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INTRODUCTION 

Les pertes de récolte causées par des ravageurs peuvent représenter l'équivalent de la 

nourriture nécessaire pour alimenter plus de 1 milliard de personnes (Birch et al., 2011). 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 et Rajeswary, 2015) et constituer une menace pour les animaux 

dont l’homme. Par conséquent, une gestion de 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 et Durkin, 

2013). Les dépenses mondiales annuelles en pesticides représentent plus de 40 milliards de 

dollars pour un montant total d'environ 2,5 millions de tonnes de pesticides (USEPA, 2011 ; 

FAO, 2012 ; Popp et al., 2013). Par ailleurs, 90% de ces produits diffusent dans l'air au 

moment de l’application ou encore dans les réseaux hydrauliques continentaux, du fait du 

phénomène de ruissellement, affectant à la fois les coûts des traitements et les écosystèmes 

(Ghormade et al., 2011). 

Les organismes de protection de l’environnement, soutenus par une importante 

littérature scientifique, dénoncent l’impact négatif des molécules synthétiques comme les 

organochlorés, organophosphorés et carbamates (Hoffman et Lorenz, 1998 ; Scudeler et 

Santos, 2013; Köhler et Triebskorn, 2013 ; Gupta et Milatovic, 2014) qui restent encore les 

plus vendus (≈ 40%) dans le monde (Casida et Durkin, 2013); en effet, ces pesticides 

conventionnels, très efficaces dans la gestion des organismes visés (Bruce, 2010), sont 

responsables de l’apparition de forte résistance chez les organismes cibles (Kristensen et al., 

2005 ; Karunker et al., 2008; Yang et al., 2009 ; Ahmad et Arif, 2010 ; Sahu et al., 2014), de 
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la dégradation de l’environnement (Gagné et al., 1999 ; Long, 2000 ; Comoretto et Chiron, 

2005 ; Foley et al., 2005 ; Köhler et Triebskorn et al., 2013) et d’effets secondaires importants 

sur la santé (Nicolopoulou-Stamati et al., 2016; Vrijheid et al., 2016 ; Zlatnik, 2016; Ye et al., 

2017). Dans le cadre de la politique mondiale du développement durable, des pesticides à 

moindre impact environnemental ont été commercialisés ; ils sont représentés par les 

régulateurs de croissance ou encore par les pesticides d’origine naturelle.  

Les régulateurs de croissance (Insect Growth Regulators ou IGRs) nouvellement 

appelés perturbateurs du développement (Insect Growth disruptors ou IGDs) sont des 

molécules synthétiques plus spécifiques et avec une biodégradation possible (Dhadialla et al., 

2010 ; Pener et Dhadialla, 2012). Les IGDs agissent via les deux principales hormones du 

développement (l’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 reparties en trois groupes (Dhadialla et al., 

2010) : les agonistes et antagonistes de l’HJ (Quennedey et al., 1995 ; Kaakeh et al., 1997 ; 

Aribi et al., 2006 ; Smagghe et al., 2012), les inhibiteurs de la synthèse de la chitine 

(Oberlander et Silhacek, 1998 ; Dhadialla et al., 2010)  et enfin, les agonistes et antagonistes 

des ecdystéroides (Aribi et al., 1999 ; Dhadialla et al., 2010 ; Soltani-Mazouni et al., 2012 ; 

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

D’autres molécules synthétiques à moindre impact environnemental ont pu être 

développées à partir de molécules naturelles comme les néonicotinoïdes (Jeschke et Nauen, 

2008). Ce sont des analogues synthétiques de la nicotine utilisée depuis des siècles comme 

insecticide mais dont les effets néfastes sur les organismes non visés sont de plus en plus cités 

(Sheets et al., 2016). Les néonicotinoïdes comme l’imidaclopride, thiaclopride ou encore le 

clothianidine agissent par contact et ingestion sur le système nerveux des insectes via les 

récepteurs nicotiniques de l’acétylcholine (nAChRs) (Nauen et al., 2003 ; Ihara et al., 2008 ; 
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Ghanim et Ishaaya, 2010 ; Seifert, 2014; Shivanandappa et Rajashekar, 2014).  

Parallèlement à ces développements, les composés naturels avec des propriétés 

pesticides ont connu un regain d’intérêt (Cantrell et al., 2012 ; Olson, 2015 ; Mkenda et al., 

2015). En effet, utilisés dès la fin des années 1800, ils restent  la solution durable pour la lutte 

contre les insectes ravageurs comparativement aux produits synthétiques ou conventionnels 

(Olson, 2015). Les fermiers et paysans, en 1850, utilisaient déjà les insecticides inorganiques 

comme l’acide borique ou encore le soufre. Le soufre est un pesticide très utilisé dans le 

monde et permet de combattre une grande variété de nuisibles (Freney, 1986). Des composés 

dérivés du soufre comme le sulfure, le sulfaxor ou autres sulfoximine sont également 

disponibles sur le marché des pesticides (Sparks et al., 2013 ; Griffith et al., 2015). L’acide 

borique a été très utilisé contre les blattes (Walter, 1918) puis abandonné du fait de sa faible 

toxicité. Ce pesticide qui a retrouvé ces dernières années un regain d’intérêt de par son origine 

naturelle (Gore et al., 2004) agit en inhibant l’acéthylcholinestérase et en détruisant la 

structure intestinale (Habes et al., 2006) mais son mode d’action primaire reste à préciser. Les 

pesticides avec une origine naturelle (animaux, plantes, bactéries) mais issus de la 

biotechnologie se définissent comme étant des « biopesticides ».  Ils sont classés en 3 

catégories selon leur origine microbienne, animale ou végétale (Deravel et al., 2014) et 

peuvent être utilisés en agriculture conventionnelle ou biologique mais avec une toxicité bien 

plus faible que leurs homologues chimiques. Selon, l'agence américaine pour la protection de 

l'environnement (EPA), il a été enregistré plus de 192 biopesticides actifs utilisés dans les 

programmes de lutte intégrée (Chandler et al., 2011 ; Cantrell et al., 2012).  

Les biopesticides d’origine microbienne sont des substances actives provenant de 

virus, bactéries ou champignons (Deravel et al., 2014). Les Baculoviridae sont des virus qui 

infectent les arthropodes (Chen et al., 2002). L’infection qui débute dans l’intestin moyen 

induit la mort des tissus environ 4 jours après la propagation du virus. Après liquéfaction des 
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tissus, des millions de formes infectent les nouveaux hôtes (Washburn et al., 2003). Les 

biopesticides bactériens à base de Bacillus thuringiensis (Bt), ou bacille de Thuringe, sont les 

plus commercialisés et différentes formulations sont disponibles (Deravel et al., 2014). B. 

thuringiensis est une bactérie (Gram+) aérobie naturellement présente dans l’environnement 

(sol, eau, air et feuillages). Leurs endo-endotoxines agissent selon un mécanisme bien connu 

en se fixant sur des sites récepteurs de la membrane cellulaire de l’intestin (Deravel et al., 

2014 ; Dammak et al., 2016). Par ailleurs, c’est en 1977 avec l’endotoxine de Bt que 

l’appellation biopesticide est apparue (Goldberg, 1977) et depuis, plusieurs souches de Bt 

mais aussi d’autres espèces de bacilles ont été mises sur le marché (Dong et Zhang, 2014 ; 

Lord, 2005). Parmi les pesticides d’origine bactérienne se trouve aussi le spinosad provenant 

de la fermentation d’une bactérie actinomycète Saccharopolyspora spinosa (Mertz et Yao, 

1990). Ce neurotoxique, présente un mode d’action unique, car il agit à la fois sur les nAChRs 

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

(GABA). Le spinosad agit par contact et ingestion (Ishaaya, 2001 ; Salgado et Sparks, 2005 ; 

Osorio et al., 2008) et différents travaux ont montré son efficacité (Wang et al., 2009 ; Maiza 

et al., 2013 ; Benchaabane et al., 2016 ; Sheng et al., 2016 ; Reddy et al., 2016). Les 

nouvelles technologies ont permis la mise au point de dérivés semi-synthétiques du spinosad 

(spinetoram), et dont le développement se poursuit (Galm et Sparks, 2016). Certains 

champignons sont également exploités en tant que biopesticides et correspondent le plus 

souvent à des champignons entomopathogènes ; parmi ces derniers, il est possible de citer 

Metarhizium anisopliae ou encore Beauveria bassiana qui sont cosmopolites (Lord, 2005 ; 

Wang et Xu, 2012 ; Contreras et al., 2014 ; Garza-Hernández et al., 2015 ; Ortiz-Urquiza et 

al., 2015). 

Les biopesticides animaux sont des prédateurs ou parasites, ou encore des molécules 

dérivées d’animaux (souvent d’invertébrés) comme les venins d’araignées ou de scorpions 
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(Vacas et al., 2011 ; Deravel et al., 2014 ; Dominguez et al., 2016). Les ennemis naturels sont 

très utilisés en lutte biologique (Lomer et al., 2001 ; Fries, 2010 ; Chailleux et al., 2013 ; 

Shaltiel-Harpaz et al., 2015) et la coccinelle reste l’insecte auxiliaire le plus connu (Alvarez et 

al., 2012), néanmoins, les nématodes peuvent aussi être utilisés comme entomopathogènes 

(Batalla-Carrera et al., 2010 ; Campos-Herrera et al., 2015 ; Jaffuel et al., 2017). Les 

biopesticides d’origine animale sont également des signaux chimiques comme par exemple, 

les hormones ou phéromones d’insectes. Ces molécules, éphémères ou persistantes mais qui 

véhiculent un message, sont largement utilisées pour limiter les insectes ravageurs via des 

techniques de piégeage ou de confusion sexuelle (Gaston et al., 1967 ; Weeks et al., 2011 ; 

Chen et al., 2017 ; Vaníčková et al., 2017). 

Les biopesticides végétaux sont des plantes qui produisent des substances actives 

ayant des propriétés insecticides. Ainsi, Tanacetum cinerariaefolium (Chrysanthemum), plus 

communément appelé pyrèthre présente des principes actifs, appelés pyréthrines qui attaquent 

le système nerveux de tous les insectes (Deravel et al., 2014). Ce pesticide, biodégradable 

dans les 24 heures suivant son application, ne laisse aucune trace dans les zones traitées. La 

pyréthrine peut aussi repousser les insectes et prévenir d’autres attaques (Abreu-Villaça et 

Levin, 2016). La roténone, naturellement produite par certaines plantes tropicales, entre dans 

la composition de nombreux pesticides et insecticides (Saravanan et al., 2005). La roténone 

induit un processus neurodégénératif progressif des neurones dopaminergiques et non-

dopaminergiques mais aussi des dégâts oxydatifs (Milusheva et al., 2005). La nicotine, 

alcaloïde très toxique, qui se trouve principalement chez les Solanacées (tomates, tabac... etc) 

présente un mode d'action ressemblant à celui des néonicotinoides synthétiques (Isman, 

2006). La nicotine imite l’acétylcholine à la jonction neuromusculaire chez les mammifères, 

causant des convulsions puis la mort (Tomizawa et Casida, 2003). Les huiles essentielles et 

leurs dérivés sont également utilisés dans la lutte contre les nuisibles (Machial et al., 2010 ; 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Pesticide
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Regnault-Roger et al., 2012 ; Pavela et Benelli, 2016) et, tout particulièrement, dans le 

contrôle des moustiques (Dias et Moraes, 2014 ; Govindarajan et Rajeswary, 2015). 

Parmi les pesticides d’origine végétale se trouve l’azadirachtine, triterpénoïde 

provenant des grains d’Azadirachta indica, A. Juss, arbre de la famille des Meliaceae et 

originaire d’Asie du Sud-Est (Schmutterer, 1990). L’azadirachtine représente le limonoïde 

actif le plus puissant et constitue l’un des principaux biopesticides commercialisés dans le 

monde sous plusieurs formulations (Huile de Neem, NeemAzal, Bioneem) (Mordue et al., 

2005 ; Isman, 2006 ; Isman et Grieneisen, 2014). L’azadirachtine constitue le pesticide utilisé 

avec succès dans les agro-écosystèmes (Isman, 2006) et le plus recommandé (Benelli et al., 

2017). L’azadirachtine est aussi utilisé dans la médecine traditionnelle, en Asie et en Afrique, 

comme un antidiabétique, immunostimulant, antimicrobien, antiviral, contraceptif et 

anticancereux (Koriem, 2013 ; Hao et al., 2014 ; Hummel et al., 2016 ; Wang et al., 2016). La 

littérature précise que ce pesticide pouvait interagir avec les récepteurs de l'acide rétinoïque et 

exercer des réponses anti-inflammatoires et anti-métastatiques dans les lignées cellulaires 

humaines (Lim, 2014). Plus récemment, l’azadiracthine est également utilisée comme 

antiacariens pour la literie humaine. 

L’azadirachtine possède une forte toxicité contre différents insectes (Mordue et al., 2005 ; 

Tomé et al., 2013 ; Abedi et al., 2014 ; Dere et al., 2015 ; Poland et al., 2016), une 

biodégradation rapide (Boeke et al., 2004) et ne pose pas de problème de résistance en raison 

de sa complexité chimique (Mordue et al., 2005). Ce pesticide naturel est aussi cité comme 

moins nocif pour l’environnement et les organismes non visés  par rapport à la plupart des 

insecticides conventionnels (Lai et al., 2014 ; Wang et al., 2014). Il est noté comme non-

toxique pour les humains et les vertébrés à sang chaud (Salehzadeh et al., 2002) et sans 

génotoxicité pour les mammifères (Celestino et al., 2014 ; Saxena et Kesari, 2016). 

Cependant, plusieurs études ont mis en évidence la toxicité des produits du neem sur des 
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espèces non visées, mais les résultats restent contradictoires (Banerjee et al., 2014 ; Lima et 

al., 2015 ; Luna-Cruz et al., 2015 ; Barbosa et al., 2015 ; Turchen et al., 2016 ; Bernardes et 

al., 2016). En effet, des altérations comportementales et morphologiques ont été mises en 

évidence chez les abeilles par Barbosa et al. (2015) mais ces auteurs ne notent aucun effet sur 

la mortalité des abeilles ouvrières, le vol, ou encore la respiration ; par ailleurs, chez les 

organismes aquatiques, l’azadirachtine est utilisé comme un immunostimulant potentiel et un 

agent prometteur pour le contrôle des parasites de poissons (Banerjee et al., 2014). 

L'azadirachtine agit, cependant, de manière similaire à un perturbateur du développement 

(Pener et Dhadialla, 2012) et par conséquent, un impact sur les arthropodes utiles n’est pas à 

écarter. En effet, l’action majeure de l’azadirachtine résulte dans sa capacité à inhiber les deux 

principales hormones de la reproduction et du développement, l’HJ et la 20 hydroxyecdysone 

(20E) induisant des effets délétères sur ces processus physiologiques.  L’azadirachtine agit 

donc de manière similaire à un IGD mais montre, en outre, des effets qui peuvent varier selon 

sa formulation (Abedi et al., 2014 ; Da Costa et al., 2014).  

L’azadirachtine induit des anomalies dans la mue et affecte le développement ovarien, 

la structure de l'ovocyte, la fécondité, la ponte et la viabilité des œufs chez les diptères et 

lépidoptères (Mordue et al., 2005 ; Lucantoni et al., 2006 ; Abedi et al., 2014 ; Dembo et al., 

2015 ; Evans et Hallett, 2016). De plus, plusieurs études montrent que l'azadirachtine 

influence le comportement d’oviposition chez plusieurs insectes (Blaney et al., 1990 ; Ma et 

al., 2000 ; Charleston et al., 2006 ; Cordeiro et al., 2010 ; Hasan et Ansari, 2011 ; Tomé et al, 

2013 ; Bezzar-Bendjazia et al., 2016). L’azadirachtine montre aussi une forte cytotoxicité, des 

effets antimitotiques et induit l’apoptose (Mordue et al., 2005, 2010 ; Huang et al., 2011 ; 

Qiao et al., 2014 ; Wang et al., 2015 ; Remedio et al., 2015, 2016). Cette molécule peut aussi 

par des effets antiappétants agir sur le mouvement naturel de l’intestin, provoquant une 

paralysie et le dépérissement des organismes cibles (Schmutterer et Singh, 1995). 
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L’azadirachtine affecte, non seulement, le stress, l'immunité (Lynn et al.,2012 ; Koodalingam 

et al., 2014 ; Shaurub et al., 2014) et la chemoréception (Capinera et Froeba, 2007) mais agit 

aussi sur l’expression des gènes liés au développement chez les insectes Plodia interpunctella 

(Lynn et al., 2012) et Drosophila melanogaster (Lai et al., 2014). En outre, il est aussi noté 

que l’azadirachtine interfère avec le système nerveux central (SNC) par inhibition de la 

transmission cholinergique excitatrice via les canaux calciques (Qiao et al., 2014) mais aussi 

sur la voie de signalisation de l’insuline (Shao et al., 2016). Cependant, malgré toute la 

littérature citée, le ou les mécanismes d’action de l’azadirachtine restent encore à définir. 

Les connaissances acquises en physiologie, endocrinologie et génétique depuis plus 

d’un siècle et demi chez D. melanogaster représentent une base fondamentale qualitativement 

appréciable pour une meilleure compréhension des effets et mécanismes d’action des 

pesticides et de l’azadirachtine en particulier. Cette espèce représente donc un modèle 

biologique de choix, non seulement pour son utilisation dans la recherche fondamentale et 

appliquée (toxicologie) mais aussi pour son statut d’insecte non cible en agronomie ; en effet, 

les impacts de ce pesticide naturel sur d’autres organismes que les ravageurs restent possibles 

(Barbosa et al., 2015) et doivent faire l’objet d’études spécifiques. Par ailleurs, les effets de 

l’azadirachtine sur le comportement sont très controversés (Charleston et al., 2006 ; Bruce, 

2010  ; Hasan et Ansari, 2011 ; Tomé et al., 2013) et les effets sur la reproduction mériteraient 

d'être mieux précisés. En effet, certains articles précités notent que l’azadirachtine influence le 

comportement d’oviposition chez divers insectes, mais son impact sur le comportement 

sexuel n’est pas assez bien documenté. Par conséquent, cet aspect très connu chez D. 

melanogaster mérite d’être plus profondément examiné après un traitement à l’azadirachtine.  

Le succès reproducteur chez D. melanogaster dépend de plusieurs paramètres qui peuvent être 

classées en paramètres pré et post-copulatoires. La recherche des femelles par les mâles se fait 

par l’utilisation de plusieurs stimuli sensoriels qui sont visuels, olfactifs, gustatifs, tactiles, 
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acoustiques ou mécanosensoriels (Villella et Hall, 2008, Ziegler et al., 2013). L’attractivité 

sexuelle et la réceptivité de la femelle dépendent de divers processus physiologiques, 

hormonaux et comportementaux induisant des interactions entre les partenaires sexuels (Hunt 

et al., 2009 ; Wolfner, 2009). Ainsi, l’exposition à des composés naturels à activité insecticide 

peut fortement impacter le succès reproducteur via l’accouplement. Chez Drosophila, ce 

processus est contrôlé conjointement par le cerveau (Ziegler et al., 2013 ; Lone et al., 2015 ; 

Lin et al., 2015) et les voies de signalisation de l’ecdysone, l’HJ et l’insuline (Teseo et al., 

2016 ; Wijesekera et al., 2016). De plus, la voie de signalisation des ecdystéroïdes est 

essentielle pour la synthèse des phéromones (Chiang et al., 2016) et celle de l’HJ permet la 

régulation de la maturation des phéromones et le comportement d’accouplement chez la 

femelle (Bilen et al., 2013). Après accouplement, les femelles montrent des réponses 

postcopulatoires (postmating responses ou PMR) qui consistent en une diminution de la 

réceptivité sexuelle, une augmentation de l’ovogénèse, une modification dans l’utilisation et 

le stockage du sperme, dans la ponte et dans la modulation de la régulation de l’HJ (Avila et 

al., 2011 ; Smith et al., 2012; Singh et al., 2015, 2016; Sitnik et al., 2016). Ces PMR sont 

induits par le fluide séminal transféré par le mâle durant la copulation et qui est, en majorité, 

constitué par les protéines des glandes accessoires ou Acps (Chen et al., 1988). 

Aussi, les objectifs de ce travail seront d’évaluer les effets de l’azadirachtine sur la 

reprotoxicité de l’azadirachtine et son impact sur le comportement sexuel à travers 

l’évaluation de divers paramètres comme : 

- l’activité des mâles 

- le succès à l’accouplement  

- différents PMRs (stockage du sperme, ponte et réceptivité de la femelle à un 

réaccouplement).  

Cependant et au préalable, les effets de l’azadirachtine sur la fécondité et la fertilité chez les 
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mâles et les femelles devront être établis ; par conséquent, les éléments suivants ont été 

quantifiés : 

- survie de la descendance à divers stades du développement (nombre d’œufs, 

larves, pupes et adultes obtenus par les adultes survivants à la première génération 

ou F1)  

- fécondité des mâles et des femelles (nombre de cystes avec les anomalies 

potentielles dans la position des noyaux des spermatocytes, le nombre d’ovocytes 

et la taille de l’ovocyte basal). 

