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1. Introduction  

À l’heure actuelle, le monde est touché par un problème de plus en plus préoccupant qui est la pollution des 

différents compartiments de la biosphère, pouvant ainsi induire des effets sur les écosystèmes, sur la 

biodiversité qui compose ces derniers ainsi que sur la santé humaine (Sousa et al., 2018). Parmi les milieux 

touchés par la pollution, l’ensemble des écosystèmes aquatiques des eaux de surface, d’eau de mer ou d’eau 

douce sont concernés, mais  aussi des eaux souterraines. Cette pollution aquatique résulte de diverses activités 

humaines induisant une large présence de polluants qu’ils soient organiques ou non. Les sources de cette 

pollution aquatique sont variées : déversement de produits chimiques dans les cours d’eau, rejets industriels 

et/ou miniers , rejets de stations d’épuration (médicaments ou autres) ou encore ruissellements des produits 

phytosanitaires de l'agriculture (Sousa et al., 2018). Ces différents polluants sont plus ou moins concentrés 

dans les eaux. Leur présence est détectée dans des gammes très variées de concentrations, allant du ng/L au 

µg/L voire même mg/L. Cela peut induire des effets plus ou moins marqués sur les organismes selon le temps 

d’exposition, y compris augmentant la mortalité, et conduisant donc à un risque pour les écosystèmes (Sousa 

et al., 2018). Un des exemples les plus probants des risques pour les milieux aquatiques est fourni par les 

produits phytosanitaires tels que les insecticides. Ces produits sont étudiés et créés pour lutter contre les 

insectes ravageurs. Parmi ces insecticides, on trouve les organophosphorés (ex : DDT), les carbamates (ex : 

Carbaryl)  ou les néonicotinoïdes avec le thiaméthoxame ou encore l’imidaclopride (Casida & Durkin, 2013; 

Jeschke et al., 2011; Simon-Delso et al., 2015; Sparks & Lorsbach, 2017). Ces différentes classes d’insecticides 

luttent contre les ravageurs par des modes d’actions différents. Par exemple les organophosphorés sont des 

inhibiteurs de l’acétylcholinestérase (Sparks & Lorsbach, 2017) alors que les néonicotinoïdes sont des 

agonistes des récepteurs nicotiniques (Casida & Durkin, 2013 ; Hashimoto et al., 2020 ; Matsuda et al., 2001). 

Dans les deux cas ces molécules auront un effet sur le fonctionnement musculaire entrainant une paralysie 

voire la mort de l’insecte ravageur (Batikian et al., 2019; Casida, 2018; Samojeden et al., 2022; Simon-Delso 

et al., 2015). Les néonicotinoïdes (NEOs) sont des insecticides systémiques qui diffusent dans toute la plante 

après traitement du sol, de la plante ou des graines (Morrissey et al., 2015; Sánchez-Bayo & Hyne, 2014; X. 

Wang et al., 2018) pour protéger différents types de culture telles que pour le blé, de betterave ou encore pour 

les arbres fruitiers. Et donc ils permettent de lutter contre certains insectes ravageurs ou vecteurs de maladie 

(https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3; Jeschke & Nauen, 2008; Simon-Delso et al., 2015). La 

création des premiers NEOs date de la fin des années 80s- début 90, avec la création de l’imidaclopride, 

thiaclopride ou encore du thiaméthoxame. Ce type d’insecticide se base sur la structure de la molécule de 

nicotine combinée à des modifications de groupement afin d’obtenir une meilleure efficacité ainsi qu’une 

photostabilité (Tomizawa & Casida, 2005). Ainsi en 1991, a commencé la commercialisation des 

néonicotinoïdes avec, dans un premier temps, la vente d’imidaclopride par Bayer CropScience sous le nom de 

Gaucho®, suivie par d’autres NEOs tels que le thiaméthoxame en 1998 (Bass et al., 2015; Goulson, 2013; 

Simon-Delso et al., 2015; Strouhova et al., 2023; J. Wang et al., 2023). Depuis leur lancement, les NEOs sont 

devenus les insecticides les plus vendus et utilisés en agriculture avec une part d’environ 25% mondiale en 

2010 correspondant à environ 20000 tonnes de substance active d’imidaclopride (Jeschke et al., 2011; Simon-

https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3
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Delso et al., 2015; X. Wang et al., 2018) ou encore 23% du marché mondial en 2016 (Morrissey et al., 2015; 

