepidoptera) after treatment with the azadi-
rachtin (War et al. 2014). In our experiments, the
increase in GST activity was correlated with the
increase of CAT activity after treatment with
azadirachtin. The increase in CAT activity, in con-
trol series at 48 and 72 h, may be due to the process
of metamorphosis like cell division and differenti-
ation. An increase of activity of CAT in pupae of
D. melanogaster after 24, 48 and 72 h of treatment
was also noted, however, the increase of GSTs ac-
tivity is observed only from 48 h. Azadirachtin had
no significant effect on the GST activity at 24 h;
however, the presence of an oxidative stress at the
same moment could be due to an antagonistic
action of the azadirachtin applied alone on endog-
enous 20E. This hypothesis is supported by the
results of combined treatments where the applica-
tion of 20E after azadirachtin restores the normal
value of CAT activity. Similarly, this combined
treatment reveals a significant reduction in GST
activity compared to the control and restored the
normal values. These results also showed that
exogenous 20E represses the GST system and pro-

vided a systemic antioxidant protection against
oxidative stress caused by azadirachtin. In addi-
tion, it is possible that exogenous 20E probably acts
as a trigger activating innate antioxidative systems.
This antioxidant power of 20E has been demon-
strated in vivo in Pyrrhocoris apterus (Linné) after
treatment with paraquat (pyridine) (Krishnan
et al. 2007) and in vitro in neuroblastoma cells of the
rat after exposure to H2O2 (Hu et al. 2012). The
mechanism of antioxidant power of 20E is not yet
clearly determined (Krishnan et al. 2007; Hu et al.
2012).

Effects of azadirachtin on yolk protein content

In D. melanogaster, ovarian development comprises
14 stages (Kozlova & Thummel 2000); the vitello-
genesis process starts at day 1 after emergence,
corresponding to stage 8 under the influence of
JH and 20E, allows the accumulation of energy
reserves and plastic and finally post-vitellogenesis
occurs between stages 9 and 10, which corre-
sponds to an important increase in the size of the
oocytes due to the incorporation of proteins
(Swevers et al. 2005). In the control series, the
increase of the yolk protein content in fat body and
ovaries at 12 and 24 h is related to their synthesis
(Swevers et al. 2005). Our results show that
azadirachtin applied topically to newly ecdysed
pupae at two doses (ID25 and ID50) affects the
vitellogenesis in D. melanogaster by reducing
significantly the contents of yolk protein in fat
body and ovaries measured 24 h after the emer-
gence, corresponding to first laying cycle of adult
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Table 2. Effect of 20-hydroxyecdysone (20E at 0.25 and 0.50 µg) on yolk protein content in fat body and ovaries
(µg/mg) measured 24 h after adult emergence as function the time following topical application of azadirachtin (Aza at
1.10 µg) on newly ecdysed pupae of Drosophila melanogaster (mean ± S.D., based on 4–6 replicates).

Treatment Yolk protein content Yolk protein content
in fat body (µg/mg) in ovaries (µg/mg)

Controls 70.98 ± 6.68 ab 94.69 ± 3.24 a

Aza (1.10 µg)  followed by 78.66 ± 8.17 a 46.30 ± 2.77 b
20E (0.25 µg) 24 h after

Aza (1.10 µg) followed by 71.57 ± 4.87 ab 97.61 ± 4.60 a
20E (0.5 µg) 24 h after

Aza (1.10 µg)  followed by 67.20 ± 8.41 ab 104.50 ± 9.47 a
20E (0.25 µg) 48 h after

Aza (1.10 µg)  followed by 61.81 ± 8.53 b 99.29 ± 5.55 a
20E (0.5 µg) 48 h after

For all series, mean values followed by the same letter are not significantly different at 5 % level by Tukey’s test of multiple comparisons.



females. This is in accordance with experiments
conducted in the tick Rhipicephalus sanguineus
(Latreille), and in many insects like Apis mellifera
(Linnaeus) and Antheraea polyphemus (Cramer)
treated with azadirachtin (Denardi et al. 2011) or
with JH and ecdysone agonists respectively (Pinto
et al. 2000; Sridhara & Lee 2013). Azadirachtin
could affect the reproductive system of female in-
sects and vitellogenesis by causing alterations and
morphological changes of oocytes such as a severe
degeneration of follicle cells, fragmentation in the
germinal vesicle and the inversion of their location
(Lucantoni et al. 2006; Denardi et al. 2010; Denardi
et al. 2011). The effects of azadirachtin on the yolk
protein content could possibly be explained by the
fact that vitellogenesis and ovarian activity were
ensured by the ecdysteroids and J.H. (Swevers
et al. 2005; Tufail et al. 2014) and that azadirachtin
acts like an antagonist of these two hormones
(Mordue et al. 2005). This disturbance could also be
explained by the impact of azadirachtin on the
production of ovarian ecdysteroids which play a
role in the control of vitellogenesis (Mordue et al.
2005; Huang et al. 2008). Moreover, the neurotoxic
action of azadirachtin (Qiao et al. 2014) could affect
the neuroendocrine system via the neuropeptides
(allatostatins, allatotropins, PTTH) which control
the hormonal regulation of vitellogenesis. Appli-
cation of exogenous 20E, which restores the nor-
mal state, seems to confirm these hypotheses;

however, for the yolk protein in ovaries, the bio-
logical response varies as a function of the doses
and the moment of 20E application. This result can
be explained by an interaction with endogenous
hormones due to endocrine regulation or by
dysfunctions at the level of the interaction be-
tween JH and 20E. Indeed, the JH and 20E play a
role in the synthesis and the captation of yolk pro-
tein by the ovaries; a correct balance between
these two hormones is required for the normal
progress of vitellogenesis (Swevers et al. 2005;
Gruntenko & Rauschenbach 2009).

In conclusion, the present study showed that
azadirachtin exhibited toxic effects on D. melano-
gaster. Moreover, exogenous 20E applied after
azadirachtin treatment can restore the normal
physiological state. Further investigations are
needed for a better understanding of the mecha-
nism of azadirachtin on the two main develop-
ment hormones (JH and 20E), and on the
antioxidant system.
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