 

Tous ces paramètres ont été évalués sur des adultes de D. melanogaster survivants aux doses 

induisant 25 et 50% de mortalité (DL25 et DL50 respectivement) ; ces doses sublétales 

permettent de mimer au mieux une exposition potentielle aux résidus insecticides comme 

celle que l’on peut prévoir dans le cas d’espèces non cibles. Par conséquent, une étude de 

toxicité a été tout d’abord menée pour déterminer les doses létales et sublétales dans nos 

conditions expérimentales.  
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MATERIEL ET METHODES 
1. Matériel biologique 

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

courtes typiquement formées de trois articles). Cette petite mouche jaune brunâtre, à 

l’abdomen plutôt court et rayé de bandes sombres (Fig. 1), mesure environ 3 ou 4 mm de 

long, ailes incluses ; elle est hygrophile et lucicole. Un dimorphisme sexuel (Meigen et al., 

1830), noté par les paramètres détaillés ci-dessous, permet de différencier les mâles et les 

femelles :

Taille de l’adulte (inférieure chez les mâles) 

O Femelles : 4 mm 

O Mâles : 3 mm 

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 : segments terminaux très foncés 

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

  O Femelles : plaque vaginale non colorée 

  O Mâles : pièces génitales (génitalia) très coloré 

 Peignes sexuels  

  O Femelles : Absence de peignes 

O Mâles : présents au niveau de la première paire de pattes 
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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 : Drosophila melanogaster (Meigen, 1830). 

   

                                                                                                                                                                                                                                   

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

 

1.1 Cycle de développement de D. melanogaster 

           D. melanogaster se reproduit très rapidement et de façon continue (cycle de vie court). 

Au laboratoire, à une température de 25 °C, une nouvelle génération est obtenue tous les 12 

jours. Le cycle de développement comprend 4 stades (Fig. 2). 

Stade œufs : La femelle pond de 200 à 300 œufs (Demerec, 1950), allongés et 

blanchâtres (25 à 35 par jour), présentant une forme semblable à un ballon de rugby (0,5 mm 

de long environ). Dans la nature, les œufs sont déposés sur des fruits ou autres matières 

humides en fermentation (Demerec, 1950). 

           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 
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creusant des galeries. Le stade larvaire, de 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 recherche de support pour s’empuper. A son terme, les larves 

secrètent une glue et se fixent. 

           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 4 à 5 jours 

environ à 25°C. À son terme, toutes les structures larvaires sont détruites ou remaniées et les 

structures adultes sont élaborées (Quinn et al., 2012, Fig. 3). 

Stade adulte : l’adulte apparaît avec un corps non pigmenté mais au bout de 6 à 8 

heures la pigmentation est achevée et les ailes sont déployées et rigidifiées. Les femelles sont 

fécondables et peuvent s’accoupler dès 12 heures après l’émergence. Elles stockent le sperme 

des mâles auxquels elles se sont accouplées pour pouvoir l’utiliser ultérieurement et 

commencent à pondre dès 24 heures après l’émergence (Demerec, 1950). 
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Figure 2. Le cycle de développement de D. melanogaster à 25°C (Weigmann et al., 2003). 

Source : (http://zookeepers.livejournal.com/). 

 

^ 

http://zookeepers.livejournal.com/)
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Figure 3. Taux d’HJ et de 20E au cours du développement de D. melanogaster (Dubrovsky, 

2005). La 20 E initie toutes les mues, de la larve L1 à la larve L3, de la larve à la nymphe et de 

la nymphe à l'adulte tandis que l’HJ détermine la nature de mue. 

 

1.2 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 dans de nombreux 

domaines de recherche et notamment en génétique, biologie moléculaire et toxicologie par des 

milliers (80 000 à 100 000) de chercheurs dans le monde (Colombani et al., 2006). 

           L’élevage de D. melanogaster est réalisé, en laboratoire dans une étuve, à une 

température de 25°C, une hygrométrie de 70% et une scotophase de 12 h. La souche utilisée 

est Canton S (souche donnée gracieusement par C. Wickers Thomas, Laboratoire Evolution, 

Génomes, Comportements et Ecologie, CNRS, IRD, Université 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 (apport des acides aminés essentiels, protéines, vitamines : B1, 

B3, B6, B9 et oligoéléments assimilables : calcium, fer, magnésium, zinc, sélénium, 
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potassium). 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 (methyl-hydroxy-4- benzoate à 10%). Les 

drosophiles sont élevées dans des flacons de plastique et bouchés par un tampon de mousse 

(Fig. 4). 

 

 

Figure 4. Elevage de D. melanogaster au laboratoire. 

 

2. Présentation de l’insecticide et traitement  

L’azadirachtine commercialisée sous le nom de Neem-Azal-T/S comprend 1% de 

matière active (Emulsion Concentrée (EC); firme : Trifolio-M GmbH, Lahnau, Germany) 

(Fig. 5) ; cette formulation, correspond à un liquide brun avec une odeur caractéristique du 

Neem. Après ouverture, la solution est conservée au frais et à l’abri de la lumière. Selon 

l’entreprise SIPCAM INAGRA spécialisé dans la protection des végétaux l’azadirachtine est 

utilisé en Algérie sous le nom de Bioaza depuis 1991 jusqu’à aujourd’hui, il est homologué 

aux USA depuis 1999 (USUPA) et en Europe depuis le 21 octobre 2013 (Journal officiel de 

l’union européenne) mais en France il n’est pas autorisé car aucune demande officielle 

d’autorisation n’a été déposée pour cette molécule (JO Sénat du 07/08/2014).   
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Figure 5. Structure chimique de l’azadirachtine 

3. Tests de toxicité 

           Le Neem-Azal a été testé par application topique (1 μl ; Di Prisco et al., 2013), le jour 

de l’émergence des adultes (< 6 heures post-émergence). L’insecticide a été dilué dans 

l’acétone (solvant) et différentes solutions stocks ont été préparées. Après un screening 

préalable, les concentrations retenues et utilisées sont de 100, 200, 400, 600, 1200 ppm 

correspondant respectivement aux doses 0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg (Boulahbel et al., 2015 ; 

Bezzar-Bendjazia, 2016). L’essai est conduit, pour chaque dose, en utilisant 3 réplications 

comportant chacune 300 insectes ; une série témoin est conduite en parallèle avec des 

individus qui reçoivent uniquement l’acétone (1 μl). L’acétone permet, par rapport à l’eau, 

une meilleure diffusion à travers la cuticule qui est constituée, extérieurement de cires et de 

lipides (épicuticule). 

Pour les différentes séries, les pourcentages de mortalités observées ont été déterminés 

à 24, 48, 72, 96, 120 et 144 heures puis corrigés selon la formule d’Abbott (1925) afin 

d’éliminer la mortalité naturelle. Les pourcentages de mortalité corrigée subissent ensuite une 

transformation angulaire selon les tables de Bliss (1938), citées par Fisher et Yates (1957) 

puis font l’objet d’une analyse de la variance à deux critères de classification afin d’évaluer 

les effets du pesticide et du temps. Le test HSD (Honest Significant Difference) de Tukey 

permet le classement des doses puis une régression non linéaire, exprimant le pourcentage de 

mortalité corrigée en fonction du logarithme de la dose, précise les doses létales (DL) des 

adultes ; ainsi les doses entraînant 10, 25, 50 et 90% de mortalité (DL10, DL25, DL50 et DL90) 
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ont été déterminées avec leurs intervalles de confiance. La DL50 à 24 heures a été utilisée pour 

toutes les expérimentations, néanmoins la DL25, a également été utilisée pour évaluer la 

fertilité et le suivi du développement des descendants en F1. 

 

4. Fertilité et suivi du développement à la génération 1 (F1) 

Les adultes de D. melanogaster nouvellement émergés (< 6 heures) ont été traités avec 

le Neem-Azal aux DL25 et DL50. Les mâles et femelles des séries témoins (solvant seul) et 

traitées, dont les individus ont survécu au traitement, ont été placés séparément dans des 

boîtes de pétri contenant un milieu nutritif. Les adultes sont ensuite réunis en couple selon 

différentes combinaisons (voir ci-dessous). Après 48 heures, les adultes ont été retirés des 

boîtes de pétri et la descendance a été comptée. Le suivi de la F1 a été effectué 

quotidiennement et ce jusqu'à l’émergence de tous les adultes. Le nombre d’œufs, de larves de 

dernier stade (L3), de pupes et d’adultes provenant de chaque série de couples a été compté.  

 

Les différents couples réalisés sont les suivants :  

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

Couples 2 : Mâles DL25 x Femelles Témoins - M25 + FT 

Couples 3 : Mâles Témoins x Femelles DL25 - MT + F25 

Couples 4 : Mâles DL50 x Femelles Témoins - M50 + FT 

Couples 5 : Mâles DL25 x Femelles DL25 - M25 + F25 

Couples 6 : Mâles Témoins x Femelles DL50 - MT + F50 

Couples 7 : Mâles DL50 x Femelles DL50 - M50 + F50 

 

5. Fécondité des mâles 

Des facteurs liés à l'infertilité des mâles ont été évalués. Le nombre de cystes et la 
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localisation des noyaux des spermatocytes (anomalies postméiotiques), deux paramètres 

pouvant influencer la production spermatique (Lindsley et Tokuyasu, 1980) ont été examinés.  

Les mâles ont été traités au Neem-Azal à la DL50 à 24 heures, le jour de l’émergence (< 6 

heures) puis les individus des séries témoins (solvant seul) et traitées ont été placés dans des 

tubes contenant un milieu nutritif. Après 48 heures, les testicules des mâles qui ont survécu au 

traitement sont disséqués dans une solution de tampon phosphate salin (PBS) et de 4 ', 6-

diamidino-2-phenylindole (DAPI) permettant la coloration des noyaux selon la méthode de 

Montchamp-Moreau et Joly (1997). Les cystes, étalés sur une lame et recouverts par une 

lamelle, ont ensuite été observés sous microscope à fluorescence. Le nombre de cystes par 

mâle a été compté et la position des noyaux des spermatocytes a été précisée. Trente 

répétitions par condition ont été réalisées. 

 

6. Fécondité des femelles 

Pour détecter un impact possible de l'azadirachtine sur la fécondité des femelles, les 

paramètres ovariens classiques ont été examinés comme le nombre d'ovocytes et le volume de 

l'ovocyte basal. Les femelles nouvellement émergées (< 6 heures), ont été traitées avec le 

Neem-Azal à la DL50 à 24 heures. Les individus des séries témoins (solvant seul) et traitées 

ont été placés dans des tubes contenant un milieu nutritif. Après 48 heures, les individus ayant 

survécu au traitement ont été disséqués et les ovaires prélevés après déplacement du corps 

gras circumovarien. L’observation sous loupe binoculaire muni d’un micromètre a permis de 

compter le nombre d'ovocytes et de mesurer la longueur et la largeur afin de compter le 

volume de l’ovocyte basal ; ces deux paramètres mesurés ont ensuite été utilisés pour la 

détermination du volume selon la formule de Lumbreras et al. (1991). 
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7. Evaluation des accouplements  

Les mâles et les femelles nouvellement émergés (< 6 heures) ont été séparés et traités 

avec le Neem-Azal à la DL50 à 24 heures. Les mâles et femelles des séries témoins (solvant 

seul : MT, FT) et traitées (M50, F50) ont été placés séparément dans des tubes contenant un 

milieu nutritif. Après 48 heures, les mâles et les femelles qui ont survécu au traitement ont été 

testées afin de compter le nombre d’accouplement dans les conditions de choix et non choix. 

Dans la condition de non choix, un mâle et une femelle ont été placés ensemble dans des 

tubes individuels avec de la nourriture et quatre conditions ont été testées : MT + FT; MT + F50; 

M50 + FT; M50+ F50. 

Dans les conditions de choix, un mâle et deux femelles (choix du mâle) et une femelle et deux 

mâles (choix de la femelle) ont été placés ensemble dans des tubes individuels ; quatre 

conditions ont été testées : MT + FT/F50; M50+ FT/F50; FT + MT/M50; F50 + MT/M50. 

Avant le traitement, les mouches ont été anesthésiées sur la glace et marquées par un trou 

minuscule sur la partie postérieure de l'aile droite fait avec une aiguille sous une loupe 

binoculaire. Cette procédure de marquage permet de différencier les mouches traitées des 

mouches non traitées. L'analyse statistique effectuée au préalable n’a montré qu'il n'y a aucun 

effet du marquage (test t de student, p > 0,11 dans la condition du choix de la femelle F50 + 

MT/M50 ; n=78). L’observation des accouplements a été réalisée le matin et pendant 3 heures. 

Le nombre d'accouplement est exprimé en pourcentages. 

 

8. Mobilité des mâles 

Pour mettre en évidence l'impact du Neem-Azal sur l’activité des mâles, un des 

paramètres essentiels pour le succès à l’accouplement, leur mobilité a pu être évaluée grâce à 

l’utilisation d’un actimètre tubulaire (Fig. 6) généralement utilisé pour contrôler des rythmes 

d'activité locomotrice chez les drosophiles (Drosophila Activité Moniteur ou DAM2-5, 
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Trikinetics, Waltham, MA, USA). L’actimètre contient 32 trous dans lesquels sont glissés des 

tubes en verre ouverts aux deux extrémités. D’un côté du tube, le milieu nutritif est déposé 

puis l’extrémité est refermée avec de la paraffine ; de l’autre côté, l’insecte mâle est introduit 

puis l’extrémité est refermée avec du coton. Le tube est ensuite introduit dans l’actimètre et 

un signal infrarouge apparait à chaque fois que le mâle passe au centre. Le nombre de 

passages est ensuite noté par un compteur automatique (DAMSystem) lié à un ordinateur. 

Les mâles nouvellement émergés (< 6 heures) ont été séparés et traités par application 

topique au Neem Azal à la DL50 (0.63 µg). Les mâles des séries témoins (solvant seul) et 

traitées ont été placés, séparément, dans des tubes contenant un milieu nutritif. Après 48 

heures, les mâles ayant survécu au traitement et les mâles témoins (solvant seul) ont été 

introduit dans les actimètres puis leur mobilité a été évaluée pendant 8 jours. 

 

 

Figure 6. Photo de l’actimètre tubulaire 
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9. Stockage des spermatozoïdes chez les femelles 

           L'effet du Neem-Azal sur le succès du stockage des spermatozoïdes a été quantifié 

dans les voies génitales femelles au niveau du réceptacle ventral et de la spermathèque. Les 

adultes nouvellement émergés (< 6 heures) ont été séparés et traités par application topique au 

Neem Azal à la DL50 à 24 heures. Les mâles et les femelles des séries témoins (solvant seul) 

et traitées ont été placés, séparément, dans des tubes contenant un milieu nutritif. Après 48 

heures, les mâles et femelles qui ont survécu au traitement ont été réunis et quatre conditions 

d'accouplement ont été testées : MT + FT; MT + F50; M50 + FT; M50 + F50. Trois heures après 

l'accouplement, les femelles sont congelées (pour arrêter la progression des spermatozoïdes) 

puis disséquées sous loupe binoculaire. Le nombre de femelle avec des spermatozoïdes au 

niveau de la spermathèque et/ou du réceptacle ventral a été noté et les résultats sont exprimés 

en pourcentage. 

 

10. Réceptivité sexuelle des femelles 

Le Neem-Azal a été testé sur la réceptivité des femelles afin de mettre en évidence, 

après un premier accouplement, leur capacité à se réaccoupler avec des mâles traités ou non. 

L’hypothèse testée est que les mâles traités peuvent avoir des troubles séminaux affectant la 

réceptivité sexuelle des femelles. Les adultes nouvellement émergés (< 6 heures) ont été 

séparés et traités par application topique au Neem Azal à la DL50 à 24 heures. Les individus 

des séries témoins (solvant seul) et traitées ont été placés, séparément, dans des tubes 

contenant un milieu nutritif.  

Après 48 heures, les mâles et femelles qui ont survécu au traitement ont été réunis et quatre 

conditions d'accouplement ont été testées : MT + FT; MT + F50; M50 + FT; M50 + F50. Sept jours 

après le premier accouplement, un nouveau mâle âgé de quatre jours est proposé à la femelle 

pour un réaccouplement (Wolfner, 1997). Les réaccouplements ont été observés et le nombre 
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de femelles réaccouplées est exprimé en pourcentages. 

 

11. Stérilité des femelles 

Les adultes nouvellement émergés (< 6 heures) ont été séparés et traités par 

application topique au Neem-Azal à la DL50 à 24 heures. Les individus des séries témoins 

(solvant seul) et traitées ont été placés, séparément, dans des tubes contenant un milieu 

nutritif. Après 48 heures, les mâles et femelles qui ont survécu au traitement ont été réunis et 

quatre conditions d'accouplement ont été testées : MT + FT; MT + F50; M50 + FT; M50 + F50. 

Deux jours après, le nombre de femelles avec ou sans œufs a été noté et les résultats sont 

exprimés en pourcentage de femelles stériles. 

 

12. Analyse statistique 

La moyenne et l’écart type (ET) est calculée pour chaque groupe d’expérience 

n’utilisant pas des proportions ; pour ces dernières, ce sont les intervalles de confiance à 95% 

qui sont précisés. La normalité et l’égalité des variances ont été confirmées, respectivement 

grâce aux tests de Shapiro-Wilk et de Brown-Forsythe avant l’utilisation des tests 

paramétriques ou non paramétriques. La régression non linéaire utilisant une courbe dose 

réponse sigmoïdale exprimant le pourcentage des mortalités enregistrées en fonction des 

logarithmes des doses a permis d’estimer les différentes doses létales (Sadeghi et al., 2009).  

L’analyse de la variance à deux critères de classification a été utilisée pour la toxicité 

afin de préciser l’effet « dose » et l’effet « temps » du pesticide. L’analyse à un critère de 

classification suivie du test HSD de Tukey a été effectuée pour la toxicité et le suivi de la 

descendance afin de classer les effets « traitement ». L’analyse de la variance (ANOVA) à 

mesures répétées a également été réalisée pour le suivi de la descendance afin d’évaluer au 

sein d’un même couple les différences entre les stades. Le nombre de cystes, d’ovocytes, le 
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volume de l’ovocyte basal et l’effet sur le marquage des ailes ont été comparé entre les 

groupes traités et témoins utilisant le test « t » de Student. Les données enregistrées pour les 

expériences d'accouplement, du stockage de sperme, de réaccouplement et de stérilité des 

femelles sont dichotomiques (0 et 1). La plupart de ces expériences contient un groupe témoin 

(MT + FT) dans lequel ni le mâle ni la femelle étaient traités et trois groupes de test dans 

lesquels au moins un sexe a été traité : M50 + FT, MT + F50 et M50 + F50.  Dans ces 

expériences, chaque groupe traité a été comparé au groupe témoin utilisant le test exact de 

Fisher. Dans les deux expériences du choix d'accouplement, les insectes avaient un choix 

entre un individu traité et un individu non traité du sexe opposé. Le succès d'accouplement, 

défini comme la proportion d’essais dans lesquels l'animal accouplé avec un des animaux de 

choix, a été comparé entre les groupes utilisant le test exact de Fisher. Dans chaque groupe, 

les proportions d'accouplement avec l'individu témoin et traité ont été comparées à une 

distribution théorique de 50 % en utilisant le test exact binomial.  

Dans l'expérience évaluant l'activité du mâle, le système permet de quantifier le 

nombre de passages par mâle et par jour. Pour l'analyse statistique, les données sont 

transformées en racine carrée pour tester la normalité (en utilisant le test de Shapiro-Wilk's) et 

l’homoscédascité (testée en utilisant le test de Brown-Forsythe's). Ainsi, l’ANOVA à mesures 

répétées a été utilisée sur les données transformées, avec le « jour » comme mesure répétée et 

le « traitement » comme facteur entre groupes. 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, Statistica 10 (Statsoft) et R 3.3.1 (R DevelopmentCore Team, 2008). 
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RESULTATS 

1. Toxicité du Neem-Azal sur la mortalité des adultes 

L’efficacité du Neem-Azal, a été testée par application topique chez les adultes 

nouvellement émergés de D. melanogaster. La mortalité a été relevée à différents temps 24, 

48, 72, 96, 120 et 144 heures après l’émergence des adultes.  

Les pourcentages de mortalité obtenus ont ensuite permis de déterminer les doses létales 

caractérisant la toxicité d’un insecticide correspondant à 10, 25, 50 et 90% de la mortalité des 

adultes (DL10, DL25, DL50 et DL90). 

1.1 Toxicité du Neem-Azal à 24 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différentes doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2μg), a 

induit une mortalité des adultes dont les pourcentages sont précisés dans le tableau 1.  

La mortalité des adultes, de l’ordre de 5,48 ± 0,53% chez les témoins (mortalité naturelle) 

augmente, chez toutes les séries traitées ; ainsi, il est noté, à 24 heures, un pourcentage de 

mortalité observée qui est 3 fois plus élevé à la dose la plus faible et 13 fois plus à la dose la 

plus forte. 