Strouhova et al., 2023). Mais parmi les NEOs, le plus vendu mondialement est l’imidaclopride (Hashimoto et 

al., 2020; Pang et al., 2020; Strouhova et al., 2023). En France avant 2018, l’achat d’imidaclopride correspond 

à plusieurs centaines de tonnes de substance active (Annexe Fig.1) jusqu’à son interdiction d’utilisation en 

extérieur en Europe par la Commission européenne le 30 mai 2018 (https://eur-lex.europa.eu/legal-

content/FR/TXT/PDF/?uri=CELEX:32018R0783&from=NL). Toutefois une dérogation entre 2021 et 2022 

sera accordée dans certains pays comme la France pour lutter contre les pucerons dans les cultures de 

betteraves à l’aide de l’imidaclopride (https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000043099904; 

https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000045098120). Sachant qu’en 2013 une limitation de 

l’utilisation de certains NEOs dont l’imidaclopride a été apportée par la Régulation No. 485/2013 (https://eur-

lex.europa.eu/legal-content/FR/TXT/?uri=CELEX%3A32013R0485). L’un des intérêts à utiliser des NEOs est 

leur mode d’action plus sélectif sur leurs cibles, et donc un certain degré de « protection » envers les espèces 

non-cibles, type les vertébrés (Mamy et al., 2023; Morrissey et al., 2015; Simon-Delso et al., 2015; X. Wang 

et al., 2018). Cette sélectivité vient du fait que les NEOs,  dont l’imidaclopride, sont des agonistes des 

récepteurs nicotiniques à l’acétylcholine, induisant des effets neurotoxiques (Sánchez-Bayo & Hyne, 2014; 

Strouhova et al., 2023; Thunnissen et al., 2020; X. Wang et al., 2018). De plus, ces molécules possèdent une 

affinité plus marquée pour les récepteurs d’arthropodes en raison de leur structure et de la présence ou non de 

certaines sous-unités α et/ou β sur ces récepteurs. Comme c’est le cas de l’imidaclopride :  les sous-unités α4 

et α7 sont moins sensibles à l’imidaclopride que les sous-unités α1, α2 ou β1 (Matsuda et al., 2001; Simon-

Delso et al., 2015; Tomizawa & Casida, 2005). Néanmoins cette sélectivité de l’imidaclopride pour les 

récepteurs d’arthropodes, n’exclut pas la possibilité d’effets toxiques chez des arthropodes non-cibles, voire  

des effets sublétaux chez les vertébrés tel que les oiseaux ou bien grenouilles (Gibbons et al., 2015; Mamy et 

al., 2023; Rico et al., 2018; Samojeden et al., 2022; X. Wang et al., 2018). Cette sélectivité peut être visible 

avec les différentes DL50 entre arthropodes et vertébrés montrant une toxicité plus faible chez les vertébrés 

(https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3; Mamy et al., 2023; Tomizawa & Casida, 2005). La 

problématique de l’imidaclopride, outre sa toxicité, est sa présence de façon ubiquiste dans les cours d’eau 

mondiaux, avec des concentrations très variables allant de 0,001 µg/L jusqu’à 10 µg/L (Casado et al., 2019; 

Sousa et al., 2018; Strouhova et al., 2023; J. Wang et al., 2023). Par exemple, il est possible de détecter de 

l’imidaclopride aux États-Unis, en Chine, Brésil, Espagne, Roumanie (Annexe Tab.1) ou bien encore en France 

(Annexe Fig.2, Fig.3, Fig.4 et Fig.5). Cela est causé par différents phénomènes permettant le transport de 

l’imidaclopride des plantes et des champs vers les sources d’eau, cela est principalement causé par le 

ruissellement des eaux lors des intempéries, le lessivage des sols et des eaux souterraines ou encore par 

l’érosion des sols contaminées (Batikian et al., 2019; Mamy et al., 2023; Morrissey et al., 2015; Sánchez-Bayo 

& Hyne, 2014; Strouhova et al., 2023; Thunnissen et al., 2020; J. Wang et al., 2023). La contamination des 

eaux est aussi favorisée par les caractéristiques spécifiques de l’imidaclopride, comme avec son faible 

coefficient octanol-eau (Kow = 0,57, qui prouve qu’il est hydrophile), sa grande solubilité dans l’eau (= 610 

mg/L à 20°C), sa résistance à l’hydrolyse dans les eaux comprises entre pH 4 et pH 7 (DT50 = > 365 jours à pH 

9), sa faible biodégradabilité ainsi que la faible affinité avec les sols (Koc = 2,19-2,90). Toutes ces 

https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000043099904
https://www.legifrance.gouv.fr/jorf/id/JORFTEXT000045098120
https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3
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caractéristiques vont favoriser et induire un risque pour les organismes aquatiques 