Les pourcentages de mortalité observées chez les séries traitées ont été ensuite corrigées par la 

formule d’Abbott (1925) afin d’éliminer la mortalité naturelle (Tab. 2). Les résultats de la 

mortalité corrigée montrent des pourcentages qui présentent des valeurs 2 fois plus élevées à 

la dose la plus faible (0,1 μg) et 13 fois plus à la dose la plus forte (1,2 μg). 
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Tableau 1 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 24 heures (m : moyenne ± ET : erreur standard ; R = répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 5,14 19,45 26,06 38,56 45,60 76,66 

R2 5,20 18,82 32,35 38,34 46,94 71,75 

R3 6,10 17,67 32,21 38,36 46,31 71,66 

m ± ET 5,48 ± 0,53 18,64±0,90 30,20±3,59 38,42±0,12 46,58±0,67 73,35±0,60 

 

Tableau 2 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 24 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

 

1.2 Toxicité du Neem-Azal à 48 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différents doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg) le jour 

de l’émergence adulte de D. melanogaster, induit une mortalité des adultes de l’ordre de 5,85 

± 0,83 % chez les témoins (mortalité naturelle) mais qui augmente progressivement chez les 

séries traitées (Tab. 3). Après 48 heures de traitement, il est noté un pourcentage de mortalité 

observée qui a été multipliée par 3 pour la dose la plus faible et par 12 pour la dose la plus 

élevée.  

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 15,08 22,05 35,23 42,65 75,39 

R2 14,36 28,63 34,95 44,02 70,20 

R3 12,32 27,80 34,35 42,82 69,81 

m ± ET 13,92±1,43 26,16±3,58 34,84±0,44 43,16±0,74 71,80±3,11 
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Les pourcentages de mortalité observée chez les séries traitées ont été corrigés de la même 

façon que précédemment (Tab. 4) ; la valeur obtenue dans les pourcentages de mortalité est 2 

fois plus importante à la dose la plus faible (0,1 μg) mais 11 fois plus à la dose la plus élevée 

(1,2 μg). 

 

Tableau 3 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 48 heures (m ± ET ; R= 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 6,66 20 29,99 33,30 45 71,58 

R2 5,91 20,17 27,61 39,97 48,58 71,56 

R3 4,99 22,52 26,83 40 43,93 72,53 

m ± ET 5,85±0,83 20,89±1,40 28,14±1,64 37,75±3,85 45,83±2,43 71,89±0,55 

 

Tableau 4 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 48 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 14,29 24,99 28,54 41,07 68,81 

R2 15,15 23,06 36,19 45,35 69,77 

R3 18,45 22,98 36,84 40,98 71,08 

m ± ET 15,96±2,19  23,67±1,13  33,85±4,61 42,46±2,49  69,88±1,13  

 

 1.3 Toxicité du Neem-Azal à 72 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différents doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg) le jour 
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de l’émergence adulte de D. melanogaster, induit une mortalité des adultes dont les 

pourcentages sont précisés dans le tableau 5.  

La mortalité des adultes, est de 5,89 ± 0,88 % chez les témoins (mortalité naturelle) puis 

augmente graduellement chez les séries traitées ; ainsi, il est noté un pourcentage de mortalité 

observée qui a été multipliée par 3 pour la dose la plus faible et par 12 pour la dose la plus 

élevée.  

Après correction de la mortalité naturelle, les pourcentages de mortalités corrigées, présentés 

dans le tableau 6 sont 2  fois plus élevés à 0,1 μg et 12 fois plus à 1,2 μg. 

 

Tableau 5 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 72 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 5,11 17,77 32,56 40 47,33 69,04 

R2 6,85 19,45 31,74 33,33 44,66 68,71 

R3 5,71 22,04 32,81 43,33 48,32 78,88 

m ± ET 5,89±0,88 19,75±2,15 32,37±0,55 38,88±5,09 46,77±1,89 72,21±5,77 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



RESULTATS 
 

29 

 

Tableau 6 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 72 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

 

1.4 Toxicité du Neem-Azal à 96 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différents doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg) le jour 

de l’émergence adulte de D. melanogaster, induit une mortalité des adultes dont les 

pourcentages sont précisés dans le tableau 7. Les pourcentages de mortalité observée à 96 

heures, de l’ordre de 5,84 ± 2,42 % chez les témoins, ont été multipliés par 3 à 0,1 μg et par 

12 à 1,2 μg. 

Les valeurs dans les pourcentages de mortalité corrigée et présentés dans le tableau 8 

sont 2 fois plus hautes à 0,1 μg 12 fois plus à 1,2 μg. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 13,34 28,92 36,76 44,49 67,37 

R2 13,52 26,72 28,42 40,59 66,40 

R3 17,31 28,74 39,89 45,19 77,60 

m ± ET 14,72±2,24 28,12±1,22 35,02±5,92 43,42±2,47 70,45±6,20 
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Tableau 7 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 96 heures. (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 8,33 21,02 29,99 36,66 41,53 71,58 

R2 3,49 18,68 36,75 36,19 51,37 70,52 

R3 5,71 19,27 29,52 43,33 48,89 72,85 

m ± ET 5,84±2,42 19,65±1,21 32,08±4,04 38,72±3,99 47,26±5,11 71,65±1,16 

 

Tableau 8 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 96 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

 

1.5 Toxicité du Neem-Azal à 120 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différents doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg) le jour 

de l’émergence adulte de D. melanogaster, induit une mortalité des adultes dont les 

pourcentages sont précisés dans le tableau 9. La mortalité observée chez les adultes est de 

l’ordre de 5,58 ± 1,33% chez les témoins. Ce pourcentage de mortalité naturelle augmente 

chez les séries traitées, en fonction des doses et il a été multiplié par 12 à la dose la plus 

élevée. Les pourcentages de mortalités corrigées (Tab. 10), calculés afin d’éliminer la 

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 13,84 23,62 30,90 36,21 68,99 

R2 15,73 34,46 33,88 49,61 69,45 

R3 14,38 25,25 39,89 45,79 71,20 

m ± et 14,65±0,97 27,77±5,84 34,89±4,57 43,87±6,90 69,88±1,16 
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mortalité naturelle, sont deux fois plus importants par 2 à la dose la plus faible (0,1 μg) et 12 

fois plus à la dose la plus élevée (1,2 μg). 

 

Tableau 9 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 120 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 5,71 18,25 27,61 40 44,06 69,83 

R2 4,18 16,66 35,89 33,96 48,84 69,07 

R3 6,85 21,53 34,22 43,33 48,89 75,62 

m ± ET 5,58±1,33 18,81±2,48 32,57±4,37 39,09±4,74 47,26±2,77 71,50±3,58 

 

Tableau 10 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 120 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 13,29 23,22 36,36 40,67 68 

R2 13,02 33,09 31,07 46,60 67,72 

R3 15,75 29,38 39,16 45,13 72,82 

m ± et 14,02±1,50 28,56±4,98 35,53±4,10 44,13±3,08 69,51±2,86 

 

1.6 Toxicité du Neem-Azal à 144 heures 

Le traitement avec le Neem-Azal, à différents doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 μg) le jour 

de l’émergence adulte de D. melanogaster, induit une mortalité des adultes dont les 

pourcentages sont précisés dans le tableau 11. Le pourcentage de mortalité naturelle qui est de 
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l’ordre de 5,80 ± 0,33 % chez les témoins ont été multipliés par 12 chez les séries traitées à la 

dose la plus forte.  

Après suppression de la mortalité naturelle, les pourcentages de mortalité corrigés présentés 

dans le tableau 12 montrent chez les séries traitées une valeur qui est deux fois plus élevée à 

0,1 µg et 12 fois plus à la dose la plus forte (1,2 μg). 

 

Tableau 11 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité observée (%) des 

adultes à 144 heures (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions Témoins 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 5,71 18,80 29,99 37,61 45,60 69,39 

R2 6,18 17,02 35,89 40 49,80 68 

R3 5,52 21,53 31,23 37,77 46,39 77,01 

m ± ET 5,80±0,33 19,11±2,27 32,37±3,11 38,46±1,33 47,26±2,23 71,46±4,85 

 

Tableau 12 : Effets du Neem-Azal administré, in vivo, par application topique à différentes 

doses (μg) le jour de l’émergence adulte chez D. melanogaster : mortalité corrigée (%) des 

adultes à 144 heures. (m ± ET ; R = 3 répétitions de 300 individus chacune). 

Répétitions 0,1 0,2 0,4 0,6 1,2 

R1 13,88 25,75 33,83 42,30 67,53 

R2 11,55 31,66 36,04 46,49 65,89 

R3 16,94 27,21 34,13 43,25 75,66 

m ± et 13,85±2,29 28,20±3,07 34,66±1,19 44,01±2,19 69,69±5,23 
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1.7 Détermination des doses létales pour le Neem-Azal 

Les valeurs de mortalité obtenues à 24, 48, 72, 96, 120 et 144 heures ne révèlent, après 

analyse statistique, aucun effet du temps après traitement avec le Neem-Azal (Tab. 13).  

En effet, l’ANOVA à deux facteurs de classification (temps et traitement) révèle un effet 

comparable entre 24 heures et 144 heures (F5, 60 = 1.05; p = 0.39) mais un effet dose 

hautement significatif pour les différents temps testés (F4, 60 = 343,2 ; p < 0,0001 ; Tab. 13). 

Par conséquent, les doses létales seront déterminées seulement à 24 heures. 

 

Tableau 13 : Analyse de la variance à deux facteurs de la toxicité du Neem-Azal, administré 

par application topique, le jour de l’émergence, à différentes doses (0,1, 0,2, 0,4, 0,6 et 1,2 

μg) et différents temps (24, 48, 72, 96, 120, 144 heures) chez D. melanogaster  

Source de 

variation 

SCE ddl CM Fobs P 

Temps 49,86 

 

5 9,97 1,05 0,39 

Traitement 13018 

 

4 32,54 343,2 0,0001*** 

Interaction 214,9 

 

20 10,74 1,13 0,34 

Erreur 

résiduelle 

568,9 60 9,48 - - 

Total 13852 

 

89 - - - 

 

*** : hautement significatif (p < 0,001) ; SCE : somme des carrés des écarts ; ddl : degré de 

liberté ; CM : carré moyen ; Fobs : F observé ; p : niveau de significativité. 
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Les valeurs des pourcentages de mortalité obtenues à 24 heures subissent une analyse 

de variance à un critère de classification suivie d’un test posthoc (test HSD de Tukey) 

permettant de préciser l’effet du pesticide avec un classement des doses (Tab. 14). L’ANOVA 

révèle une relation dose-réponse avec une différence hautement significative (p < 0,0001) et 

le test HSD de Tukey met en évidence 5 groupes de doses qui révèlent une toxicité 

significativement différente du pesticide (Fig.7) ; ainsi une toxicité accrue est observée en 

fonction des doses croissantes du pesticide : 0,1 μg< 0,2 μg<0,4 μg< 0,6μg< 1,2 μg. 

 

Tableau 14 : Analyse de variance a un facteur de classification de l’effet du Neem-Azal, 

administrée in vivo, par application topique à différentes doses (μg) le jour de l’émergence 

adulte chez D. melanogaster, sur la mortalité des adultes après 24 heures de traitement. 

 

*** : hautement significatif (p < 0,001). SCE : somme des carrés des écarts ; ddl : degré de 

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

 

 

 

Source deVariation SCE ddl CM Fobs P 

Traitement 1958 4 489,5 62,43 0,0001*** 

Erreur résiduelle 78,41 10 7,84 - - 

Total 2036 14 - - - 
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Figure 7. Mortalité corrigée (%) des adultes 24 heures après application du Neem-

Azal et classement des doses testées par le test HSD de Tukey. Les lettres différentes 

indiquent la présence d’une différence significative entre les doses. 

 

Une régression non linéaire a permis d’obtenir la courbe dose-réponse chez les adultes 

D. melanogaster ; cette courbe, exprimant le pourcentage de mortalité corrigée en fonction du 

logarithme de la dose du Neem-Azal présente un coefficient de détermination élevé (R
2
= 

0,96) ; cette valeur révèle une liaison très forte entre le pourcentage de mortalité corrigée et le 

logarithme de la dose (Fig. 8). Cette analyse permet également l’obtention des valeurs des 

différentes doses létales ainsi que leurs intervalles de confiance ; ainsi, à 24 heures, les DL25 et 

DL50 sont de l’ordre de 0,23 [0,13-0,38] et 0,63 μg [0,44 -0,91] respectivement (Tab. 15). 
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Figure 8. Courbe dose-réponse exprimant le pourcentage de mortalité corrigée à 24 heures en 

fonction du logarithme de la dose du Neem-Azal (μg). 

 

Tableau 15 : Détermination des différentes doses létales (DL) 24 heures après application du 

Neem-Azal (μg) avec leurs intervalles de confiance à 95%.  

 Valeur (µg) Intervalle de confiance 

DL10 0,08 [0,03 Ŕ 0,21] 

DL25 0,23 [0,13 Ŕ 0,38] 

DL50 0,63 [0,44 Ŕ 0,91] 

DL90 4,85 [1,47 Ŕ 15,98] 

Hill slope 1,08 [0,54 Ŕ 1,61] 

Erreur standard 0,17  

 

2. Effets du Neem-Azal sur les différents stades de la descendance ou F1 

Les adultes D. melanogaster ont été traités le jour de l’émergence puis les survivants 

ont été accouplées dans des boites de pétri en procédant à différentes combinaisons entre les 

mâles et femelles témoins et traités aux deux doses (cf, matériel et méthodes). Au bout de 48 

heures et après retrait de tous les couples, la génération 1 ou F1 est suivie quotidiennement. 

L’effet du Neem-Azal a pu être évalué en procédant au comptage du nombre d’œufs, de 
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larves (L3), de pupes et d’adultes pour chaque série. 

Chez les séries témoins le nombre d’œufs pondus est de 81,37 ± 3,24. Après traitement 

ce nombre diminue et atteint des valeurs respectives de 53,87 ± 5,91 ; 48,37 ± 7,15; 32,62 ± 

6,52; 32,62 ± 8,24 ; 23,50 ± 3,92; 20,25 ± 2,25 pour les couples M25 + FT; MT + F25 ; M50 + FT; 

M25 + F25 ; MT + F50 ; M50 + F50 (Tab. 16). 

 Le nombre de larves, chez les témoins, est de 75,50 ± 7,57. Chez tous les individus 

traités, ce nombre diminue et atteint des valeurs respectives de 52,25 ± 6,49 ; 44,50 ± 7,57; 

32,50 ± 4,10 ; 31,87 ± 6,46 ; 23,00 ± 5,60 ; 19,50 ± 4,47 pour les couples M25  + FT; MT + F25; 

M50 + FT; M25 + F25 ; MT + F50 ; M50 + F50 (Tab. 16). 

Pour le stade pupal, le nombre de pupes, chez les séries témoins est de 74,25 ± 4,13. 

Après traitement, ce nombre diminue et atteint des valeurs respectives de 50,75 ± 5,36 ; 42,62 

± 7,94 ; 31,12 ± 3,60; 29,50 ± 5,58; 20,87 ± 4,22; 18,37 ± 5,23 pour les couples M25 + FT; MT 

+ F25; M50 + FT ; M25 + F25 ; MT + F50; M50 + F50  (Tab. 16). 

Le traitement avec le Neem-Azal entraîne également une diminution dans le nombre 

d’individus chez les adultes comparativement aux témoins du même stade (71,87 ± 2,2). En 

effet, chez les séries traitées des valeurs de 48,50 ± 3,85 ; 40,62 ± 6,98 ; 30,50 ± 3,71; 27,87 ± 

5,22 ; 19,00 ± 2,56 ; 17,25 ± 5,33 sont respectivement notées pour les couples M25 + FT; MT + 

F25 ; M50 + FT; M25 + F25 ; MT + F50 ; M50 + F50 (Tab. 16).  

L’analyse statistique des données (Tab. 16) révèle, comparativement aux témoins, une 

diminution significative dans le nombre d’œufs, larves, pupes et adultes pour toutes les séries 

traitées (ANOVA à mesure répétée : effet traitement : F6, 42 = 214,90, p < 0.0001; effet stade : 

F3, 21 = 15,94, p < 0,0001; interaction: F18, 126 = 0.60, p = 0.89). 

La comparaison entre les différentes séries pour chaque stade de 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, adultes 
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mais en cinq groupes pour le stade pupe. 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 adultes : MT + FT < M25 + FT = MT + F25 < M50 + FT = M25 + F25 < MT + F50= 

M50 + F50. 

Pupes : MT + FT < M25 + FT < MT + F25 < M50 + FT = M25 + F25 < MT + F50 = M50 + F50 

La comparaison entre les différentes séries traitées a la DL50 montre un effet 

significatif et le test de HSD de Tukey révèle trois groupes (MT + FT < M50 + FT < MT + F50 

=M50 + F50).  

Ce résultat est en faveur d’une sensibilité plus grande des femelles de D. melanogaster 

au Neem-Azal. 

 

Tableau 16 : Effets du Neem-Azal, administré in vivo, par application topique, (DL25 : 0,23 et 

DL50 : 0,63μg) le jour de l’émergence adulte sur le nombre des descendants (génération F1). 

(m ± ET ; n = 8). Les moyennes suivies d’une même lettre ne sont pas significativement 

différentes (p > 0,05). 

 
Œufs Larves (L3) Pupes Adultes 

MT + FT 81,37 ± 3,24   a 75,50± 7,57   a 74,25 ± 4,13   a 71,87 ± 2,29   a 

M25 + FT 53,87 ± 5,91   b 52,25 ± 6,49   b 50,75 ± 5,36   b 48,50 ± 3,85   b 

MT + F25 48,37 ± 7,15  b 44,50 ± 7,57   b 42,62 ± 7,94   c 40,62 ± 6,98   b 

M50 + FT 32,62 ± 6,52  c 32,50 ± 4,10   c 31,12 ± 3,60   d 30,50 ± 3,71   c 

M25 + F25 32,62 ± 8,24   c 31,87 ± 6,46   c 29,50 ± 5,58   d 27,87 ± 5,22   c 

MT + F50 23,50 ± 3,92   d 23,00 ± 5,60   d 20,87 ± 4,22   e 19,00 ± 2,56   d 

M50 + F50 20,25 ± 2,25  d 19,50 ± 4,47   d 18,37 ± 5,23   e 17,25 ± 5,33   d 
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3. Effets du Neem-Azal sur la fécondité des mâles 

L’effet du Neem-Azal a été observé sur le nombre de cystes par testicule chez les 

mâles D. melanogaster après application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de l’émergence 

des adultes. Le nombre de cystes par testicule, évalué 48 heures après traitement montre chez 

les séries témoins une valeur qui est de 28,47 ± 2,16 ; ce nombre diminue significativement 

après traitement au Neem-Azal (Test t de student ; t58 = 3,08 ; p = 0,003) pour atteindre une 

valeur de 20 ± 1,69 (Fig. 9A).  

Parallèlement à l’étude de l’impact du pesticide sur le nombre de cystes par testicule, 

l’observation au microscope à fluorescence a permis, également, de mettre en évidence des 

anomalies postméiotiques au niveau de la localisation des noyaux des spermatocytes. Ainsi, la 

figure 9B montre une augmentation des anomalies chez les séries traitées comparativement 

aux témoins ; en effet, les pourcentages d’anomalies d’une valeur de 13,33 ± 0,34 chez les 

séries témoins passent à 33,33 ± 0,71 chez les séries traitées (Khi carré ; χ
2
 = 5,30 ; df = 1 ; z 

= 2,30 ; p = 0,021). 
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Figure 9. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes mâles de D. melanogaster. A : Nombre de cystes par testicule 48h 

après l’émergence. B : Pourcentage d’anomalies de position des noyaux de spermatocyte 48h 

après l’émergence. (m ± ET ; les valeurs dans chaque barre indiquent le nombre de 

répétitions ; * différence significative p ≤ 0,05 ; ** différence très significative p ≤ 0,01). 

 

4. Effets du Neem-Azal sur la fécondité des femelles  

Le Neem-Azal, administré par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de 

l’émergence des femelles de D. melanogaster, a été évalué sur deux paramètres 

morphométriques de fécondité que sont le nombre d’ovocytes et le volume de l’ovocyte basal. 

Le traitement indique un impact sur le nombre d’ovocytes par ovaire, évalué 48 heures 

après l’émergence. La figure 10A montre, chez les séries témoins, un nombre d'ovocytes par 
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ovaire qui est de 16,57 ± 0,53 ; après traitement au Neem-Azal, cette valeur diminue 

significativement et le nombre d’ovoytes par ovaire est de 13,90 ± 0,55 (Test t de student ; t58 

= 3,43 ; p = 0,0011). 

Le traitement au Neem-Azal entraîne également un impact sur le volume de l'ovocyte 

basal qui présente une baisse significative de 32,39 % (Test t de student ; t58 = 3,87 ; p = 

0,0003) chez les femelles traitées comparativement aux témoins (Fig. 10B). Ce volume est 

calculé après l’évaluation de deux paramètres qui sont la longueur (L) et la largeur (l) de 

l’ovocyte basal.  

Ainsi, les résultats indiquent une diminution pour la longueur (Test t de student ; t58 = 

6,26; p < 0,0001) mais aussi pour la largeur (Test t de student ; t58 = 2,39; p = 0,02) chez les 

séries traitées (L: 0,48 ± 0,06 mm , l: 0,13 ± 0,02 mm) par rapport aux témoins ( L: 0,58 ± 

0,04 mm; l: 0,15 ± 0,02 mm ).  
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Figure 10. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes femelles de  D. melanogaster. A : Nombre d’ovocytes par ovaire 48 

h après l’émergence. B : Volume de l’ovocyte basal 48 h après l’émergence (m ± ET ; le 

nombre de répétitions est indiqué dans chaque barre ; ** différence très significative p ≤ 

0,01 ; *** différence hautement significative p ≤ 0,001). 

 

5. Effets du Neem-Azal sur le succès à l’accouplement 

Le Neem-Azal, administré par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de 

l’émergence des adultes D. melanogaster, révèle, 48 h après traitement, un impact sur les 

accouplements dans les conditions de non choix (Fig. 11A), du choix du mâle (Fig. 11B) et du 

choix de la femelle (Fig. 11C).  

           Dans la condition de non choix, la baisse dans les pourcentages d’accouplement, 

comparativement aux témoins (MT + FT, 43.2%) est enregistrée dans les séries où seuls les 

mâles (M50+ FT, 16.8%, test exact de Fisher p < 0.001) ou les deux sexes sont traités (M50 + 

F50, 13.8%, test exact de Fisher, p < 0.001). Les résultats ne montrent aucun effet sur les 
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pourcentages d’accouplement lorsque les femelles seules sont traitées (MT + F50, 39.4%, test 

exact de Fisher, p = 0.55). 

Dans les conditions de choix du mâle, un mâle non traité (les deux barres de gauche 

sur l’histogramme) ou un mâle traité (les deux barres de droites sur l’histogramme) avaient 

chacun le choix entre une femelle traitée et une autre non traitée. Les résultats des succès 

d’accouplement du mâle avec l'une ou l'autre de ces femelles suggèrent deux observations : 

1. les mâles traités se sont moins souvent accouplés que les mâles témoins (30.7 % vs 

61.6 % respectivement, test exact de Fisher, p < 0.001).  

2. généralement, les mâles ont eu tendance à s'accoupler plus souvent avec la femelle 

non traitée qu'avec la femelle traitée. La comparaison est fortement significative pour les 

mâles traités (M50 choisissant FT, 23.5% vs M50 choisissant F50, 7.2 %, test exact binomial, p 

< 0.001) et à la limite de la signification pour les mâles témoins (MT choisissant FT, 39.5 % vs 

MT choisissant F50, 22.1%, test exact binomial, p = 0.053). 

Dans les conditions de choix de la femelle, deux groupes ont été également testés, l’un 

avec une femelle non traitée (les deux barres de gauche de l’histogramme) ou l’autre avec une 

femelle traitée (les deux barres de droite de l’histogramme) ; chacune de ces femelles avaient 

le choix entre un mâle traité et un autre non traité.  

Les résultats des succès d’accouplement de la femelle suggèrent deux observations : 

1. les femelles traités et témoins s’accouplent de manière comparable (59.0% vs 46.7% 

respectivement, test exact de Fisher, p = 0.15).  

2. les mâles se sont accouplés plus souvent avec les femelles non traitées qu'avec les 

femelles traitées (FT choisissant MT, 36.0% vs FT choisissant M50, 10.7%, test exact binomial, 

p < 0.01 and F50 choisissant MT, 48.7 % vs F50 choisissant M50, 10.3 %, test exact binomial, p 

< 0.001). 



RESULTATS 
 

44 

 

A
c
c
o

u
p

le
m

e
n

t 
(%

)
MT + FT M50 + FT MT + F50 M50 + F50

0

15

30

45

60

75

NS

111 137 318193

***
***

A
c
co

u
p

le
m

e
n

t 
(%

)

MT + FT MT + F50 M50 + FT M50 + F50

0

15

30

45

60

75

86 86 153 153

*

***

***

A
c
co

u
p

le
m

e
n

t 
(%

)

MT + FT M50 + FT MT + F50 M50 + F50

0

15

30

45

60

75

75 75 78 78

***

**

NS

A

C

B

 

Figure 11. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes D. melanogaster sur les accouplements dans différentes conditions 

observés 48 h après traitement (moyennes et intervalles de confiance à 95% ; n = 75-318 ; 

MT: mâle témoin; FT: femelle témoin; M50: mâle traité; F50: femelle traité). A : Pourcentages 

d’accouplements dans les conditions de non choix. B : Pourcentages d’accouplements dans 

les conditions de choix du mâle. C : Pourcentages d’accouplements dans les conditions de 

choix de la femelle. Les nombres dans chaque barre indique le nombre de répétitions ; * au-

dessus des barres indiquent des différences significatives à p ≤ 0.05; ** différences 

significatives à p ≤ 0.01; *** différences hautement significatives à p ≤ 0.001. 
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Quand seul le mâle est traité, une diminution dans le pourcentage d’accouplement est 

noté dans toutes les conditions de choix, par rapport aux témoins (43,20%, Khi carré, χ
2
= 

23,06 ; df = 3 ; p < 0,0001) (Fig. 12A). Dans les conditions de choix de la femelle, la 

diminution des accouplements est plus importante comparativement au choix du mâle 

(10,70% vs 22,10% respectivement, test exact de Fisher, p= 0,02). Des résultats comparables 

sont trouvés entre la condition de non choix et du choix du mâle (16,80% vs 22,10% 

respectivement, test exact de Fisher, p = 0,19) mais aussi entre le non choix et le choix de la 

femelle (16,80% vs 10,70% respectivement, test exact de Fisher, p = 0,30). 

Lorsque les femelles sont traitées, la comparaison entre les différentes conditions 

révèle une diminution dans les pourcentages d’accouplement seulement dans la condition du 

choix du mâle. Ceci est confirmé par l’analyse statisque après comparaison avec les témoins 

(23,50% vs 43,20% respectivement, test exact de Fisher, p = 0,02, Fig. 12B), la condition de 

non choix (23,50% vs 39,38 respectivement, test exact de Fisher, p = 0,006) ou encore avec 

celle du choix de la femelle (23,50% vs 48,70% respectivement, test exact de Fisher, p = 

0,0005). 

Lorsque les deux sexes sont traités, les pourcentages d’accouplement diminuent dans 

toutes les conditions, comparées aux témoins (43,20%, Khi carré, χ
2
= 48,86 ; df = 3 ; p < 

0,0001, Fig. 12C). Des résultats comparables sont trouvés entre la condition de choix du mâle 

et celle de la femelle (7,20% vs 10,30% respectivement, test exact de Fisher, p = 0,45) mais 

aussi entre le non choix et le choix de la femelle (13,80% vs 10,30% respectivement, test 

exact de Fisher, p = 0,46). 

Dans les conditions du choix du mâle, la diminution des accouplements est plus importante 

que dans le non choix (7,20% vs 13,80% respectivement, test exact de Fisher, p = 0,04). 
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Figure 12. Comparaison des accouplements entre les différentes conditions de choix et de 

non choix 48 heures après traitement avec le Neem-Azal, administré par application topique 

(DL50 : 0,63 µg) à l’émergence des adultes de D. melanogaster (moyennes et intervalles de 

confiance à 95 % ; n = 75-318). A : Pourcentages d’accouplements quand seuls les mâles sont 

traités. B : Pourcentages d’accouplements quand seules les femelles sont traitées. C : 

Pourcentages d’accouplements quand les deux sexes sont traités. Les nombres dans chaque 

barre indiquent le nombre de répétitions et les différentes lettres indiquent des différences 

significatives entre séries 2 à 2, p ≤ 0,05. 
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6. Effets du Neem-Azal sur l’activité des mâles 

Le Neem-Azal testé par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de l’émergence 

des adultes D. melanogaster est évalué sur l'activité et la mobilité des mâles dans un 

actimètre. Le nombre de passages des mâles a été observé au 2ème jour après traitement et 

pendant 8 jours. La figure 13 montre les profils moyens d'activité des mâles sur 24 heures 

chez les drosophiles témoins et traitées (correspondants à une moyenne de 8 jours). Il apparaît 

un profil d'activité similaire entre les deux groupes ; cependant, les mâles traités montrent une 

activité réduite entre 3 et 21h comparativement aux témoins (Fig. 13). 

En évaluant l'activité du mâle pendant les 8 jours de l'expérience, une réduction 

générale du nombre total de passages effectués par les mâles traités a été enregistrée 

comparativement aux témoins (Fig. 14). En effet, l’ANOVA à mesures répétées révèle un 

effet significatif du traitement (F1, 581 = 8.66, p < 0.01), du temps ou jours (F7, 581 = 5.90, p < 

0.001) mais l'interaction entre les deux facteurs (jour et traitement) n'est pas significative (F7, 

581 = 0.75, p = 0.65).  

Il est possible alors de conclure que les mâles traités sont moins actifs que les mâles témoins 

pendant les 8 jours de l'expérience. 
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Figure 13. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes de D. melanogaster. Les profils d'activité sont observés 48 h après 

l’application topique durant 8 jours (n = 42-43). 
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Figure 14. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes D. melanogaster. Les nombres de passages sont observées 48 h après 

l’application topique durant 8 jours (m ± ET ; n = 42-43). ** différences significatives à p ≤ 

0.01. 



RESULTATS 
 

49 

 

7. Effets du Neem-Azal sur le stockage des spermatozoïdes chez les femelles 

                 Le Neem-Azal, testé par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de 

l’émergence des adultes de D. melanogaster ne présente aucun effet sur le stockage du sperme 

dans le réceptacle ventral (Fig. 15A) et la spermathèque (Fig. 15B). 

En effet, aucune différence significative n'est apparue entre les groupes traités (M50 + 

FT, MT + F50 and M50+ F50) et le groupe témoin (MT + FT), dans le réceptacle ventral (test 

exact de Fisher, p > 0.25) et dans la spermathèque (test exact de Fisher, p > 0.36). 
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Figure 15. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes de D. melanogaster. A : Dans le réceptacle ventral. B : dans la 

spermathèque. Les femelles sont observées 3 h après l'accouplement (MT : mâle témoin ; FT: 

femelle témoin ; M50 : mâle traité ; F50 : femelle traité) survenant 48 h après l’application 

topique (moyennes et intervalles de confiance à 95% ; n = 30-33). Les numéros dans les 

barres indiquent le nombre de répétitions. 
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8. Effets du Neem-Azal sur la réceptivité sexuelle des femelles 

Le Neem-Azal, testé par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de l’émergence 

des adultes D. melanogaster, induit une augmentation dans la réceptivité sexuelle des 

femelles, évaluée par un nombre de réaccouplements plus important (Fig. 16). En effet, 

comparativement aux témoins (MT + FT, 15.3 %), la proportion de réaccouplement, sept jours 

après le premier, est significativement plus forte quand les deux sexes sont traités (M50+ F50, 

32.7 %, test exact de Fisher, p < 0.05). L'effet est proche de la significativité quand seules les 

femelles sont traitées (MT + F50, 28.4%, test exact de Fisher, p = 0.078). Cependant, quand 

seuls les mâles sont traités aucune différence n'est observée (M50 + FT, 15.8 %, test exact de 

Fisher, p = 1.0). 
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Figure 16. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes de D. melanogaster. Les pourcentages de réaccouplement des 

femelles sont obtenus 7 jours après le premier accouplement (MT : mâle témoin ; FT : femelle 

témoin ; M50 : mâle traité ; F50 : femelle traitée) survenant 48 h après l’application topique 

(moyennes et intervalles de confiance à 95% ; n = 38-95). Les numéros dans les barres 

indiquent le nombre de répétitions ; * différences significatives à p ≤ 0.05. 
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9. Effets du Neem-Azal sur la stérilité des femelles 

Le Neem-Azal, testé par application topique à la DL50 (0,63 µg) le jour de l’émergence 

des adultes D. melanogaster, a aussi un effet sur la stérilité des femelles (Fig. 17). Le 

pourcentage de femelles stérile augmente quand les deux sexes sont traités (26.9%) 

comparativement aux témoins (8.5%, test exact de Fisher, p < 0.05). Cependant, pour les 

séries où seulement les mâles (5.3 %) ou les femelles sont traités (18.9 %), aucun effet 

significatif n'est observé comparé aux témoins (test exact de Fisher, respectivement p = 0.70 

et p = 0.10). 
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Figure 17. Effets du Neem-Azal, administré par application topique (DL50 : 0,63 µg) à 

l’émergence des adultes de D. melanogaster. Les pourcentages de femelles stériles sont 

déterminés 2 jours après le premier accouplement (MT : mâle témoin ; FT : femelle témoin ; 

M50 : mâle traité ; F50 : femelle traité) survenant 48 h après l’application topique (moyennes et 

intervalles de confiance à 95% ; n = 38-95). Les numéros dans les barres indiquent le nombre 

de répétitions ; * différences significatives à p ≤ 0.05. 
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DISCUSSION 

L'azadirachtine, évaluée chez les adultes D. melanogaster, révèle chez les survivants de cet 

insecte un impact significatif sur la reproduction. L’azadirachtine, administrée par application 

topique, sur les adultes nouvellement émergés, induit une mortalité qui varie de 13,92 à 

71,80% en fonction des doses et qui reste comparable quel que soit le temps après traitement 

(de 24 à 144 heures). Ce résultat est en accord avec ceux d'Andreazza et al. (2017) chez deux 

autres espèces de Drosophilidae, Drosophila suzukii (Matsumara) et Zaprionus indianus 

(Gupta). L’azadirachtine agit avec un effet dose-dépendant et la DL50 évaluée 24 h après le 

traitement (0,63 µg ou 630 ppm) est proche de celle trouvée (0 ,67 µg) par Bezzar-Bendjazia 

et al. (2016), bien que dans notre cas une application topique soit réalisée chez les larves de 

dernier stade. L’azadirachtine semble être moins toxique chez D. melanogaster (1,17 µg) 

après une application topique sur les pupes nouvellement exuviées (Boulahbel et al., 2015). 

Similairement, l’huile de Neem, autre formulation commerciale de l’azadirachtine, induit une 

toxicité comparable chez Drosophila (Boulahbel et al., 2015), malgré une composition 

différente de par la présence supplémentaire de deux antiappétants (nimbine et salanine). La 

toxicité similaire de ces deux formulations différentes pourrait s’expliquer par le mode 

d'application utilisé (i.e. une administration orale aurait pu donner des résultats différents) 

mais aussi par la particularité du stade pupal qui ne se nourrit pas. La sensibilité réduite, notée 

chez les pupes comparativement au stade adulte, s’expliquerait par une pénétration moins 

importante du pesticide de par la présence du puparium, une activité réduite mais aussi un 

métabolisme différent à ce stade de développement. Par ailleurs, le stade pupal, phase critique 

de la formation de l’adulte de par la réorganisation radicale de la plupart des tissus et organes, 

reste très sensible à l’azadirachtine (Ureña et al., 2014 ; Boulahbel et al., 2015). 

L’azadirachtine présente une toxicité plus forte chez les adultes de D. suzukii et Z. indianus 

comparativement à D. melanogaster (Andreazza et al., 2017). En effet, une concentration de 
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seulement 12 ppm cause la mortalité de 40 % chez D. suzukii et Z. indianus. Des observations 

similaires ont été rapportées par De Andrade-Coelho et al. (2014) chez les adultes femelles 

d'un autre diptère Lutzomyia longipalpis. Cette différence de sensibilité a été, souvent, 

montrée dans la littérature et l’azadirachtine est citée comme un insecticide affectant, avec des 

effets variables, la survie de différentes espèces d'insectes (Tomé et al., 2013 ; Ahmad et al., 

2015 ; Poland et al., 2016 ; Asaduzzaman et al., 2016) ; ainsi, de fortes variations dans la 

sensibilité des insectes à l’azadirachtine ont été notées selon l'ordre, l'espèce, la formulation, 

ou la méthode d'application (Efrom et al., 2012 ; Abedi et al., 2014 ; Barbosa et al., 2015 ; 

Bernardes et al., 2016 ; Tofel et al., 2016). En effet, la sensibilité des insectes aux insecticides 

varie avec la régulation des récepteurs membranaires (Lavialle-Defaix et al., 2010), le taux de 

pénétration à travers la cuticule, l'absorption par les insectes, le transport dans les tissus du 

corps et le métabolisme (Besard et al., 2011). Divers mécanismes peuvent avoir un rôle dans 

l’induction de la toxicité aiguë de l’azadirachtine. Les effets de l’azadirachtine sur la mortalité 

adulte peuvent être liés à la cytotoxicité et à l'induction de l'apoptose via les récepteurs 

d'insuline et leurs voies de signalisation comme l’avait déjà supposé Lai et al. (2014) ; en 

outre, la voie de signalisation de l’insuline (Shao et al., 2016) est connue pour interagir avec 

l’HJ et les ecdystéroïdes (Toivonen et Partridge, 2009 ; Nässel et Broeck, 2016), hormones 

inhibées par cet insecticide. L’apoptose induite par l’azadirachtine provoque une 

désorganisation générale dans les organes de D. melanogaster (Xu et al., 2016), mais aussi 

chez d'autres espèces (Mordue et al., 2005 ; Wang et al., 2015 ; Shao et al., 2016). Ainsi, des 

effets négatifs sur différents tissus, comme les muscles (via la suppression du péristaltisme), 

le corps gras et les cellules épithéliales de l’intestin ont été, particulièrement, rapportés 

(Mordue et al., 2005 ; Shannag et al., 2015). La diminution de la consommation alimentaire et 

les effets biochimiques (diminution de l’activité ou de la production de l’α-amylase, 

chitinases, de protéases et de lipases), publiés récemment chez D. melanogaster (Kilani-
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Morakchi et al., 2017), peuvent aussi contribuer à la toxicité aiguë de l’azadirachtine. Par 

ailleurs, l’azadirachtine affecte, via les chitinases, la chitine (Senthil-Nathan, 2013 ; Kilani-

Morakchi et al., 2017) présente dans la membrane péritrophique et dont le rôle est la 

protection de l’intestin moyen contre les dégâts mécaniques et les composés toxiques 

(Senthil-Nathan, 2013). En outre, l’azadirachtine pourrait aussi induire des dommages 

morphologiques et physiologiques sur les glandes salivaires, comme cela a été noté par 

Remedio et al. (2016) chez les acariens (Rhipicephalus sanguineus, Latreille). Chez 

Drosophila, l'activité rythmique des muscles alimentaires est contrôlée par des neurones 

moteurs spécifiques (Friedrich et al., 2016) ; aussi, la cytotoxicité peut être expliquée par le 

blocage des canaux calciques dépendants et leur impact sur les synapses cholinergiques (Qiao 

et al., 2014). Ainsi, la nutrition semble largement affectée par l’azadirachtine et il est établi, 

chez D. melanogaster, que la mortalité peut augmenter si l'équilibre nutritionnel est impacté 

(Lee, 2015) ; par ailleurs, la lutte contre le stress toxique, lié à l’azadirachtine (Dere et al., 

2015 ; Boulahbel et al., 2015) peut impliquer une forte demande d'énergie (Piri et al., 2014) 

pouvant être non disponible de par les effets sus-cités de l’azadirachtine. Ainsi, tous ces 

processus qui affectent l'état nutritionnel de la drosophile, immédiatement après la 

métamorphose, pourraient être potentiellement fatal et donc contribuer à la mortalité observée 

dans cette étude. 

 

Des variations quantitatives et qualitatives de la nutrition influencent aussi 

significativement la reproduction et le comportement tout comme le succès reproducteur dans 

son ensemble (Thompson et Pellmyr, 1991). Chez Drosophila, des modifications dans 

l’homéostasie énergétique affectent sévèrement la reproduction (Sieber et Spradling, 2015 ; 

Zheng et al., 2016) et il est démontré qu’une composition en lipides correcte s’avère cruciale 

pour la spermatogenèse (Laurinyecz et al., 2016). Chez D. melanogaster, les voies de 
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signalisation de l’insuline, des ecdystéroïdes et de l’HJ jouent un rôle crucial dans le succès 

de la reproduction (Toivonen et Partridge, 2009 ; Nässel et Broeck, 2016) et les observations 

notées dans notre étude indiquent des effets toxiques de cet insecticide sur la reproduction. En 

effet, la fécondité et la fertilité chez D. melanogaster ayant survécu au traitement à 

l’azadirachtine ont été négativement affectées, entraînant une diminution de la descendance. 

Ces effets dépressifs ont été positivement corrélés avec une réduction du nombre de cystes et 

d'ovocytes, une augmentation des anomalies de positionnement des noyaux des spermatocytes 

et une diminution de la taille de l’ovocyte basal ; tous ces résultats concourent à expliquer la 

baisse du nombre d’individus issus des adultes traités à l’émergence. Les effets de 

l'azadirachtine sur la fécondité et l’oviposition ont également été rapportés chez D. 

melanogaster (Bezzar-Bendjazia et al., 2016 ; Boulahbel et al., 2015) ou d’autres diptères 

(Anopheles stephensi, Cecidomyiidae) (Dembo et al., 2015 ; Evans et Hallett, 2016) mais 

aussi dans plusieurs ordres d’insectes (lépidoptères, hyménoptères, coléoptères,) (Abedi et al., 

2014 ; Barbosa et al., 2015; Tofel et al., 2016). L’azadirachtine cause des effets significatifs 

sur le système reproducteur des insectes mâles et femelles en causant des altérations et des 

changements morphologiques dans les ovocytes et spermatocytes (Mordue et al., 2005 ; 

Remedio et al., 2015). L’inhibition de l’oogénèse et de la spermiogénèse ont également été 

citées (Mordue et al., 2005 ; Chaudhary et al., 2017).   