(https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3; Batikian et al., 2019; Morrissey et al., 2015; Sánchez-

Bayo & Hyne, 2014). Comme mentionné précédemment l’imidaclopride est une substance pouvant induire 

des effets sublétaux sur les vertébrés tels que les oiseaux ou les grenouilles mais aussi sur les poissons. Ainsi 

aux doses environnementales (entre 0,001 µg/L et 10 µg/L), il est possible de noter des effets sublétaux chez 

des poissons adultes :  

• Stress oxydant et peroxydation lipidique chez Prochilode rayé (Prochilodus lineatus) ou le tétra à 

queue-jaune (Astyanax altiparanae). (Almeida et al., 2021; Alvim & Martinez, 2019) 

• Génotoxicité chez le cichlidé caméléon (Australoheros facetus). (Iturburu et al., 2017; Iturburu, 

Simoniello, et al., 2018)  

Toutefois l’imidaclopride peut aussi avoir des effets sur les stades de vie plus précoces, embryons et larves, 

qui sont en théorie plus sensibles que les adultes (Cristina et al., 2019; Islam et al., 2019; Y. Wang et al., 2017). 

Ces effets sont plus ou moins marquées selon l’espèce considérée :  

• Modifications comportementales chez des larves de vairon-à-grosse-tête (Pimephales promelas). 

(Jeninga et al., 2023)  

• Modifications développementales chez le poisson-chat africain (Clarias gariepinus), la carpe 

commune (Cyprinus carpio) ou chez le médaka (Oryzia latipes). (Erhunmwunse et al., 2023; Islam 

et al., 2019; Vignet et al., 2019) 

• Modifications d’expressions de gènes chez le poisson zèbre (Danio rerio). (Zhang et al., 2021) 

• Modifications des périodes et des succès d’éclosion.   

L’imidaclopride étant ubiquiste et pouvant induire des effets sur les poissons adultes mais aussi sur les 

embryons et les larves, pourrait nuire et aggraver la situation précaire de certaines populations de poissons tels 

que les esturgeons. Les esturgeons sont des poissons migrateurs amphihalins vivant dans l’hémisphère nord 

(Lassalle et al., 2011). Quasiment toutes les espèces d’esturgeons sont anadromes (migrent du milieu marin 

vers les rivières pour frayer) sauf quelques potamodromes (vivent en eau douce et migrent en lacs ou rivières 

pour frayer), tels que l’esturgeon sibérien (Acipenser baeri), l’esturgeon jaune (Acipenser fulvescens) ou le 

sterlet (Acipenser ruthenus) (Billard & Lecointre, 2000; Lassalle et al., 2011; Peterson et al., 2006). Parmi les 

25 espèces d’esturgeons (famille des Acipenseridae), 17 appartiennent au genre Acipenser, dont le seul 

esturgeon sterlet (Acipenser ruthenus) n’est pas menacé d’extinction dans le milieu naturel 

(https://www.iucnredlist.org/search?query=Sturgeons&searchType=species; Birstein & DeSalle, 1998; 

Lassalle et al., 2011; Rochard et al., 1997) . Toutes les autres espèces d’esturgeons sont classées comme étant 

éteintes en milieux naturels ou en danger d’extinction critique selon la liste rouge de IUCN et sont placées 

dans diverses conventions internationales tel que CITES ou OSPAR (Friedrich, 2018; Lassalle et al., 2011; 

Rochard, 2011). Cela est causé par la surpêche, la perte et/ou la dégradation des habitats de vie et de 

reproduction ainsi que la pollution des eaux, pouvant induire des conditions non favorables pour la migration. 

Parmi ces espèces classées en danger d’extinction,  l’esturgeon européen (Acipenser sturio), espèce endémique 

https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3
https://www.iucnredlist.org/search?query=Sturgeons&searchType=species
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d’Aquitaine est emblématique des espèces sauvées in extremis de l’extinction. Cette espèce est considérée 

comme en danger d’extinction critique depuis 1996 (Acolas et al., 2011; Billard & Lecointre, 2000; Chassaing 

et al., 2016; Rochard et al., 1990). Au début des années 1900, l’espèce était présente dans tous les fleuves et 

rivières européennes assez grandes pour leur permettre de se reproduire, mais à présent le seul site de 

reproduction et de vie des juvéniles d’A.sturio est le bassin Gironde-Garonne-Dordogne. Cela s’explique par 

la mise en place de plan de conservation et de repeuplement pour cette espèce incluant le stockage des 

semences mâles, la stimulation de la ponte des femelles, la fécondation in vitro , suivi du lâcher des jeunes à 

différents stades de vie dans le bassin GGD (http://www.sturio.fr/index.php/esturgeon-ecologie-

situation/historique-de-la-conservation/programmes-life). Ainsi il y a un intérêt à déterminer si les larves ou 

juvéniles ainsi relâchés trouvent un environnement de qualité suffisante pour leur survie jusqu’à l’âge adulte. 