 

La diminution dans le nombre d’ovocytes et dans la taille de l'ovocyte basal chez les femelles 

peut être expliquée par une sévère dégénérescence des cellules folliculaires, une 

fragmentation des vésicules germinales (Mordue et al., 2005 ; Ahmad et al., 2015) et des 

altérations mitochondriales (Shaurub et al., 2014) causées par cet insecticide. En outre, 

l’azadirachtine altère ou empêche la formation de nouveaux éléments d’actine dans le 

cytosquelette, induisant une perturbation dans la division cellulaire et pouvant bloquer le 
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transport des éléments nutritifs (Mordue et al., 2005). Ceci peut affecter le déchargement du 

contenu cytoplasmique dans les cellules nourricières de l'ovocyte et impacter la vitellogénèse 

(Swevers et al., 2005). L’inhibition de la vitellogénèse a déjà été rapportée chez D. 

melanogaster après traitement à l’azadirachtine (Boulahbel et al., 2015). En outre, 

l’azadirachtine peut également interférer avec la synthèse de la vitellogénine et/ou son 

assimilation, affectant ainsi le développement de l'ovocyte via l'HJ (Mordue et al., 2005 ; 

Chaudhary et al., 2017). L’impact de l’azadirachtine chez les adultes de femelles D. 

melanogaster peut être lié au fait que l’HJ stimule la vitellogénèse pour le développement des 

ovocytes et constitue, conjointement avec la 20E et l’insuline, un point de contrôle sensible et 

crucial dans l’oogénèse (Toinoven and Partridge, 2009 ; Shao et al., 2016; Nässel et Broeck., 

2016). Les voies de signalisation de l’ecdysone ou de l’HJ semblent aussi être impliquées 

dans la régulation des microvillosités au niveau des cellules épithéliales folliculaires (Romani 

et al., 2016) ou encore au niveau de l’intestin, avec une réorganisation des entérocytes 

permettant l’obtention d’un plus grand organe afin de soutenir l’augmentation du métabolisme 

lipidique nécessaire à la reproduction chez D. melanogaster (Shingleton, 2015). Ainsi, un 

équilibre approprié entre l’HJ et la 20E a une importance primordiale pour une évolution 

normale de l'ovogénèse chez cet insecte, la vitellogénèse et la spermatogenèse (Swevers et al., 

2005 ; Wu et al., 2016). La réduction du nombre de cystes et les anomalies observées peuvent 

s'expliquer par l'impact de l'azadirachtine sur le processus méiotique responsable de la 

production de sperme ainsi que sur les structures cellulaires et histologiques (Mordue et al., 

2005). En effet, chez les mâles de Mylabris indica (Coleoptera), Vivekananthan et Suresh, 

(2014) ont noté des changements au niveau testiculaire, comme la vacuolisation, le 

rétrécissement des cystes, l’agglutination et la fragmentation de la chromatine, la 

désintégration et la dégénérescence des cellules germinales comme les spermatogonies, les 

spermatocytes, les spermatides et les spermatozoïdes. Ces effets de l'azadirachtine, chez les 
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adultes mâles, pourrait s’expliquer par l'action antagoniste sur les ecdystéroïdes, hormones 

nécessaires à la spermatogenèse; parallèlement, l’HJ est aussi nécessaire pour la synthèse de 

protéines dans les glandes accessoires mâles (Toivonen et Partridge, 2009).  

 

La diminution de la descendance, chez les adultes de D. melanogaster, liée à la 

réduction du succès à l’accouplement que nous avons observé, suggèrent un fort impact 

délétère (une réduction de 98 %) du traitement à l’azadirachtine (DL50) sur le rendement 

reproducteur. En effet, l’application topique d’azadirachtine induit une baisse dans les 

accouplements dans toutes les conditions testées (conditions de choix et de non choix). 

Similairement, divers IGDs, comme les agonistes des ecdysteroïdes, démontrent une 

diminution de la fertilité avec une réduction du succès d’accouplement chez plusieurs espèces 

d’insectes (Smagghe et Degheele 1992 ; Dallaire et al., 2004 ; Pineda et al., 2007 ; Kilani-

Morakchi et al., 2009, 2014). 

Le comportement d’accouplement chez les mâles de D. melanogaster serait aussi contrôlé par 

les voies de signalisation de l’insuline et des ecdystéroïdes (Teseo et al., 2016 ;) mais l’HJ 

joue aussi un rôle important dans la régulation de ce processus (Wijesekera et al., 2016). Par 

conséquent, l’impact de l’azadirachtine observé sur l’accouplement peut s’expliquer par la 

vaste littérature relatant l’inhibition de l’HJ et des ecdystéroïdes par l’action de ce pesticide 

(Mordue et al., 2005) et leur interaction avec les voix de signalisation de l’insuline (Nässel et 

Broeck., 2016). 

Dans les conditions de choix et de non choix, seul le traitement des mâles réduit les 

accouplements chez D. melanogaster. Quand la femelle a le choix, elle s’accouple de manière 

moins fréquente avec les mâles traités. Cependant, le traitement de la femelle induit aussi un 

impact sur la probabilité de l’accouplement car quand les mâles ont le choix, ils s’accouplent 

moins avec les femelles traitées. La capacité d’accouplement des mâles peut être affectée par 



DISCUSSION 
 

58 

 

la diminution de leur activité ou mobilité ; en effet, les expérimentations réalisées avec 

l’actimètre (DAM) révèlent clairement que les mâles traités sont moins actifs que les mâles 

témoins malgré des rythmes nycthéméraux similaires. Ces résultats sont en accord avec ceux 

de Lima et al. (2015) qui reportent des résultats similaires chez Neoseiulus baraki (Acari). 

Ces auteurs ont aussi noté que si le pesticide impacte l’activité globale des mâles, la recherche 

de la femelle n’est pas affectée (Lima et al. 2015). Ainsi, les différences observées entre 

toutes les conditions testées peuvent être attribuées à la mobilité des mâles mais aussi à l’état 

physiologique des femelles. En effet, l’accouplement est une interaction entre les deux sexes 

et les comportements des deux partenaires sont susceptibles d’interagir et d’influencer le 

succès de l’acceptation de l’un par l’autre. Par conséquent, les changements dans l’attractivité 

sexuelle de la femelle peuvent être liés à l’action antagoniste de l’azadirachtine sur les deux 

hormones majeures (HJ et ecdystéroïdes) impliquées dans le processus de reproduction 

(Swevers et al., 2005) et aussi être liés à l’infertilé observée et induite par le pesticide 

(Mordue et al., 2005 ; Boulahbel et al., 2015 ; Aribi et al., 2017 ; Oulhaci et al., 2017). Il est 

clairement établi que le rétrocontrôle et/ou la libération d’ecdysone et de l’HJ sont dépendants 

d’une régulation nerveuse (Song et Gilbert, 1996 ; Schoofs et al., 2017). En outre, 

l’azadirachtine est connue pour son action neurotoxique par blocage des canaux calciques 

dépendants d’un potentiel d’action (Qiao et al., 2014). Par ailleurs, pour le comportement de 

cour et le succès des accouplements, de nombreux modes de communications sensorielles, en 

particulier l’olfaction, sont nécessaires pour permettre aux mâles D. melanogaster de trouver 

leurs partenaires (Ziegler et al., 2013 ; Lone et al., 2015 ; Lin et al., 2015). Ainsi, la 

diminution des accouplements, observée dans toutes les conditions, pourrait aussi être liée à 

un impact de l’azadirachtine sur ces divers circuits sensoriels chez les mâles traités. 

Les décisions d’accouplement sont contrôlées par un équilibre entre des mécanismes 

excitateurs et inhibiteurs au niveau des neurones régulant le comportement de cour (Kallman 
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et al., 2015). Les neuromodulateurs comme la sérotonine (5-HT), l’octapamine (OA) et la 

dopamine (DA) ont, chez les adultes Drosophila des effets centraux sur le cerveau en relation 

avec l’apprentissage ou le comportement et leurs diverses actions peuvent influencer la 

décision d’entreprendre des activités de locomotion, de vol, de lutte ou de comportement de 

cour (Hoopfer, 2016 ; Lin et al., 2016 ; Majeed et al., 2016). Chez Drosophila, des circuits 

sexuels dimorphiques (neurones moteurs, interneurones et neurones mécanosensoriels) 

contrôlent les processus reproducteurs comme l’éjection du sperme chez les mâles, 

l’extension de l’ovipositeur, le stockage du sperme et la décision de ponte chez les femelles 

(Lee et al., 2015 ; Kimura et al., 2015 ; Wu et al., 2015). Par ailleurs, la DA interagit 

différentiellement avec l’HJ en fonction du sexe de l’animal (Argue et al., 2013) et est connu 

pour induire le développement ovarien, la réceptivité sexuelle et la fertilité (Neckameyer, 

1996 ; Gruntenko et al., 2005, 2007 ; Sasaki et al., 2012). En outre, des études récentes ont 

démontré que les voies de signalisation de l’insuline régulent le métabolisme de l’HJ et de la 

DA (Rauschenbach et al., 2017). Par conséquent, l’impact de l’azadirachtine sur la 

signalisation de l’insuline et de l’HJ tout comme son action neurotoxique pourrait expliquer la 

plus grande sensibilité des femelles, notée dans nos expérimentations et ceci, malgré une 

survie similaire à l’azadirachtine entre mâles et femelles (Oulhaci et al., 2017). Ainsi, aucun 

effet significatif n’est observé dans les réponses post-accouplement chez les mâles traités.  

L’accouplement stimule la prolifération des cellules souches germinales femelles (GSC) chez 

D. melanogaster via la voie de signalisation des ecdysteroïdes (Ameku et Niwa, 2016) ; 

l’activité des GSC est régulée de manière coordonnée avec le système endocrine pour soutenir 

le succès reproducteur en réponse à l’accouplement (Ameku et Niwa, 2016 ; Schoofs et al., 

2017). En outre, l’ovogénèse, la vitellogénèse, la maturation des œufs et l’oviposition sont 

contrôlés par les ecdysteroïdes et l’HJ (Swevers et al., 2005 ; Jagadeeshan et al., 2015). Ainsi, 

un grand nombre de mécanismes peuvent être impliqués pour expliquer l’impact de 
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l’azadirachtine observé sur la fertilité des femelles. Les résultats obtenus sur la stérilité chez 

les femelles traitées montrent des valeurs plus hautes comparativement à ceux obtenus chez 

les mâles traités mais ils ne sont pas significativement différents. Ceci pourrait être lié à 

l’impact du pesticide sur la ponte qui induit une variabilité considérable entre les individus sur 

la période de ponte. Une plus longue période d'expérimentation aurait peut être démontré une 

différence significative. Quand l’accouplement se produit, aucun effet n’est, cependant, noté 

sur l’efficacité de l’accouplement évalué par la présence de sperme dans les voies génitales 

femelles (spermathèque et réceptacle ventral). Chez les femelles D. melanogaster, la 

libération du sperme est régulée par des neuromodulateurs comme l’OA (Avila et al., 2012). 

A ce niveau, l’azadirachtine pourrait, via son action neurotoxique, bloquer l’utilisation du 

sperme dans le tractus génital.  

Nos résultats montrent que la stérilité des femelles est positivement corrélée avec 

l’augmentation des réaccouplements. Chez les femelles non traitées, il est établi que la 

diminution de la ponte ou la production d’oeufs non fertiles induit un nouvel accouplement 

(Gromko et al., 1984). Par conséquent, l’impact de l’azadirachtine affectant la fertilité des 

femelles pourrait expliquer l’augmentation des réaccouplements quand les deux sexes sont 

traités. La hausse des réaccouplements peut aussi être liée à un impact de l’azadirachtine sur 

la synthèse des protéines au niveau des glandes accessoires mâles (notamment sur le Sex 

peptide) via l’implication de l’HJ (Wilson et al., 2003). De telles modifications potentielles 

dans le fluide séminal seraient en faveur d’une plus grande réceptivité et d’un plus fort taux 

de réaccouplement de la femelle. Par ailleurs, chez D melanogaster, le taux de 

réaccouplement des femelles peut être modulé par l’action de l’HJ via la régulation des 

phéromones sexuelles et des hydrocarbures cuticulaires (Bilen et al., 2013 ; Bontonou et al., 

2015). Tout comme l’HJ, la voie de signalisation des ecdystéroïdes est essentielle dans la 

synthèse des phéromones pour la maintenance des lipides cuticulaires et des oenocytes tout au 
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long de la vie de l’adulte (Chiang et al., 2016) et ces paramètres peuvent altérer aussi bien la 

physiologie reproductive que le comportement sexuel des individus traités. 

Finalement, l’azadirachtine affecte la reproduction aussi bien chez les mâles et les 

femelles de D. melanogaster. Le niveau optimal de nutrition, déjà cité précédemment, est 

indispensable pour maximiser le succès reproducteur à travers l’initiation chez les femelles de 

réponses pré- et post-accouplements efficaces (Fricke et al., 2008 ; Moghadam et al., 2015). 

En outre, la nutrition et la reproduction sont deux processus régulés par l’insuline, l’HJ, les 

ecdystéroïdes et dépendent de leurs nombreuses interactions. Le stress oxydatif induit par 

l’azadirachtine chez D. melanogaster (Boulahbel et al., 2015) peut également interagir avec 

les ecdystéroïdes et les voies de signalisation de l’insuline (Puig et Matilla, 2011). 

L’azadirachtine montre une survie similaire à DL50 chez les mâles et les femelles de D. 

melanogaster (Oulhaci et al., 2017). Cet effet a été aussi trouvé chez d'autres espèces comme 

Blatta orientalis traité avec l’azadirachtine (Tine et al., 2011) ou Blattella germanica traité 

avec le spinosad (un autre pesticide naturel) (Maiza et al., 2013). Néanmoins, chez Blattella 

germanica et pour plusieurs autres pesticides (bendiocarbe, chlorpyrifos, cyfluthrine, 

cypermethrine, fenvalerate, hydramethylnon, malathion, propetamphos, propoxur et 

pyrethrins) une différence de toxicité (DL50) a été observée entre les mâles et les femelles, 

mais aussi entre les femelles, gravides ou non (Abd-Elghafar et al., 1990). Les pesticides 

peuvent, cependant, agir différemment dans la même espèce. En effet, chez Trichogramma 

chilonis (Hymenoptera) l’exposition à la Bêta-cypermethrin (DL20) induit une diminution de 

la production de phéromone sexuelle spécifique mâle et du taux d’accouplement mais sans 

diminuer l'activité locomotrice de mâles traités, tandis que l'exposition au spinosad (DL20) 

cause une diminution significative dans l'activité locomotrice mâle de T. chilonis, mais 

n'affecte pas la production de phéromone sexuelle spécifique mâle ou le taux d’accouplement 

(Wang et al., 2017). 



DISCUSSION 
 

62 

 

Ainsi, ce travail a mis en évidence l’impact de l’azadirachtine sur la reproduction de 

D.melanogaster après 24 heures de traitement avec des effets délétères sur les différentes 

étapes de ce processus. L’impact de l’azadirachtine peut s’expliquer par son action sur l’HJ, 

les ecdystéroides (Mordue et al., 2005, 2010) et l’insuline (Shao et al., 2016) ; néanmoins, les 

interrelations entre ces diverses voies de signalisations mais aussi la connexion étroite entre 

les systèmes endocrine, neuroendocrine et nerveux suggèrent également des actions indirectes 

de l’azadirachtine (Toivonen et Partridge, 2009; Nässel et Broeck, 2016 ; Rauschenbach et al.,  

2017).  

 

L’étude des effets sublétaux des pesticides (comme l’azadiractine et autres molécules 

à faible impact environnemental) sont particulièrement importants car ils peuvent permettre 

une meilleure compréhension des mécanismes toxicologiques induits par le traitement. Par 

conséquent, le choix des pesticides dans le domaine appliqué (utilisés en traitement seul ou 

combiné) peut être facilité. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

L’application topique d’une formulation commerciale d’azadirachtine, le Neem-Azal, 

chez les adultes nouvellement émergés de D. melanogaster met en évidence des effets 

toxiques, après seulement 24 heures de traitement. L’azadirachtine agit avec un effet dose-

dépendant et induit une mortalité qui reste comparable en fonction du temps après traitement 

(de 24 à 144 heures). Les doses létales déterminées, telle que la DL50 (0,67 μg), sont atteintes 

avec des valeurs beaucoup plus fortes de produit chez D. melanogaster comparativement à 

d’autres diptères ravageurs ; cette espèce non visée par les traitements insecticides semble 

donc moins sensible à l’azadirachtine.    

Toutefois, l’azadirachtine réduit dans toutes les conditions testées le nombre 

d’individus (oeufs, larves, pupes et adultes), issus des couples adultes qui ont survécu au 

traitement ; cependant, la plus grande sensibilité, notée chez les femelles traitées, pourrait 

s’expliquer par une physiologie distincte entre les sexes. La diminution dans la fertilité et la 

fécondité chez les adultes de D. melanogaster semble liée à la diminution significative du 

nombre de cystes chez les mâles et d’ovocytes chez les femelles ; par ailleurs, la baisse dans 

le volume de l’ovocyte basal et l’augmentation des anomalies dans les spermatocytes 

supportent la réduction de la capacité reproductive observée chez les adultes. Cet impact peut 

aussi être relié à la régression dans le pourcentage des accouplements qui est observée dans 

toutes les conditions testées (non choix, choix du mâle et choix de la femelle) et tout 

particulièrement lorsque le mâle est traité.  

La capacité d’accouplement des mâles pourrait être affectée par la diminution de leur 

activité ou mobilité et ceci malgré des rythmes nycthéméraux similaires aux individus 

témoins. La diminution des accouplements, chez les mâles traités, pourrait aussi être liée à un 

impact de l’azadirachtine sur de nombreuses modalités sensorielles comme l’olfaction. En 

outre, l’état physiologique de la femelle comme une attractivité sexuelle diminuée pourrait 
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aussi être la cause de l’absence d’accouplement. Par ailleurs, une action inhibitrice de 

l’azadirachtine sur la capacité reproductrice des adultes de D. melanogaster via la voie des 

neuromodulateurs n’est pas à exclure. 

La réduction des accouplements explique, également, la baisse de la fertilité ou la 

stérilité observée ; cependant, l’azadirachtine ne montre aucun effet sur le stockage des 

spermatozoïdes dans les voies génitales femelles (spermathèque et réceptacle ventral) quand 

les accouplements se produisent. Par conséquent, l’utilisation du sperme pourrait être affectée 

par un blocage éventuel au niveau du tractus génital. La stérilité des femelles est positivement 

corrélée avec un nombre croissant de ré-accouplement et la diminution de la capacité 

reproductive pourrait expliquer l’augmentation des réaccouplements quand les deux sexes 

sont traités. En outre, des modifications potentielles dans le fluide séminal pourraient être en 

faveur de l’augmentation de la réceptivité de la femelle et du taux de réaccouplement.  

L’impact de l’azadirachtine sur tous les événements reproductifs cités ci-dessus est 

expliqué via une action inhibitrice sur l’HJ et les ecdystéroïdes ou encore un impact sur la 

voie de signalisation de l’insuline. En outre, les interactions entre l’insuline, l’HJ et 

l’ecdysone sont clairement établies dans la littérature et le lien entre l’insuline et les 

neuromodulateurs (DA par exemple) vient d’être mis en évidence (Rauschenbach et al., 

2017). En outre, le contrôle nerveux régulant ces différents éléments pourrait être affecté, via 

le blocage des canaux calciques voltage-dépendants, de par l’action neurotoxique de 

l’azadirachtine. Ainsi, l’inhibition de la reproduction chez D. melanogaster induit par 

l’azadirachtine peut être expliquée par une action directe et/ou indirecte ou encore par des 

effets domino sur le système endocrine, neuroendocrine et neuronal. Des nouvelles 

investigations sont nécessaires pour une meilleure compréhension de ces effets et 

particulièrement pour comprendre la différence de sensibilité entre les sexes.  

Les outils moléculaires disponibles sur le modèle D. melanogaster combinés à 
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différentes méthodes de dosage de molécules devraient contribuer à une meilleure 

compréhension du ou des mécanismes d'action de l'azadirachtine.  

Ainsi il pourrait être envisagé de : 

- Inhibition de l’expression des gènes par ARNi qui permettrait peut-être d’en savoir plus sur 

chacune des voies de signalisation.   

- Après extraction des ARN, mesurer par PCR le niveau de transcription des différents gènes 

du métabolisme pour déterminer l'action de l'azadirachtine au niveau de la transcription.   

- Quantifier l’expression des marqueurs des différents types cellulaires aux différents stades 

de différenciation de la spermatogenèse par PCR (réaction en chaîne par polymérase) en 

temps réel des individus traités afin de déterminer précisément l’origine de l’infertilité chez 

les mâles. 

- Effet de l’azadirachtine sur la survie et la productivité de l’injection dans l’abdomen des 

femelles des protéines des glandes accessoires mâles traités ou non afin d’analyser l’impact de 

l’azadirachtine dans toutes les étapes de la fécondation. 

L’ensemble de ces expérimentations pourront certainement apporter des précisions 

quant aux différents scénarios proposés ici jouant un rôle déterminant dans la déficience de la 

fonction reproductrice observée. Ainsi, les futures recherches auront pour objectif de tenter 

d’apporter des réponses aux questions essentielles sur le mode d’action de l’azadirachtine et 

sur les voies de signalisation concernées comme l’HJ, la 20E et l’insuline :  

1. l’une de ces voies est-elle ciblée en premier ou non ? 

2. Comment se produit l’effet domino de par l’interaction de ces différentes voies ? 

3. Du fait de leur lien étroit, le système nerveux (et les neuromodulateurs) est –il 

impacté avant ou après le système endocrine ? 

Parallèlement à la biologie moléculaire, divers traitements combinés (azadirachtine-HJ-20E) 
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pourront aussi aider à mieux comprendre les interactions entre les voies de signalisation HJ-

20E et à préciser quel est le signal dominant qui induit toute la cascade d’événements. En 

effet, Boulahbel et al., (2015) montrent chez D. melanogaster que l’application de la 20E, 24 

à 48 heures après le traitement semble compenser les effets dépressifs induits par 

l’azadirachtine. Par ailleurs, la voie de signalisation de l’insuline, étroitement liée à celles de 

la 20E et de l’HJ ne devra pas être écartée dans ces expérimentations. 

Ces perspectives de recherche fondamentale n’excluent pas l’apport d’informations 

intéressantes que peuvent fournir nos résultats sur le terrain. En effet, l’azadirachtine, 

largement recommandé dans les programmes de gestion des espèces nuisibles (Tomé et al., 

2013) peut être utilisé dans le contrôle d’une espèce invasive Drosophila suzukii qui cause des 

dégâts considérables sur une très large variété de fruits d’intérêt économique (Andreazza et 

al., 2017). L’utilisation de l’azadirachtine devra se faire dans le cadre d’une lutte intégrée et 

en tenant compte des cycles de développement des ennemis naturels potentiels mais aussi des 

organismes non visés. De ce point de vu, un suivi plus large de la biodiversité dans et autour 

des espaces traités devrait permettre d’apporter des éléments contribuant à évaluer l’impact 

environnemental de ce type de pesticide. 

Cette thèse a ainsi permis de mettre en évidence des effets importants sur la 

reproduction et le succès reproducteur, tant des mâles que des femelles, chez une espèce 

d’insecte non cible vis-à-vis des ravageurs de cultures. Elle vient alimenter un ensemble de 

résultats indiquant les effets très larges de l’azadirachtine sur une grande diversité d’espèces, 

y compris chez les vertébrés. De telles études sont importantes pour interroger les conditions 

d’usage de ces molécules dans la nature et promouvoir des pratiques alternatives plus 

respectueuses de la biodiversité et de l’environnement. Le domaine médical pourrait aussi 

bénéficier de ces études de par, l’utilisation de l’azadirachtine dans diverses pathologies dont 

le cancer (Hao et al., 2014). 



 

  

 

RESUMES 

 

 

 



RESUMES 
 

67 

 

RESUME 

 
L’azadirachtine, pesticide naturel le plus utilisé en agriculture, représente une 

alternative aux insecticides conventionnels. Cependant, ses effets sur la reproduction, la 

compréhension de son mode d’action et son impact sur les organismes non visés doivent être 

précisés. Aussi, les effets létaux et sublétaux de l'azadirachtine, sur la reproduction chez un 

insecte modèle, Drosophila melanogaster (Meigen) ont été examinés. L’évaluation de la 

survie de la descendance a été effectuée en tenant compte de divers paramètres de 

reproduction : la spermatogenèse, l’ovogenèse, les anomalies gamétiques, la fécondité, 

l'accouplement en conditions de choix et de non choix, la fertilité, la réceptivité sexuelle de la 

femelle et la mobilité du mâle. 

Les effets d’une formulation commerciale de l’azadirachtine, le Neem-Azal, ont tout 

d’abord été évalués sur la toxicité de cette molécule chez D. melanogaster. Différentes doses 

variant entre 0,1 et 1,2 μg ont été utilisées par application topique sur des adultes 

nouvellement émergés et les tests de toxicité classique ont permis la détermination des 

différentes doses létales (DL). Les DL25 et DL50 obtenues à partir d’une courbe dose-réponse 

et correspondant à une mortalité de 25 et 50% sont de 0,23 μg et 0,63 µg respectivement. 

L’azadirachtine, testée aux deux doses, montre un impact négatif sur la descendance 

au cours de la première génération en réduisant, de façon proportionnelle à la dose, le nombre 

d’individus à 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 

mais une plus grande sensibilité des femelles est notée.  

L’insecticide, testé à la DL50 induit une réduction significative du nombre d’ovocytes 

chez les femelles et de cystes chez les mâles mais aussi une diminution de la taille de 

l’ovocyte basal, ainsi qu’une augmentation des anomalies de positionnement des noyaux de 

spermatocyte. L’azadirachtine réduit, en outre, les accouplements dans les conditions de choix 

et non choix d’une manière significative et particulièrement quand le mâle est traité ; il n’y a 

cependant aucun effet sur le stockage des spermatozoïdes dans les voies génitales femelles. 

L’insecticide réduit d’une manière significative l’activité locomotrice des mâles mais 

augmente d’une manière significative les réaccouplements des femelles et leur stérilité surtout 

quand les deux sexes sont traités.  

 Ainsi, l'azadirachtine affecte la reproduction chez les mâles et les femelles de D. 

melanogaster via les évènements pré et post-copulatoires. Ces résultats obtenus chez cet 

insecte modèle pourront être utiles pour préciser le mécanisme d’action de ce pesticide mais 

aussi permettre une gestion plus raisonnée dans les programmes de lutte intégrée. 

 

 

 

 

 

Mots clés : Toxicité, Azadirachtine, Reproduction, D. melanogaster. 

 

 

 

 

 

 

 

 



RESUMES 
 

68 

 

ABSTRACT 

 

Azadirachtin, the most widely used natural pesticide in agriculture, is an alternative to 

conventional insecticides. However, its effects on reproduction, the understanding of its mode 

of action and its impact on non-target organisms need to be specified. Also, the lethal and 

sublethal effects of azadirachtin, on the reproduction in a model insect, Drosophila 

melanogaster (Meigen) were examined. The evaluation of the survival of the offspring was 

made by taking into account various reproductive parameters: the spermatogenesis, the 

oogenesis, the gametic abnormalities, the fecundity, the mating in choice and no choice 

conditions, the fertility, the female sexual receptivity and the motility of the male. 

The effects of a commercial formulation of azadirachtin, Neem-Azal, were first 

evaluated on the toxicity of this molecule in D. melanogaster. Different doses ranging from 

0.1 to 1.2 μg were used topically in newly emerged adults, and conventional toxicity tests 

allowed the determination of different lethal doses (LD). The LD25 and LD50 obtained from a 

dose-response curve and corresponding to a mortality of 25 and 50% are 0.23 μg and 0.63 μg 

respectively. 

Azadirachtin, tested at both doses, showed a negative impact on the offrsping during 

the first generation by reducing, in proportion to the dose, the number of individuals at all 

stages of development (eggs, larvae, pupae and adults). This reduction in fecundity and 

fertility is observed in different conditions of mating from treated males or females but a 

greater sensitivity of the females is noted. 

The insecticide, tested at the LD50 induces a significant reduction in the number of 

oocytes in females and cysts in males, but also a decrease in the size of the basal oocyte, as 

well as an increase in the anomalies of the nuclei position of spermatocytes. Azadirachtin 

further reduces matings in choice and no choice conditions in a significant way and especially 

when the male is treated; however, there is no effect on the storage of sperm in the female 

genital tract. The insecticide significantly reduces the locomotor activity of males but 

significantly increases females remating and sterility especially when both sexes are treated. 

Thus, azadirachtin affects reproduction in males and females of D. melanogaster via 

pre- and post-copulatory events. These results obtained in this model insect may be useful to 

clarify the mechanism of action of this pesticide and may also give indications for a more 

reasoned management in integrated pest management programs. 
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لخص  م
 

ىزىل فأّ ٍِ اىٌَٖ  ،ٍِ أمثش اىَثٞذاخ اىطثٞعٞح اسرخذاٍا فٜ اىضساعح مثذٝلا ىيَثٞذاخ اىرقيٞذٝح  Azadirachtineعذ اهٝ

فسص الأثاس اىََٞرح ٗ  اىٚذٖذف دساسرْا  .ذ٘ضٞر أثاسٓ عيٚ اىرناثش ٗ فٌٖ أسي٘ب عَئ عيٚ اىنائْاخ غٞش اىَسرٖذفح

ٗعيٞٔ  ، Drosophila melanogaster (Meigen) ج "رتاتح اىف٘امٔ"ىٖزا اىَثٞذ عيٚ ذناثش اىسششج اىَْ٘ر اىشثٔ ٍَٞرح

الإّداتٞح مرصْٞع اىسٞ٘اّاخ اىَْ٘ٝح، ذصْٞع اىث٘ٝضاخ، ذشٕ٘اخ  ىٌااىَعفقذ ذٌ ذقٌٞٞ اىْسو ٍع الأخز تعِٞ الاعرثاس ٍخريف 

، اىرقثو اىدْسٜ ىلإّاز ٗ ذْقو اىخص٘تح، اىقذساخ الإّداتٞح، الاقرشاُ فٜ ظشٗف الاخرٞاس ٗ عذً الاخرٞاس، الأٍشاج

 اىزم٘س.

 عْذ اىَشمةٕزا  سَٞح ، عيNeem azalٚب  اىَسَاج Azadirachtineٍِ  ذداسٝحذٌ ذقٌٞٞ أثاس صٞاغح 

.D. melanogaster 1,2ٗ  0,1سرخذٍد خشعاخ ٍخريفح ذرشاٗذ تِٞ إ gµ  ٚاىسششاخ ت٘اسطح اىرطثٞق اىَ٘ضعٜ عي

  DL25 ٗDL50اىسص٘ه عيٚ  ذٌ ،(DL)خشعاخ ٍَٞرح ٍخريفح  ترسذٝذاىرقيذٝح سَسد  اىسَٞح، الإخرثاساخ ٍنرَيح اىَْ٘

 عيٚ اىر٘اىٜ. gµ 0,63ٗ  0,23ٕٜ  50 %ٗ  25اىدشعح ٗالاسرداتح ٗ اىَطاتقح ى٘فٞاخ  ٍِ ٍْسْٚ

ىدٞو ا أتْاء، ذأثٞشا سيثٞا عيٚ  DL25 ٗDL50 عرِٞتاىدشAzadirachtine أظٖش اخرثاس  فٜ سيسيح أٗىٚ ٍِ اىرداسب

ٗ اىنثاس( ٝع٘د ٕزا الاّخفاض  ٝشقاخ، عزاسٙالأٗه عِ طشٝق اىسذ ٍِ عذد الأفشاد فٜ خَٞع ٍشازو اىرط٘س )ت٘ٝضاخ، 

 اىخص٘تح ىَخريف الأصٗاج ٍع ذسدٞو زساسٞح أمثش ىلإّاز.  الإّداتٞح ٗ اىقذساخىٚ اخرلاه إ

ٗ  اىزم٘سخ عْذ الإّاز ٗ اىْطاف عْذ اىث٘ٝضامثٞش فٜ عذد  ّخفاضإٝؤدٛ إىٚ  DL50 اىدشعحإخرثاس ٍثٞذ اىسششاخ تا

 Azadirachtine مَا ٝقيو ،فٜ زدٌ اىث٘ٝضح اىقاعذٝح، ٗصٝادج فٜ زالاخ اىشزٗر ىَ٘اقع اىْ٘ٙ ىيْطاف ّخفاضإىنِ أٝضا 

ش ٕاٍح ٗ خاصح عْذ ٍعاىدح اىزم٘س، ٗ ٍع رىل ىٞس ْٕاك ذأثٞ تطشٝقحالإقرشاّاخ فٜ ظشٗف الإخرٞاس ٗ عذً الإخرٞاس ٍِ 

 ٍععيٚ ذخضِٝ اىسٞ٘اّاخ اىَْ٘ٝح فٜ اىدٖاص اىرْاسيٜ ىلإّاز. ٍثٞذ اىسششاخ ٝقيو تشنو مثٞش ٍِ اىْشاط اىسشمٜ ىيزم٘س 

 .صٝادج مثٞشج فٜ إعادج الإقرشاُ ٗ اىعقٌ ىلإّاز ٗ خص٘صا عْذٍا ٝرٌ علاج ملا اىدْسِٞ

عِ طشٝق الأزذاز ٍا قثو  D.melanogaster ٝؤثش عيٚ اىرناثش ىذٙ اىزم٘س ٗ الإّاز ه Azadirachtine فئُ ٕنزا،ٗ

ٕزٓ اىسششج اىَْ٘رخٞح ٍفٞذج ىر٘ضٞر آىٞح عَو ٕزا  عْذٗ قذ ذنُ٘ ٕزٓ اىْرائح اىرٜ ذٌ اىسص٘ه عيٖٞا  ،ٗ ٍا تعذ اىرناثش

  .فاخلآىاىَثٞذ ٗ ىنِ ذسَر أٝضا تئداسج ٍْطٞقٞح أمثش فٜ تشاٍح اىَنافسح اىَرناٍيح 
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Abstract

BACKGROUND: Azadirachtin is a prominent natural pesticide and represents an alternative to conventional insecticides.
It has been successfully used against insect pests. However, its effects on reproduction require further analysis. Here we
investigated lethal and sublethal effects of azadirachtin, on treated adults in a model insect, Drosophila melanogaster (Meigen).
Dose–mortality relationships as well as several parameters of reproduction (mating, spermatogenesis, oogenesis and fertility)
were examined.

RESULTS: Neem-Azal, a commercial formulation of azadirachtin, applied topically on newly emerged adults, increased mortality
with a positive dose-dependent relationship. The LD50 (0.63 𝝁g) was determined 24 h after treatment using a non-linear
regression. Adults surviving this dose had a mating success that was divided by 3 and a progeny production reduced by half when
males were treated, and even more when females were treated. When combining probability of survival, of mating and reduced
progeny, it appeared that LD50 induced a 98% reduction in reproductive rates. Reduced progeny was partially explained by the
effect of adult treatment on gametes number and abnormalities. The number of cysts and the apical nuclei positions within the
cysts decreased by 29.7% and 20%, respectively, in males. In females, the number of oocytes per ovary and the volume of basal
oocytes also decreased by 16.1% and 32.4%, respectively.

CONCLUSION: Azadirachtin causes significant toxic effects in both sexes and decreases the fecundity and fertility of D.
melanogaster. Females are more sensitive to azadirachtin.
© 2017 Society of Chemical Industry

Supporting information may be found in the online version of this article.

Keywords: natural pesticide; azadirachtin; toxicity; spermatogenesis; oogenesis; Drosophila

1 INTRODUCTION
Crop losses caused by pests may represent the equivalent of
the food needed to feed over 1 billion people.1 The use of pes-
ticides is therefore required to protect agrosystems. However,
their side effects induce important health2,3 and environmen-
tal problems.4,5 Consequently, natural compounds with pesticidal
properties (biopesticides) have been investigated for decades and
offer a more sustainable solution to pest control than synthetic or
conventional products.6–8

Azadirachtin, a tetranortriterpenoid derived from the seeds of
the Indian neem tree (Azadirachta indica A. Juss, Meliaceae), is one
of the main commercialised biopesticides and remains the most
successful botanical pesticide in agricultural use worldwide.9,10

It possesses a strong toxicity against insect pests of different
orders.9,11–14 Besides its insecticidal action, azadirachtin is also
used in traditional medicine, in Asia and in Africa as an antidiabetic,
immunostimulant, antimicrobial, antiviral, contraceptive and anti-
cancer remedy.15–17

Azadirachtin is an insecticide with rapid biodegradability and
without resistance problems due to its chemical complexity.9

This pesticide is also reported to be relatively safer than most
conventional insecticides.18,19 It is non-toxic to humans and
warm-blooded vertebrates20 and without genotoxicity for
mammals.21,22 However, because azadirachtin acts as an insect
growth disruptor,23 negative side effects on beneficial arthropods
are expected. Studies have reported various effects of neem
products on non-target species, such as mites, parasitoids and
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bees.24–29 For example, behaviour and morphological alterations
have been highlighted in bees,29 while Bernades et al.27 did not
detect any effect on worker bee mortality, flight, or respiration
rate. The large panel of potentially affected functions and appar-
ent contradictory conclusions are caused by the level of action of
azadirachtin. This molecule interferes with the endocrine system
by impairing juvenile hormone (JH) and 20-hydroxyecdysone
(20E) pathways, which are involved in the regulation of many
physiological functions.9 Thus azadirachtin induces growth and
moulting abnormalities and can cause significant alterations in the
reproductive system of both male and female insects, including
ovarian and testes development, fecundity, fertility, oviposition
and egg viability.9,12,30–32 Azadirachtin also shows moderate to
strong cytotoxicity, neurotoxicity and antimitotic effects.9,33,34

It acts on the expression of genes related to development in
Drosophila melanogaster.18 These studies provide knowledge
about the range of functions potentially affected by this molecule,
but the effects of azadirachtin on reproductive parameters would
benefit from being investigated more deeply. The extensive use of
D. melanogaster, as a model species for toxicological studies and
the wide knowledge acquired about its physiology, endocrinol-
ogy and genetics, could be instrumental in achieving a precise
understanding of pesticide effects on reproduction. Therefore,
the aim of this study was double: on the one hand, it quantified
the side effects of azadirachtin on D. melanogaster flies using
doses allowing 25% and 50% of survivors, i.e. mimicking possible
exposure to the insecticide residues; on the other hand, it filled
some gaps in evaluating azadirachtin reprotoxic effects in both
sexes. Effects were assessed (1) following treatment on newly
emerged adults, and (2) on various reproductive traits of adult
males and females. Previous studies have already shown that
azadirachtin impacts the reproduction of D. melanogaster treated
at the larval35 and pupal stages.36 Thus, we considered its impact
on the survival of progeny at various development stages and on
fertility in both sexes. We quantified the mating process, fecundity
of males and females (number of cysts and potential abnomalities
of spermatocyte nucleus positions; number of oocytes and size
of basal oocyte) and number of progeny produced by surviving
adults (numbers of eggs, larvae, pupae and adults obtained at
the F1 generation). A toxicity study was first carried out to deter-
mine lethal doses for D. melanogaster adults in our experimental
conditions.

2 MATERIAL AND METHODS
2.1 Insect rearing
Drosophila melanogaster (Canton-S) was reared on standard
corn-meal medium at 25 ± 2∘C, 70% relative humidity under a
12-h light/dark photoperiod. Flies were transferred every 3 days
to avoid larval competition and to regularly provide abundant
progeny for testing.

2.2 Insecticide and toxicity tests
The Neem Azal, commercial formulation (1%; TrifolioM GmbH;
Lahnau, Germany), was used. It has the advantage of containing
only azadirachtin as an active substance, but at an affordable price,
and at a low concentration, ensuring safe use to the experimenters.
Sundaram et al.37 showed that pure azadirachtin and commercial
formulations had similar effects in the spider mite, Tetranychus
urticae.37,38 Neem Azal was dissolved in acetone and applied
topically on adults (sexes combined after screening and showing

any difference between male and female) less than 6 h after
ecdysis (1 𝜇L per insect according to Di Prisco et al.).39 Control
insects were treated with solvent alone. Five doses (0.1, 0.2, 0.4,
0.6 and 1.2 𝜇g of Neem Azal acetone solution) were tested,36

considering three replicates per dose, each consisting of 300
insects. Adult mortality percentages were calculated between
24 and 96 h after treatment and corrected in accordance with
Abbott.40 A non-linear regression was used to determine the lethal
doses (LD) LD25 and LD50, corresponding to 25% and 50% of adult
mortality respectively, with their corresponding 95% fiducial limits
(95% FL) and Hill slope.

2.3 Mating assays
Newly emerged male and female flies (<6 h post-emergence) were
separated and treated topically with azadirachtin. Then control
(MC, FC) and treated (MT, FT) males and females were placed in vials
according to sex (25 mm in diameter, 95 mm in height) containing
a standard corn-meal medium. After 48 h, one male and one
female were placed together in individual vials with food for the
mating assay. Two conditions were tested: MC + FC and MT + FT,

and matings were monitored for 3 h in the morning. The number of
vials in which mating occurred was counted. Results are presented
as a mating percentage in each group.