Parmi les différents facteurs pouvant influencer négativement la reproduction, les taux d’éclosions ou bien 

encore la survie des larves d’A.sturio, des toxiques tels que les métaux ou les polluants organiques comme 

l’imidaclopride sont connus pour présenter des effets sur les embryons et les larves de poissons (Acolas et al., 

2011). Les concentrations d’imidaclopride sont en moyenne de 0,04 µg/L dans les eaux du bassin GGD (Fig.5). 

Toutefois, compte-tenu du statut de sauvegarde de l’espèce  européenne A.sturio, il est inenvisageable de 

réaliser des tests de toxicité sur cette espèce quel que soit le stade de vie. La toxicité de l’imidaclopride sur les 

stades embryo-larvaires sera donc testée sur une espèce proche – le plus proche possible -  de A. sturio et 

disponible en élevage. Cette espèce est le sterlet,  Acipenser ruthenus, encore appelé esturgeon du Danube, qui 

présente un certain nombre de similitudes avec A.sturio.  Les deux espèces sont considérées comme 

génétiquement proches (2n = 60 (Birstein & DeSalle, 1998)), se nourrissent d’organismes benthiques, ont des 

périodes  de développement similaire (Muscalu-Nagy & Muscalu-Nagy, 2009), des périodes et des 

températures de reproduction proches : Avril-Mai , entre 12°C et 17°C pour A. ruthenus  (Billard & Lecointre, 

2000; Kalmykov et al., 2010; Muscalu-Nagy & Muscalu-Nagy, 2009; Peterson et al., 2006) et Mai-Juin entre 

12°C et 26°C pour A.sturio (Billard & Lecointre, 2000; Delage et al., 2020; Lassalle et al., 2011), frayent dans 

des conditions d’oxygénation allant de  80% à 100% (Delage et al., 2020; Muscalu-Nagy & Muscalu-Nagy, 

2009),  et déposent leurs œufs dans des gravières (Billard & Lecointre, 2000; Rochard et al., 1990). Ces deux 

espèces se heurtent donc aux mêmes problématiques de dégradation des habitats ou de la pollution, 

potentiellement causée par la présence d’imidaclopride dans leurs milieux naturels de vie et de reproduction 

(Annexe Tab.1 et Fig.5). L’espèce A.ruthenus est une espèce d’esturgeon vivant uniquement en milieu 

dulcicole, avec une présence importante dans le Danube et la Volga (Friedrich, 2018; Kalmykov et al., 2010; 

Peterson et al., 2006). De plus, il a été montré que les larves de cette espèce peuvent être impactées par la 

présence de polluants dans leurs milieux, tel que le plomb ou le sélénium qui peut induire des déformations 

chez les larves A.ruthenus ou encore le benzo[a]pyrène induisant de la génotoxicité (Cristina et al., 2019; Gazo 

et al., 2020; Silvestre et al., 2010).  

Ainsi pour toutes ces raisons, le choix d’utiliser Acipenser ruthenus comme modèle biologique pour 

remplacer Acipenser sturio est pertinent étant donné que l’objectif est de déterminer les effets potentiels 

de l’imidaclopride sur les stades embryo-larvaires d’esturgeon. 
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2. Matériel et méthode 

 
2.1 Système d’exposition à l’imidaclopride 

Le protocole d’exposition à l’imidaclopride est présenté en figure 6. Parmi les quatre conditions choisies, il y 

a un témoin (T=0 µg/L IMI), une condition représentant une concentration environnementale d’imidaclopride 

dans le bassin GGD (1X= 0,04 µg/L IMI), une condition représentant la quantité maximale d’imidaclopride 

trouvée dans le bassin GGD entre 2012 et 2022 (10X= 0,4 µg/L), ainsi qu’une dernière condition représentant 

la gamme de concentrations les plus fortes trouvées au niveau mondial, dans les eaux douces  (100X = 4 µg/L 

IMI) (Fig.5 et Tab.1). Afin d’obtenir une eau contaminée à la bonne concentration en imidaclopride, une 

solution mère a été réalisée à l’aide d’un mélange d’imidaclopride (PESTANAL®, pureté ≥± 98%) et d’eau 

distillée. Cette solution mère est ensuite diluée dans 20L d’eau déchlorée (correspond à la quantité présente 

dans les bacs « tampons ») afin d’obtenir les différentes concentrations nominales (0,04 µg/L, 0,4 µg/L et 4 

µg/L) de milieu d’exposition. 24h avant le début de l’expérimentation, une saturation du système est effectuée, 

afin de limiter aux maximum le phénomène d’absorption dans les différents contenants utilisés, qui aurait 

risqué d’entraîner une diminution de la concentration en substance active. De plus, l’utilisation de tuyaux en 

vercilic, reconnu comme étant plus inerte que des tuyaux en plastiques simples, a été favorisé lors de 

l’expérimentation afin de limiter l’absorption de l’imidaclopride. En parallèle de la saturation, des dosages 

d’imidaclopride dans l’eau ont été effectuées par l’équipe ECOVEA de l’unité EABX d’INRAE Cestas. Ces 

mesures ont été faites afin de déterminer la concentration en imidaclopride de la solution mère (= 4270 µg/L) 

ainsi que pour vérifier la stabilité de notre molécule  dans le temps car l’imidaclopride est connue pour être 

plus ou moins sensible à la photolyse en fonction des sources lumineuses 

(https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3; Moza et al., 1998; Raschitor et al., 2021). Par précaution 

un renouvellement quotidien de chacun des milieux d’expositions a été réalisé afin de maintenir les 

concentrations en imidaclopride stables. Chaque condition d’exposition est réalisée en 6 réplicats, contenant 

chacun une centaine d’œufs et si fécondés d’embryons si fécondés provenant de la reproduction artificielle 

issus de femelles A. ruthenus. La mise en contact des œufs et de la semence utilisée pour la fécondation, 

coïncide avec le début de l’exposition, dont la durée sera comptabilisée en heures post fécondation (hpf). 

L’exposition se poursuivant au-delà de l’éclosion, elle sera ensuite comptée en jours post-éclosion (dph), et 

durera jusqu’à la résorption de la vésicule vitelline.  L’exposition à l’imidaclopride correspond finalement à 

une durée d’exposition de 12 jours . Pendant ces 12 jours d’exposition, les milieux d’exposition devront 

respecter certains paramètres tels qu’un éclairage continue de 12h par jour (de 07h00 à 19h00), une température 

maintenue à 15°C ±0,5 °C, un taux d’oxygénation compris entre 90% et 100% ainsi qu’un débit d’eau constant 

(≈ 34 ml/min). Ainsi il y aura un suivi quotidien des températures et du taux d’oxygène dans chaque bac 

tampon. L’eau contaminée utilisée lors de l’expérimentation est gardée afin d’être traitée à l’aide d’un passage 

répété à des UV à 250 nm (pic dégradation entre 240 et 290 nm), ce qui permet une rapide photolyse, pendant 

24h, suivi d’un passage dans du charbon actif afin de fixés les métabolites potentiellement toxiques comme 

imidaclopride-olefin sur la colonne de charbon actif.  

https://substances.ineris.fr/substance/138261-41-3
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2.2 Obtention et fécondation des œufs, mortalité et éclosion des embryons/larves 

Les œufs et donc par extension les larves utilisées lors de ce projet sont issues d’une fécondation artificielle 

réalisée avec les esturgeons sterlet de la station expérimentale de Saint-Seurin-sur-l’Isle appartenant à l’unité 

EABX d’INRAE. Pour effectuer cette reproduction assistée, la même méthode que pour la reproduction 

d’A.sturio a été utilisée (Rouault et al., 2008). Ainsi un pool d’œufs provenant de 3 femelles matures différentes 

combiné à un mélange de semence de trois mâles  a utilisé. Chaque réplicat doit contenir initialement 100 

œufs. Après calcul du poids moyen des œufs de chaque femelle, il est apparu qu’il fallait prélever 1,8 g d’œufs 

dans le pool pour disposer d’un échantillon de 100 œufs. Ainsi pour réaliser la fécondation, 1,80g ± 0,10g 

d’œufs issus du pool de femelles ont été pesés puis 125µl de semence et 10 ml d’eau (Sert d’activateur de 

semence) ont été déposés sur les œufs. Le mélange est ensuite agité pendant exactement 1min 30 afin 

d’optimiser la fécondation. Les œufs sont déposés dans les réplicats correspondant à un ordre spécifique pour 