2.4 Cyst parameters in males
Developmental factors leading to male infertility were investi-
gated by analysing post-meiotic abnormalities, i.e. cyst numbers
and spermatocyte nucleus localisation, both parameters influenc-
ing the number of sperm produced.41 Newly moulted male adults
(< 6 h) were treated topically with azadirachtin at the LD50 (0.63
𝜇g). Individuals from the control and treated series were placed
in vials containing standard corn-meal medium. After 48 h, testes
were dissected in a phosphate-buffered saline (PBS) solution with
4′,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) allowing nuclei staining.42

Cysts were gently spread on the blade and covered with a cover
slip. Cysts were then observed under a fluorescence microscope
and the number of cysts per male and the position of spermato-
cyte nuclei within the cyst were counted. Thirty repetitions per
condition were performed.

2.5 Ovarian parameters in females
To detect a possible impact of azadirachtin on female fecundity,
classical ovarian parameters were investigated (number of oocytes
and size of basal oocyte). Newly emerged female adults (< 6 h)
were treated topically with the azadirachtin at the LD50 (0.63 𝜇g).

Individuals from the control and treated series (LD50, 0.63𝜇g) were
placed in vials containing standard corn-meal medium. After 48
h, ovaries were dissected out. After removal of the circumovarian
fat body, the numbers of oocytes were scored together with the
volume of the basal oocyte.43

2.6 Progeny output
Newly moulted (< 6 h) D. melanogaster adults were treated
topically with azadirachtin at the LD25 and LD50. Subsequently,
one male and one female from the control and treated series
were placed in a Petri dish (90 × 14.2 mm) containing stan-
dard corn-meal medium to obtain their progeny. Eight repeti-
tions of different types of couples were realised (control male +
control female; control male + female LD25; male LD25 + control
female; male LD25, + female LD25; control male+ female LD50; male
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LD50 + control female; male LD50 + female LD50). After 48 h, the
adults were removed and generation 1 (F1) was followed daily
until all adults had emerged. The numbers of eggs, larvae, pupae
and adults that emerged from each series of experiments were
counted.

2.7 Statistical analysis
The mean ± standard deviations (SD) were calculated for each
experimental group. Data from the toxicity assay were anal-
ysed using non-linear sigmoid curve fitting. The goodness of fit
to the curve model was evaluated on the basis of R2 values.
The homogeneity of variances was checked using Bartlett’s and
Shapiro–Wilk tests. Analyses of variance (one-way and two-way)
were performed and followed by Tukey’s HSD test for multi-
ple comparisons when significant. Repeated-measure ANOVA was
also used for progeny output between stages for the same cou-
ple. Chi-squared was performed for anomalies of spermatocyte
nucleus positions. Numbers of cysts and ovarian parameters were
compared between the treated and control groups using Stu-
dent’s t test. In mating experiments, the treated group was com-
pared to the control group using Fisher’s exact test. All calcu-
lations were performed using GraphPad Prism (v6.01 for Win-
dows; Available at: http://fr.freedownloadmanager.org/Windows-
PC/GraphPad-Prism.html).

3 RESULTS
3.1 Insecticidal activity
Azadirachtin, applied topically on newly emerged adults of D.
melanogaster, induces an insect mortality 24 h after treatment.
Corrected mortality percentages were 13.92 ± 1.43% for the low-
est dose (0.1 𝜇g) and 71.80 ± 3.11% for the highest dose (1.2 𝜇g).
The mortality percentage recorded in untreated animals was 5.48
± 0.53% (control mortality, Fig.1). Statistical analysis revealed a sig-
nificant dose effect (F4, 10 = 62.43; P < 0.0001) and Tukey’s HSD test
showed a significant increase in mortality with increasing doses
(Fig. 1). The lethal doses (LD) recorded with 95% fiducial limits (95%
FL) were LD25 = 0.23 (0.13–0.38), LD50 = 0.63 (0.44–0.91) and LD90

= 4.85 (1.47–15.98) 𝜇g (Table 1). The non-linear regression fitted
on these results indicated a Hill slope of 1.08 (0.54–1.62). No sig-
nificant effect of the time elapsed after treatment (24 to 96 h) was
observed (F5, 60 = 1.05; P = 0.39; Table 2).

3.2 Mating tests
In D. melanogaster, azadirachtin applied topically (LD50) on the
day of adult emergence induced, 48 h after treatment, clear
effects on mating success (Fig. 2). In the treated group, the mating
percentage significantly declined compared to controls (MT + FT:
13.8% vs MC + FC: 43.2%; Fisher’s exact test, P < 0.001).

3.3 Cyst parameters
The effect of azadirachtin treatment was tested on male fecun-
dity. Azadirachtin was applied topically at LD50 (0.63 𝜇g) on male
D. melanogaster on the day of emergence. The number of cysts
per testis was counted 48 h after emergence. Control adults dis-
played 28.47 ± 2.16 cysts per testis. This number decreased sig-
nificantly after topical application of azadirachtin and reached
20 ± 1.69 (t58 = 3.08; P = 0.003) (Fig. 3A). In addition, the per-
centage of spermatocyte nuclei in abnormal position significant
increased in LD 50 males (𝜒2 = 5.30, 1; z = 2.30, P = 0.021)
(Fig. 3B).
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Figure 1. Toxicity of azadirachtin tested by topical application, at different
doses, on the day of Drosophila melanogaster adult emergence: corrected
mortality (%) at 24 h (mean ± SD; n = 3 replicates of 300 insects). Control
mortality: 5.48 ± 0.53%. Different letters indicate a significant difference
between control and treated series according to Tukey’s HSD test.

Table 1. Toxicity of azadirachtin tested by topical application, at dif-
ferent doses, on the day of Drosophila melanogaster adult emergence:
lethal doses and their fiducial limits

Parameter Dose (𝜇g) Fiducial limits

LD 90 4.85 1.47–15.98
LD 50 0.63 0.44–0.91
LD 25 0.23 0.13–0.38
Hill slope 1.08 (0.54–1.61)
R square 0.96

Table 2. Toxicity of azadirachtin tested by topical application, at dif-
ferent doses, on the day of Drosophila melanogaster adult emergence:
corrected mortality (%) from 24 to 96 h (mean ± SD; n = 3 replicates of
300 insects)

Time (h)

Dose
(𝜇g) 24 48 72 96

0.1 13.92 ± 1.43A 15.96 ± 2.19A 14.72 ± 2.24A 14.65 ± 0.97A

0.2 26.16 ± 3.58B 23.67 ± 1.13B 28.12 ± 1.22B 27.77 ± 5.84B

0.4 34.84 ± 0.44C 33.85 ± 4.61C 35.02 ± 5.92C 34.89 ± 4.57C

0.6 43.16 ± 0.74D 42.46 ± 2.49D 43.42 ± 2.47D 43.87 ± 6.90D

1.2 71.80 ± 3.11E 69.88 ± 1.13E 70.45 ± 6.20E 69.88 ± 1.16E

Means followed by the same uppercase letter do not differ significantly
according to Tukey’s HSD test at the level P = 0.05.

3.4 Ovarian parameters
The effect of azadirachtin treatment was tested on female fecun-
dity. Azadirachtin was applied topically at LD50 (0.63 𝜇g) on
female D. melanogaster on the day of emergence. The num-
ber of oocytes was counted 48 h after emergence. We found
a significant decrease in the number of oocytes in the treated
series (13.90 ± 0.55) compared to controls (16.57 ± 0.53; t58 =
3.43; P = 0.0011, Fig. 4A). Furthermore, the volume of the basal
oocyte showed a reduction in treated females (0.0048 ± 0.0003
mm3) compared to controls (0.0071 ± 0.0005 mm3) (t58 = 3.87;
P = 0.0003, Fig. 4B).
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Figure 2. Effects of azadirachtin on mating percentages observed 48
h after treatment (0.63 𝜇g) by topical application on the day of adult
emergence of D. melanogaster (mean with 95% confidence intervals); MC:
male control; FC: female control; numbers within each bar indicate the
number of repetitions. *** Indicates significant differences, P ≤ 0.001.
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Figure 3. Effects of azadirachtin applied by topical application (0.63 𝜇g) on
day of Drosophila melanogaster adult emergence on male fecundity param-
eters (mean ± SD). (A) Number of cysts per testis 48 h after emergence. (B)
Percentage of spermatocyte nuclei in abnormal position. Numbers within
each bar indicate the number of repetitions. * Above bars indicates signif-
icant difference at P ≤ 0.05. ** Above bars indicates significant differences
at P ≤ 0.01.

3.5 Progeny output
To evaluate the progeny from surviving treated adults, we moni-
tored the different developmental stages (eggs, larvae, pupae and
adults) in the progeny of couples formed with control animals
(female, FC; male, MC) and/or animals treated with the LD50 (female,
FT, male MT). Statistical analysis showed a significant decrease in
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Figure 4. Effects of azadirachtin applied by topical application (0.63 𝜇g)
on the day of Drosophila melanogaster adult emergence on female fecun-
dity parameters (mean ± SD). (A) Number of oocytes per ovary 48 h after
emergence. (B) Volume of the basal oocyte 48 h after emergence. Num-
bers within bar indicate the number of repetitions. ** Above bars indicates
significant differences P ≤ 0.01. *** Above bars indicates significant differ-
ences, P ≤ 0.001.

the numbers of eggs, larvae, pupae and adults in the F1 generation
for all treated series compared to couples from control individ-
uals (repeated-measure ANOVA: treatment effect: F6, 42 = 241.90,
P < 0.0001; stage effect: F3, 21 = 15.94, P < 0.0001; interaction:
F18, 126 = 0.60, P = 0.89; Fig. 5). The comparison of the different
series revealed a significant dose effect. Irrespective of the devel-
opmental stage considered, Tukey’s HSD test detailed three groups
(MC +FC >MT +FC >MC +FT =MT +FT). This result reveals a greater
sensitivity of females to azadirachtin.

In addition, for all stages evaluated, a dose-dependent effect was
noted and a more significant reduction was recorded at the LD50

than at LD25 (Fig. S1, Supporting Information).

3.6 Reproductive rate
When taking into account the observed effects on survival, mat-
ing success (see section 3.2) and progeny survival (section 3.5),
by multiplying the probabilities of survival and of mating by the
mean progeny number per couple, it is possible to infer that a
treated couple (with both sexes treated with LD50) would pro-
duce a progeny of ∼0.6 individuals [P(survival male) x P(survival
female) x P(mating) × adult progeny = 0.5*0.5*0.138*17], while
a control couple (neither sex treated) would produce ∼31 indi-
viduals [P(mating) × adult progeny = 0.432*72]. Consequently,
azadirachtin treatment at LD50 is evaluated to induce a 98% reduc-
tion in reproductive yield.
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Figure 5. Effect of azadirachtin tested by topical application (0.63 𝜇g),
on the day of Drosophila melanogaster adult emergence, on the number
of progeny (eggs, larvae L3, pupae, adults; MC: male control; FC: female
control; MT: male treated; FT: female treated) (mean ± SD; n = 8 by couple).
Different letters indicate a significant difference between the control and
treated series of the same stage of development at level P ≤ 0.05.

4 DISCUSSION
In this study, we investigated the effects of azadirachtin on adult
toxicity and reproduction in a model insect D. melanogaster.
Azadirachtin, applied topically on newly emerged adults, induced
comparable mortality when evaluated at different times (24–96
h) after treatment. This result is in agreement with those of
Andreazza et al.44 on two other Drosophilidae, Drosophila suzukii
(Matsumara) and Zaprionus indianus (Gupta). Azadirachtin acts
with a dose–response relationship and the LD50 we obtained
(0.63 𝜇g or 630 ppm, evaluated 24 h after treatment) is close
to that found for D. melanogaster last larval instar also by topi-
cal application.35 Azadirachtin seems less toxic (1.17 𝜇g) when
applied on newly formed pupae of D. melanogaster.36 Neem oil,
another azadirachtin formulation applied topically at the same
stage, induces similar toxicity in Drosophila36 despite a different
composition in the formulation. The most likely explanation
for this effect is a lower susceptibility due to the metabolism
or penetration through the cuticle (puparium) at this stage of
development. Nevertheless, the pupal stage, a critical phase for
adult formation, remains very responsive to azadirachtin36 due to
a drastic remodelling of most tissues and organs.45

Azadirachtin presents a stronger toxicity in D. suzukii and Z.
indianus adults compared to D. melanogaster.44 Indeed, a con-
centration of only 12 ppm causes 40% mortality in those species.
Similar observations were reported by De Andrade-Coelho et al.46

in female adults of another Diptera, Lutzomyia longipalpis (Lutz
and Neiva). Previously, azadirachtin was reported to impair, with
variable effects, the survival of different insect species.9,11–14,44–51

Strong variations in insects’ susceptibility to azadirachtin were
noted depending on insect order, species, formulation, or the
method of application.9,11–14,25–29,44–51 Sensitivity of insects to
insecticides varies also with the regulation of plasma membrane
receptor52 and/or ion channels,34,52 penetration rate through the
cuticle,23 absorption by insects,23 transport in tissues of the body23

and metabolism.23

Several mechanisms may be at play in causing acute azadirachtin
toxicity. The effects of azadirachtin on adult mortality may be
linked to the cytotoxicity and induction of apoptosis via the
impairment of insulin-signalling pathway53 known to interact
with JH and ecdysteroid54,55 hormones inhibited by this insecti-
cide. Azadirachtin-induced apoptosis causes general disruption

in the organs of D. melanogaster56 and in other species.9,53,57 In
particular, detrimental effects on various tissues, such as muscles
(suppressed peristalsis), fat body and gut epithelial cells, have
been reported.9,58 A decrease of food intake and biochemical
effects (decrease of 𝛼-amylase, chitinase, proteases and lipases),
published recently59 in D. melanogaster, may also contribute to
azadirachtin acute toxicity. For instance, azadirachtin affects the
chitin present60 in the peritrophic membrane so that midgut
protection against the mechanical damage and toxic compounds
is impaired.60

Ecdysteroids, JH and insulin-signalling pathways play a crucial
role in reproduction of D. melanogaster54,55 and observations
made in the current study indicate that fecundity and fertility
in this species are adversely affected by azadirachtin treatment,
resulting in a decreased progeny. First, we observed an impaired
mating success after azadirachtin treatment. Then we found
a reduced progeny. We also observed a reduction in cyst and
oocyte numbers and also an increase in spermatocyte nucleus
abnomalities and a decreased size of basal oocytes. All these
gamete defects can explain the reduced progeny of treated
adults. Together, reduced mating success and lower progeny
suggest a strong deleterious impact (98% reduction) of LD50

azadirachtin treatment on reproductive yield.
Mating in D. melanogaster can be affected by azadirachtin

because JH is required and plays an important role in this reg-
ulation processes in this species.61 Moreover, ecdysone and JH
seem to regulate the onset of female sex pheromone production,62

mating62 and some aspects of courtship in D. melanogaster.61 In
addition, the decision to engage courtship activities can be influ-
enced by neuromodulators like dopamine (DA),63 and recent stud-
ies show that the insulin-signalling pathway regulates JH and DA
metabolism in D. melanogaster.63

Azadirachtin was found to inhibit oogenesis and spermiogenesis
in several species.9,64 Our observation of decreases in the number
of oocytes and in the size of the basal oocyte can be explained
by the severe degeneration of follicle cells, fragmentation in the
germinal vesicle9 and alterations of mitochondria caused by this
insecticide.65 Azadirachtin also alters or prevents the formation of
new actin cytoskeleton resulting in the disruption of cell division
and nutients transport.9 This disruption may affect the process
of dumping the cytoplasmic contents of nurse cells to the ovo-
cyte and impact vitellogenesis.66 Furthemore, azadirachtin inter-
feres with ecdysteroid synthesis and vitellogenin synthesis (and/or
its uptake), affecting oocyte development via JH9,64 as noted in
D. melanogaster.36 The impact of azadirachtin on D. melanogaster
adult females, as highlighted here, thus may be related to the fact
that JH stimulates vitellogenesis for the developing oocytes and,
together with 20E and insulin-signalling pathways,53–55,66,67 con-
trols the nutrient-sensitive checkpoint in oogenesis.53–55 Reduc-
tion in the cyst number and the abnomalities observed can be
explained by the impact of azadirachtin on the meiotic process
responsible for sperm production and on histological and cel-
lular structures.9 Indeed, in Mylabris indica males (Coleoptera),
Vivekananthan et al.68 showed changes in the testes, such as vac-
uolation, shrinkage of testis cyst cells, clumped and fragmented
chromatin materials, and disintegration and degeneration of germ
cells, such as spermatogonia, spermatocytes, spermatids and sper-
matozoa. These effects of azadirachtin, in adult males, could be
explained by the antagonistic action on ecdysone required for
spermatogenesis; besides, JH is also needed for protein synthe-
sis in male accessory glands.54 Our last experiment, showing
a reduced progeny in the treated adults, also suggested that
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Drosophila females are more sensitive than males despite a similar
recorded toxicity. This effect may be explained by the distinct phys-
iologies of the two sexes.69 For instance, Argue et al.69 did indeed
show a sexually dimorphic role of JH and presented DA as a candi-
date neuronal factor that differentially interacts with JH depending
on the sex of the animal. Furthermore, the reduction of the egg
layer can be explained by the neurotoxic effect34 of azadirachtin
that can interfere directly34 or indirectly54,55 on different step of the
reproductive process in D. melanogaster70 (e.g. follicular adrener-
gic signaling in ovulation or oviducte peristalsis).

5 CONCLUSION
Our study shows strong toxic effects of azadirachtin, from 24 h
after topical treatment in D. melanogaster. We highlight a more
drastic impact of azadirachtin on progeny output in treated
females compared to males, even if this species is less sensitive
than the targeted ones.11,44,46 The impact of azadirachtin on
D. melanogaster may be explained by the widely documented
inhibition of JH and ecdysteroids,9 and their interaction with
insulin-signalling pathways.54,55 Further investigations are now
needed to achieve a better understanding of these effects and par-
ticulary the difference in sensitivity between the sexes. In addition,
the molecular tools available when working with D. melanogaster
should be instrumental for identifying the mechanisms of action
of azadirachtin. On a more applied level, our results may provide
interesting information for developing reproduction-control mea-
sures against the invasive Drosophila suzukii,44 especially since
azadirachtin is recommended in integrated pest-management
programmes.11
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A B S T R A C T

Azadirachtin, a neem compound (Azadirachta indica) with medical and anti-insect properties, is one the most
successful botanical pesticides in agricultural use. However, its controversial impact on non-targeted species and
its mechanism of action need to be clarified. In addition, Azadirachtin impact on pre- and post-mating traits
remains largely undocumented. The current study examined the effects of Azadirachtin on Drosophila melano-
gaster as a non-target and model species. Azadirachtin was applied topically at its LD50 (0.63 μg) on the day of
adult emergence and its effect was evaluated on several traits of reproductive behavior: mate choice, male
activity, female sexual receptivity, sperm storage and female sterility. In choice and no choice conditions, only
male treatment reduced mating probability. Female treatment impaired mating probability only when males had
the choice. Males' mating ability may have been impaired by an effect of the treatment on their mobility. Such an
effect was observed in the actimeter, which revealed that treated males were less active than untreated ones, and
this effect persisted over 8 days. Azadirachtin treatment had, however, no effect on the nycthemeral rhythm of
those males. Even when mating occurred, Azadirachtin treatment impaired post-mating responses especially
when females or both sexes were treated: remating probability increases and female fertility (presence of larvae)
decreases. No impairment was observed on the efficiency of mating, evaluated by the presence of sperm in the
spermatheca or the ventral receptacle. Male treatment only had no significant effect on these post-mating re-
sponses. These findings provide clear evidence that Azadirachtin alters the reproductive behavior of both sexes
in D. melanogaster via mating and post-mating processes.

1. Introduction

Reproductive success depends on a large set of traits that can be
broadly classified into pre- and post-copulatory traits. Males searching
for females use a wide array of sensory stimuli from visual, olfactory,
gustatory, tactile, acoustic and mechano sensory modalities [1,2]. Fe-
male sexual attractivity and receptivity also depend on a number of
physiological, hormonal and behavioral processes underlying the in-
teractions between sexual partners [3,4]. In addition, environmental
conditions may strongly impact mating and reproductive success, as for
instance the exposure to natural compounds with pesticidal properties
(biopesticides) used in agriculture. Because these natural pesticides
may also affect non-target species, their effects need to be more deeply
investigated, especially on non-target insects, which may be particu-
larly impacted [5].

Azadirachtin is an effective botanical insecticide isolated from the
neem tree Azadirachta indica A. Juss (Meliaceae). It is widely used in

agriculture and is considered as having a low environmental impact,
because it is non-toxic to vertebrates and has no genotoxicity for
mammals [6]. Nevertheless, this pesticide shows a strong toxicity for
many insect pests of different orders [7,8,9,10,11,12], so that its toxi-
city to non-target species remains controversial [5,13,14,15,16,17,18].
Azadirachtin is an insect growth disrupter (IGD), which acts by inter-
fering with the insect endocrine signaling molecules, juvenile hormone
(JH) and 20-hydroxyecdysone (20E), leading to deleterious effects on
development and reproduction (oocyte structure, fecundity, oviposition
and egg viability) [7,10,19,20,21,22]. In addition, some studies suggest
Azadirachtin impacts on the nervous system [23] and the insulin-sig-
naling pathway [24]. Several works show that Azadirachtin influences
the oviposition behavior of various insects [9,13,25,26], but the exact
impact on sexual behavior and post-mating responses is poorly under-
stood. In the present study, we evaluated the possible effects of Aza-
dirachtin on several traits of reproductive behavior in Drosophila mel-
anogaster, and in particular on post-mating processes. Knowledge of the
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physiology, endocrinology and genetics of Drosophila is highly valuable
for understanding the mechanisms of action of molecules like pesti-
cides. In addition, post-mating behavioral processes are well known in
D. melanogaster.