éviter d’avoir des écarts trop importants dans l’horaire de fécondation entre les œufs fécondés de chaque 

condition. Ils seront décollés les uns des autres pour éviter le développement de maladie et/ou une mortalité 

accrue. La détermination du pourcentage d’œufs fécondés est effectuée et se base sur le nombre œufs atteignant 

le stade 4 cellules. Pour effectuer cela, des photos sont prises toutes les 30 minutes pendant 2h après les 4 hpf 

ce qui correspond en moyenne au début d’apparition du stade 4 cellules (C. Park et al., 2013; J. Park et al., 

2016). Ainsi les photos permettront de dénombrer le nombre d’œufs fécondés. Pendant les 12 jours suivant la 

fécondation, un suivi quotidien est effectué afin de dénombrer et retirer les individus morts ainsi que pour 

déterminer le nombre d’éclosion. 

2.3 Analyses des données biométriques 

2.3.1 Activités cardiaques 

L’analyse de l’activité cardiaque des larves est réalisée à partir de 3 vidéos de 20 secondes de chaque individu 

à l’aide d’une loupe binoculaire (Nikon SMZ1270) équipée d’une caméra (Nikon DS-Fi3) dans une salle réglée 

à 16°C. Le choix des larves est fait de façon aléatoire parmi les larves ne montrant pas la présence d’anomalies 

physiologiques et/ou comportementale. Ainsi 5 larves sont prises dans les réplicats 1,2,3,4 et 5 de chaque 

condition (T, 1X, 10X et 100X) donc 25 larves (5 dph) par condition seront analysées. Les larves sont 

anesthésiées par balnéation dans une solution de benzocaïne et d’eau déchlorée à une concentration de 

0,375mg/mL (Procédure d’anesthésie INRAE St-Seurin). La durée d’exposition pour l’anesthésie est variable 

en fonction des larves  (≈ 4 minutes) ; on a préféré de se baser sur certains critères (la perte d’équilibre et 

l’absence de réponse aux stimuli tactiles) comme repère de l’anesthésie profonde et stable des larves. Une fois 

anesthésiées, les larves sont filmées avec le cœur visible pendant 20 secondes et ceci pour 3 vidéos. Les vidéos 

sont ensuite analysées pour déterminer le nombre de battements en 20 secondes pour chaque vidéo, ce nombre 

de battements sera multiplié par 3 afin d’obtenir le nombre de battements moyen par minute. Les larves 

utilisées pour l’analyse cardiaque sont euthanasiées à l’aide d’une solution de benzocaïne (0,75mg/mL) et sont 

utilisées pour les données biométriques (taille et poids) des  larves de chaque condition. 
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2.3.2 Taille, poids et anomalies 

Les larves euthanasiées utilisées pour l’analyse cardiaque sont pesées et mesurées. Pour la pesée, chaque larve 

est déposée sur du papier absorbant afin de retirer un maximum de l’eau résiduelle pouvant fausser le résultat. 

Cela sera répété pour l’ensemble des larves de chaque condition (25 larves par conditions de 5 dph). La mesure 

de la taille est faite sur les mêmes larves que celles utilisées pour la pesée, à l’aide de photos prises sous une 

loupe binoculaire (Nikon SMZ1270) équipée d’une caméra (Nikon DS-Fi3). La caméra a été calibrée grâce à 

un graticule pour microscope. Les photographies sont analysées grâce au logiciel Image J,  donnant la taille de 

la tête, la taille du corps, et la surface de l’œil  (Photo  1  ). Ces mêmes larves sont observées afin de dénombrer 

la présence d’anomalies ou malformations : courbures de la colonne, hémorragies, déformations, taille des 

yeux ou encore taille de l’estomac. Pour compléter l’analyse des anomalies, les larves présentant des signes de 

déformation/anomalie sévères ont été euthanasiées dans une solution de benzocaïne (0,75 mg/mL) puis pris en 

photographie en suivant le même protocole que pour les mesures de la taille afin de déterminer plus 

précisément les déformations et anomalies.  

2.4 Analyses comportementales 

L’analyse comportementale est réalisée sur 5 larves (3 dph) venant des 6 réplicats de chaque condition. Le 

système Daniovision combiné au logiciel de tracking Ethovision XT 16 ont été utilisés avec des plaques à 12 

puits afin de pouvoir passer 3 larves de chaque condition par plaques. Les larves sont analysées selon un ordre 

précis afin de limiter l’impact d’une différence de temps sur les réactions des larves. Les larves passent par 

une période d’acclimatation de 7 minutes dans l’obscurité à 15°C avant le début de l’exposition à divers stimuli 

vibrants (stimulus vibratoire répété avec une vibration intensité 8 toutes les secondes pendant 51s ou stimulus 

vibratoire simple avec une intensité de 4) ainsi qu’aux stimuli lumineux (luminosité maximum puis diminution 

lente de la luminosité) avec une période de repos de 2 minutes. Pour ce faire, une procédure test a été créé 

(Annexe Image.2). Les résultats de ces différentes stimulations sont analysés en fonction de plusieurs critères 

pour déterminer s’il y a une réponse, une différence de réponse entre les conditions et/ou une adaptation aux 

stimuli. Les critères d’analyses sont la distance totale parcourue en cm, la vitesse moyenne de nage en cm/s 

ainsi que l’accélération des mouvements de nage en cm/s² et cela pour chaque larve pendant les 15 secondes 

suivant une stimulation sensorielle (Stimulus vibratoire ou changement de luminosité). Les larves sont 

euthanasiées avec une solution de benzocaïne (0,75mg/mL) à la fin de l’analyse. 

2.5 Analyses des biomarqueurs 

L’analyse de certaines enzymes considérées comme des biomarqueurs a été effectuée. Les biomarqueurs dont 

l’activité a été mesuré sont de la catalase (CAT), de la glutathion-S-transférase (GST), de l’acétylcholinestérase 

(AchE). D’autres biomarqueurs ont été analysés tel que l’estimation du taux de peroxydation lipidique  par 

mesure de la quantité en Tbars ainsi que le taux d’oxydation des protéines par la mesure de la quantité de 

protéine carbonylées. Les analyses ont été réalisées à partir de suspension de tissus biologiques broyés (S9) 

d’un pool de 5 larves par réplicats et par conditions (au total 30 larves âgées de 6 dph analysées par condition). 

Les larves sont anesthésiées dans la benzocaïne, pesées par pool dans le cryotube puis congelées dans l’azote 
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liquide, afin de limiter les pertes des réponses enzymatiques. La pesée permet de rapporter l’expression de 

l’activité enzymatique à la quantité de tissu (ou de protéines).  Les larves sont stockées à -150°C jusqu’à 

l’analyse, au laboratoire EPOC, de l’Université Bordeaux. Les analyses sont effectuées sur la fraction S9 de 

chaque pool, en suivant les 5 protocoles adaptés qui ont été fournis par EPOC (Augustyniak et al., 2015; Buege 

& Aust, 1978; Claiborne, 1985; Habig et al., 1974). Ce S9 correspond au broyage des pools, mélangé avec du 

tampon phosphate à pH = 7,4 puis une centrifugation à 9000g. L’activité de la CAT est déterminée par rapport 

à la dégradation H2O2 alors que l’activité de la GST est déterminée par la formation du complexe GSH-CDNB. 

Ces activités enzymatiques de S9 sont déterminées par spectrophotométrie avec comme longueur d’onde 

respective de 240 nm (CAT) et 340 nm (GST). Les TBARs mesurent la quantité de MDA généré par la 

peroxydation des lipides dans notre échantillon de S9, l’analyse est faite par lecture de microplaque en 

fluorescence (Filtre 530/25). Pour la carbonylation des protéines, cela est réalisé par dosage des protéines 

carbonylées par spectrophotométrie à 370 nm.  
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3. Résultat 

3.1 Taux de fécondité, mortalité et d’éclosion 

La quantification du taux de fécondité par les stades 4 cellules et l’analyse statistique indique qu’aucune 

différence significative n’est observée entre les œufs fécondés témoins et les œufs fécondés exposés à de 

l’imidaclopride. Le taux de fécondité moyen des 4 conditions est de 81% avec un taux par condition de 80%, 

81%, 80% et 84% pour respectivement le témoin, 1X, 10X et 100X. Aucune différence significative de 

mortalité embryonnaire entre les 4 conditions n’est à noter, le taux moyen de mortalité cumulée chez les 

embryons est de 25% pour le témoin, 24% pour la condition 1X, 24% pour la condition 10X et 25% pour la 

condition 100X. La mortalité chez les larves ne montre aucune différence significative entre les différentes 

conditions. Le taux moyen de mortalité chez les larves à 6 dph est de 1,9 % pour le témoin, 0,3 % pour la 

condition 1X, 1,4 % pour la condition 10X et 1,7 % pour la condition 100X. Le taux d’éclosion ne montre pas 

de différence significative entre les différents groupes d’exposition, avec un taux moyen d’éclosion de 68% 

pour le témoin, 69% pour la condition 1X, 69% pour la condition 10X et 71 % pour la condition 100X. Les 

statistiques ont été réalisées en omettant les incubateurs 6 de chaque condition à la suite d’un défaut de bacs 

ainsi qu’une mortalité accrue pour ces incubateurs.  