In Drosophila, ecdysone, JH and insuline-signaling pathways control
the mating process [27,28] in tandem with the brain [2,29,30]. Fur-
thermore, ecdysteroid-signaling is essential for pheromone synthesis
[31] and JH has been shown to regulate pheromone maturation and
female mating behavior [32]. Mated females show post-mating re-
sponses (PMR), including decreased mating receptivity, enhanced oo-
genesis, changes in sperm storage and use, egg-laying and modulated
regulation of JH [33,34,35,36]. These PMR are induced by the male
seminal fluid transferred during copulation, which is mainly constituted
by accessory gland proteins (Acps) [37]. The purpose of this study was
to investigate Azadirachtin effects (i) on D. melanogaster sexual beha-
vior through the study of male activity and mating success, and (ii) on
several PMR, i.e. sperm storage, egg-laying and female receptivity for
additional mating.

2. Material and methods

2.1. Insect rearing and treatment

D. melanogaster (Canton-S) was reared on standard corn-meal food
at 25 ± 2 °C, 70% relative humidity with a 12 h light/dark photo-
period. Flies were transferred every three days to avoid larval compe-
tition and to regularly provide abundant progeny for testing.

The commercial formulation of Azadirachtin, NeemAzal (1%
Azadirachtin; TrifolioM GmbH; Lahnau, Germany), was dissolved in
acetone and topically applied on adults at the lethal dose or LD50

(0.63 μg) evaluated previously by Oulhaci et al. [38]. All insects were
subjected to a topical application: “control” insects were treated with
solvent (acetone) alone [38].

2.2. Mating assays

Newly-emerged male and female flies (< 6 h post-emergence) were
separated and treated topically with Azadirachtin. Then control (MC,
FC) and treated (MT, FT) males and females were placed in vials (25 mm
in diameter, 95 mm in height) containing a standard corn-meal
medium. After 48 h, males and females (survivors) were mated in
choice and no-choice assays. In the no-choice assay, one male and one
female were placed together in individual vials with food. Four con-
ditions were tested: MC + FC, MC + FT, MT + FC, MT + FT. In the
choice assay, one male and two females or one female and two males
were placed together in individual vials. Four conditions were tested:
MC + FC/FT, MT + FC/FT, FC + MC/MT, FT + MC/MT.

Before Azadirachtin treatment, flies were anesthetized on ice and
marked under a binocular microscope by punching a tiny hole with a
needle on the posterior part of the right wing. This marking procedure
allowed treated and untreated flies to be differentiated. Statistical
analysis did not show any effect of this marking on reproductive success
(Student's t-test, p > 0.11 for all conditions). Mating was monitored
for 3 h in the morning. For each condition, the number of matings was
counted and then expressed as a mating percentage.

2.3. Male activity

In order to understand the impact of Azadirachtin on the males'
activity, their motility was analyzed using a tubular actimeter, com-
monly used for monitoring locomotor activity rhythms in adult fruit
flies (Drosophila Activity Monitor DAM2-5, Trikinetics, Waltham, MA,
USA). Recently emerged males (< 6 h) were separated and treated
topically with Azadirachtin at the LD50 (0.63 μg). Then, control and
treated males (survivors) were placed separately in vials containing
standard corn-meal medium. After 48 h, control and treated males were

disposed individually in the tubes of the actimeter containing diet at
one end, and their motility was monitored for 8 days (Fig. 1). Dis-
placement of individual Drosophila trapped in the tubular unit was
detected each time the insect was caught in an infrared beam. The
detection events perceived by each cell were transmitted to a computer
equipped with the DAMSystem collection software that allows the
number of passages to be counted. A comparison of the males' motility
in the two groups was performed.

2.4. Sperm storage within females

The effect of Azadirachtin on the success of sperm storage in the
female genital tract was assessed in both ventral receptacle and sper-
matheca. Recently emerged adults (< 6 h) were separated and treated
topically with Azadirachtin at LD50 (0.63 μg). Males and females of the
control and treated series (survivors) were placed separately in plastic
vials containing standard corn-meal medium. After 48 h, four mating
conditions were tested: MC + FC, MC + FT, MT + FC, MT + FT. Three
hours after mating, females were frozen and dissected under a stereo
microscope. The number of females exhibiting sperm within the sper-
matheca or the ventral receptacle was noted and the results were ex-
pressed in percentages.

2.5. Female sexual receptivity to remating

Azadirachtin was tested on the receptivity of females to assess their
capacity to remate after a first mating with treated or untreated males.
Recently emerged adults (< 6 h) were separated and treated topically
with Azadirachtin at the LD50 (0.63 μg). Males and females of the
control and treated series (survivors) were placed separately in vials
containing standard corn-meal medium. After 48 h, four conditions
were tested: MC + FC, MC + FT, MT + FC, MT + FT. Seven days after the
first mating, which is less than the time needed by females to recover
their sexual receptivity [39], a new 4 day-old male was proposed to the
female for remating. The number of remating was noted and results
were expressed in percentages.

2.6. Female sterility

Newly emerged adults (< 6 h) were separated and treated topically
with Azadirachtin at the LD50 (0.63 μg). Males and females of the
control and treated series (survivors) were placed separately in vials
containing standard corn-meal medium. After 48 h, four conditions

Fig. 1. Actimeter for testing male motility. The DAM actimeter is a monitor made up of a
grid pierced with 32 holes. A 65 × 5 mm polycarbonate tube (5 mm i.d.) is inserted into
each hole, which is equipped with an infrared photoelectric detector. This configuration
allows for automatic, continuous, and simultaneous recording of the displacements of 32
individuals. At one end of the tube, standard corn-meal medium was inserted and the tube
was closed with paraffin.
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were tested: MC + FC, MC + FT, MT + FC, MT + FT. Two days later,
females without larvae were counted as sterile and results were ex-
pressed in percentage.

2.7. Statistical analysis

In all experiments except for the one evaluating male activity, the
recorded data were dichotomousas 0 and 1 (mating, sperm storage,
remating and female offspring percentages). Most experiments con-
tained one control group (MC+ FC) in which both male and female
were untreated, and three test groups in which at least one sex was
treated: MC + FT,MT + FC and MT + FT. In these experiments, each
treated group was compared to the control group using Fisher's exact
test. In the two choice mating experiments, insects had a choice be-
tween one treated and one untreated individual of the opposite sex.
Mating success, defined as the proportion of trials in which the focal
animal mated with one of the choice animals, was compared between
groups using Fisher's exact test. Within each group, the proportion of
mating with the control and with the treated individual was compared
to a 50% theoretical distribution (equal attractiveness) using the exact
binomial test.

In the experiment evaluating male activity, actimeter data provide
numbers of passages per male per day. For statistical analysis, the data
were square-roots transformed to achieve normality (tested using
Shapiro-Wilk's test) and homoscedasticity (tested using Brown-
Forsythe's test). Then a repeated-measure ANOVA was used on the
transformed data, with Day as repeated measure and Treatment as be-
tween-group factor. Statistical analyses were performed using
GraphPad Prism (v 6.01 for Windows), Statistica 10 (Statsoft) and R
3.3.1 (RDevelopment Core Team, 2008).

3. Results

3.1. Mating tests in choice and no-choice conditions

In D. melanogaster, Azadirachtin applied topically (LD50) the day of
adult emergence induced, 48 h after treatment, clear effects on mating
success in all tested conditions (Fig. 2A, B and C).

In the no-choice condition (Fig. 2A), the mating percentage, com-
pared to controls (MC + FC, 43.2%), declined when only males
(MT + FC, 16.8%, Fisher's exact test, p < 0.001) or when both sexes
were treated (MT + FT, 13.8%, Fisher's exact test, p < 0.001). How-
ever, results showed no effect when only the females were treated
(MC + FT, 39.4%, Fisher's exact test, p= 0.55).

In the male choice condition (Fig. 2B), two groups were tested, with
either an untreated male (two left bars) or a treated male (two right
bars), which each had a choice between a treated and an untreated
female. When assessing mating success of the focal male, i.e. the pro-
portion of replicates in which mating was successful with either one of
the females, we found that treated males mated less often than control
males (30.7% vs 61.6% respectively, Fisher's exact test, p < 0.001).
Generally, males tended to mate more often with the untreated female
than with the treated female. The comparison was highly significant for
treated males (MT choosing FC, 23.5% vs MT choosing FT, 7.2%, Exact
binomial test, p < 0.001) and on the verge of significance for control
males (MC choosing FC, 39.5% vs MC choosing FT, 22.1%, Exact bino-
mial test, p = 0.053).

In the female choice condition (Fig. 2C), two groups were also
tested, with either an untreated female (two left bars) or a treated fe-
male (two right bars), which had a choice between a treated and an
untreated male. When assessing the mating success of the focal female
(proportion of replicates in which mating was successful with either one
of the males), we found that treated and control females mated just as
frequently (59.0% vs 46.7% respectively, Fisher's exact test, p = 0.15).
In both conditions, males mated more often with the untreated female
than with the treated female (FC choosing MC, 36.0% vs FC choosing MT,

10.7%, Exact binomial test, p < 0.01 and FT choosing MC, 48.7% vs FT
choosing MT, 10.3%, Exact binomial test, p < 0.001).

3.2. Male activity

The number of male passages was observed for 8 days, starting 48 h
after Azadirachtin treatment. Fig. 3 shows the average profiles of male
activity throughout the day in control and treated flies (average of
8 days). While both groups showed the same activity profile, treated
males displayed lower activity between 3 and 21 h (Fig. 3). When
evaluating male activity throughout the 8 days of the experiment
(Fig. 4), we found a general reduction in the total number of passages
made by treated males compared to controls (Fig. 4, repeated-measure
ANOVA, Treatment effect, F1, 581 = 8.66, p < 0.01). While there was a
significant effect of the day considered (Day effect, F7, 581 = 5.90,
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Fig. 2. Effects of Azadirachtin on mating observed 48 h after treatment (0.63 μg) by to-
pical application on the day of adult emergence of D. melanogaster (mean with 95%
confidence intervals; n = 75–318; MC: male control; FC: female control; MT: male treated;
FT: female treated). Mating percentages in the no-choice condition (A); the male choice
condition (B); the female choice condition (C). Numbers within each bar indicate the
number of repetitions; * indicates significant difference at p≤ 0.05; ** indicate sig-
nificant differences at p ≤ 0.01; *** indicates significant differences p≤ 0.001.

N. Aribi et al. Pesticide Biochemistry and Physiology 143 (2017) 95–101

97



p < 0.001), the interaction between Day and Treatment was not sig-
nificant (F7, 581 = 0.75, p= 0.65). We conclude that treated males
were less active than control males throughout the 8 days of the ex-
periment.

3.3. Sperm storage within females

Azadirachtin topical application (0.63 μg) on the day of adult
emergence did not produce any effects on the number of females storing
sperm in the ventral receptacle (Fig. 5A) and the spermatheca (Fig. 5B).
Treated and control females were able to store sperm similarly. Indeed,
no significant differences appeared between the treated groups
(MC + FT, MT + FC and MT + FT) and the control group (MC + FC),
both in the spermatheca (Fisher's exact test, p= 0.36) and in the ven-
tral receptacle (Fisher's exact test, p = 0.25).

3.4. Female sexual receptivity to remating

Azadirachtin applied topically (LD50) on the day of adult emergence
had an effect on female remating (Fig. 6). Compared to the control
(MC + FC, 15.3%), the proportion of remating was significantly higher
when both sexes were treated (MT + FT, 32.7%, Fisher's exact test,
p < 0.05). The effect was near significant when only females were
treated (MC + FT, 28.4%, Fisher's exact test, p= 0.078). No difference
appeared however when only males were treated (MT + FC, 15.8%,

Fisher's exact test, p = 1.0).

3.5. Female offspring

Azadirachtin applied topically (LD50) also had an effect on female
sterility (Fig. 7). The percentage of mated females without larvae in
spawning increased when both sexes were treated (26.9%) compared to
the controls (8.5%, Fisher's exact test, p < 0.05). When only the males
(5.3%) or the females (18.9%) were treated, no significant effect was
observed compared to controls (Fisher's exact test, respectively
p = 0.70 and p = 0.10).

Fig. 3. Effects of Azadirachtin applied topically (0.63 μg) on the day of D. melanogaster
male emergence on cumulative activity profiles for 8 days. The activity profiles were
observed 48 h after treatment (n = 42–43).
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Fig. 4. Effects of Azadirachtin applied topically (0.63 μg) on the day of emergence on
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Fig. 6. Effects of Azadirachtin applied topically (0.63 μg) on the day of adult emergence
on female remating. Remating percentages were measured 7 days after the first mating
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4. Discussion

Our results show that reproduction in a non-targeted insect like D.
melanogaster is impacted by Azadirachtin. This botanical insecticide
reduced mating probability and motility in the treated males, but had
no effect on the nycthemeral rhythm. When mating occurred,
Azadirachtin treatment impaired female fertility, as noticed by an ab-
sence of larvae but increased remating probability. No impairment of
the efficiency of mating was observed (presence of sperm in the sper-
matheca and ventral receptacle).

Topical application of Azadirachtin induced a reduction of mating
success in all choice conditions. Previous reports using other IGDs, like
ecdysteroid agonists, demonstrated decrease infertility with a reduction
in mating success in several insects [40,41,42,43]. Male mating beha-
vior in D. melanogaster appears to be controlled by an insulin/insulin-
like growth factor and ecdysone-signaling pathways [27] but JH also
plays an important role in mating regulation processes [28]. Conse-
quently, the observed impact of Azadiracthin on mating can be ex-
plained by the widely documented inhibition of JH and ecdysteroids by
Azadirachtin action [7] and their interaction with insulin-signaling
[44]. In choice and no choice conditions, only male treatment reduced
mating probability in D. melanogaster. When females had the choice,
they mated less frequently with treated males. However, female treat-
ment also impaired mating probability, because when males had the
choice, they mated less frequently with treated females. Males' mating
ability may have been impaired by an effect of the treatment on their
motility or activity. Such an effect was observed in the actimeter, which
revealed that the treated males were less active than untreated ones, in
spite of similar nycthemeral rhythms. These results are in agreement
with those of Lima et al. [16], who reported similar results in Neoseiulus
baraki (Acari). These authors also showed that while the pesticide im-
pairs the overall activity of the males, the search for females is not
affected [16]. Thus, the observed differences between all tested con-
ditions may be attributable both to the female physiological state and
male motility. Indeed, since mating is a negotiation between the two
sexes, the behaviors of both are likely to interact and influence mating
outcomes [45]. Consequently, changes in females' sexual attractivity
can be explained by Azadirachtin antagonist action on major hormones
(JH and ecdysteroids), in the reproduction process [46] and can be
linked to the observed infertility induced by the pesticide [7,21,38]. It
is well established that feedback/release of ecdysone and JH depend on
a neural regulation [47,48]. Moreover, Azadirachtin is known for its
neurotoxic action by blocking of voltage-gated calcium channels [23].
For courtship and mating success, many sensory modalities, including
olfaction, are needed by D. melanogaster males to find their mates
[2,29,30]. Thus, a mating decrease, observed in all conditions, may also

be due to an impact of Azadirachtinon these sensory modalities in the
treated males.

Mating decisions are controlled by a balance of excitatory and in-
hibitory drives onto central courtship-promoting neurons [49]. Neu-
romodulators like serotonin (5-HT), octapamine (OA) and dopamine
(DA) have central effects on the adult Drosophila brain in relation with
learning and behavior and their actions can influence the decision to
engage in locomotion, fight or courtship activities [50,51,52]. In Dro-
sophila, the sexually dimorphic circuit (motor neurons, interneurons
and mechanosensory neurons) controls reproductive processes such as
sperm ejection in males, ovipositor extension, sperm storage and egg-
laying decisions in females [53,54,55]. Furthermore, DA interacts dif-
ferentially with JH depending on the sex of the animal [56] and is
known to mediate ovarian development, sexual receptivity and fertility
[57,58,59]. Recent studies show that the insulin-signaling pathway
regulates JH and DA metabolism [60]; consequently, Azadirachtin
impact on insulin and JH signaling as well as also its neurotoxic action
could explain the greater sensitivity of D. melanogaster treated females
noted in our experiments; this, in spite of similar survival to Azadir-
achtin between males and females [38]. Indeed, no significant effect
was observed on post-mating responses in treated males. Mating sti-
mulates female germline stem cell (GSC) proliferation in D. melanoga-
ster via ecdysteroid-signaling [61]; GSC activity is coordinately regu-
lated by the neuroendocrine system to sustain the reproductive success
in response to mating [48,61]. In addition, ovogenesis, vitellogenesis,
egg maturation and oviposition are controlled by ecdysteroid and JH
[45,46]. Therefore, a wide range of possible mechanisms could be in-
volved in the observed impact of Azadirachtin on female fertility. Re-
sults obtained on sterility in treated females show higher values com-
paratively to those obtained in treated males but they are not
significantly different. This could be linked with impairment of ovipo-
sition inducing considerable variability in oviposion delay between
individuals. We might have observed a significant difference during a
longer period of experimentation. When mating occurred, however, no
impairment was observed on the efficiency of mating, evaluated by the
presence of sperm in female genital tracts (spermatheca and ventral
receptacle). In D. melanogaster females, sperm release is regulated by
neuromodulators like OA [62]. At this level, Azadirachtin could have
impacted sperm use through a potential blockage in the genital tracts
via the neurotoxic action.

In our results, female sterility was positively correlated with a re-
mating increase. In untreated females, the decrease of productivity or
production of in fertile eggs can induce new mating [63]. Consequently,
Azadirachtin impact on female fertility could explain the remating in-
crease when both sexes were treated. Remating increase can also be
linked to an impact of Azadirachtin on protein synthesis in the male
accessory glands (for instance on the Sex peptide) via JH involvement
[64]. Such potential modifications of the seminal fluid could favor fe-
male remating receptivity. Furthermore, the D. melanogaster female
remating rate can be modulated by JH action via regulation of the sex
pheromones and hydrocarbon production [32,65]. Like JH, ecdys-
teroid-signaling is essential in pheromone synthesis for the main-
tenance of cuticular lipids and oenocytes throughout adulthood, [31]
and these parameters may alter both the reproductive physiology and
behavior of treated flies. Finally, in D. melanogaster an optimal nutri-
tional level is required to maximize reproductive success through the
initiation of effective pre- and post-mating responses in females
[66,67]. Thus, an effect of Azadirachtin on nutrition [68] and on in-
sulin-signaling [24] could also negatively impact several reproductive
traits. Indeed, Azadirachtin induces, in D. melanogaster, a decrease in
food intake, biochemical effects (decrease in α-amylase, chitinase,
proteases and lipases), [69] and detrimental impacts on various tissues
[7]. In addition, oxidative stress induced by Azadirachtin in D. mela-
nogaster[21] can interact with ecdysteroid and insulin-signaling path-
ways [70].

D. melanogaster males and females showed a similar survival at LD50
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Fig. 7. Effects of Azadirachtin applied topically (0.63 μg) on the day of adult emergence.
The number of females without larvae in spawning was counted 2 days after mating (MC:
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of Azadirachtin [38]. This effect was also found in other species like
Blatta orientalis treated with Azadirachtin [71] or the Blattella germanica
treated with Spinosad (another natural pesticide) [72] However, in the
Blattella germanica and for several other pesticides (Bendiocarb,
Chlorpyrifos, Cyfluthrin, Cypermethrin, Fenvalerate, Hydramethylnon,
Malathion, Propetamphos, propoxur, and pyrethrins) a difference of
toxicity at LD50 was observed between males and females, but also
between females, gravid or not [73]. Thus pesticides may act differently
within the same species. Indeed, in Trichogramma chilonis (Hyme-
noptera) Beta-cypermethrin exposure (LD20) induced a decrease of
male-specific sex pheromone production and mating rate but without
decreasing locomotor activity of treated males, whereas Spinosad ex-
posure (LD20) caused a significant decrease in male locomotor activity
of T. chilonis, but did not affect male-specific sex pheromone production
or mating rate [74].

In conclusion, our study documents several impairments of re-
productive traits in D. melanogaster by topical application of
Azadirachtin. These effects can be explained by a direct and/or an in-
direct action or through domino effects on the endocrinal, neu-
roendocrinal and neuronal complex [44,60,75]. Studying the sublethal
effects of pesticides (like Azadirachtin or others molecules) is particu-
larly important because it allows to better understand toxicological and
physiological mechanisms induced by the treatment; consequently, the
choice of pesticides and their use (single or combined treatment) in
integrated pest management may be facilitated. Future work will aim to
decipher which of the proposed effects actually play a crucial role in the
observed reproductive defects.
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