 

Figure 7 : Taux de fécondité des œufs, de mortalité embryonnaire et d'éclosion d'A.ruthenus lors 

d'exposition à différentes concentrations d'imidaclopride (N=4, n= 600 ± 20). 

 

3.2 Activité cardiaque 

L’analyse statistique indique une activité cardiaque significativement plus élevée chez les individus de la 

condition 100X en comparaison de la condition Témoin et de la condition 1X mais aucune différence 

significative avec la condition 10X. En parallèle, il y a aussi une activité cardiaque significativement plus 

élevée pour la condition 10X par rapport à la condition Témoin mais aucune différence entre la condition 10X 

et la condition 1X (Fig. 8). En moyenne les larves seront a 94 bpm, 97 bpm, 101 bpm et 104 bpm pour 

respectivement les larves Témoin, 1X, 10X et 100X. 
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3.3 Taille, poids et anomalies physiologiques 

L’analyse de la taille des larves A.ruthenus indique des différences significatives pour la taille de la tête, qui 

est plus grande chez les larves issues de la condition 1X (0,04 µg/L) que chez les 3 autres conditions (Fig.9).  

 

Aucune différence significative n’est observée ni pour la taille du corps ni la taille totale (moyenne = 14,9 mm 

± 0,4 mm). Toutefois il est possible d’observer une différence significative de la surface de l’œil entre les larves 

de la condition 1X et les larves de la condition 10X et 100X (Fig.10). 

 

Figure 8 : Activité cardiaque de larves 

A.ruthenus (à 5 dph), exposées à 

différentes concentrations 

d’imidaclopride (N= 4, n= 15).   

Les lettres différentes indiquent une différence 

significative entre les groupes (test statistique et 

p<0,05). 

A 

AB BC 

C 

Figure 9 : Taille de la tête de 

larves A.ruthenus (à 5 dph) après 

une exposition à différentes 

concentrations d’imidaclopride 

(N = 4, n = 30). 

Les lettres différentes indiquent une 

différence significative entre les 

groupes (test statistique et p<0,05). 

A 

A 
A B 

Figure 10 : Surface d’œil de 

larves A.ruthenus (à 5 dph) après 

une exposition à différentes 

concentrations d’imidaclopride 

(N= 4, n = 30). 

Les lettres différentes indiquent une 

différence significative entre les 

groupes (test statistique et p<0,05). 

AB A 
A 

B 
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L’analyse du poids des larves d’A.ruthenus indiquent que les larves des conditions 100X possèdent un poids 

moyen significativement inférieure aux larves des autres conditions donc Témoin, 1X et 10X (Fig.11).  

 

Figure 11 : Poids de larves 

d'A.ruthenus (5 dph) en fonction 

d’une exposition à différentes 

concentrations d'imidaclopride  

(N= 4, n=25)   

Les lettres différentes indiquent une 

différence significative entre les groupes 

(test statistique et p<0,05). 

 

                                                           

Le ratio Poids/taille ne montre aucune différence significative entre les différents groupes de larves. De plus, 

le nombres de larves montrant des anomalies et des difformités entre les conditions indique aucune 

différence significative. 

3.4 Analyse comportementale 

L’analyse de la distance totale parcourue et de l’accélération maximale sur les larves témoins indique des 

différences significatives avec les valeurs enregistrées pendant les 15s qui suivent les trois tappings (Annexe 

Fig.12 A et B). Mais ces différences ne sont pas visibles dans le cas d’une stimulation lumineuse (lumière 

allumée) et d’un stimulus vibratoire répété. Ces résultats sont identiques pour les contrôles des autres 

concentrations testées. En parallèle, l’analyse des différentes stimulations en fonction des différentes 

conditions indique des résultats variables. Il n’y a aucune différence significative entre les conditions 

d’exposition que cela soit pour la distance totale parcourue ou l’accélération maximale après un stimulus 

vibratoire simple. Toutefois à la suite d’un stimulus vibratoire répété, des différences significatives peuvent 

être observées pour la distance totale parcourue et l’accélération. Ces différences observées indiquent une 

distance totale et une accélération plus faible chez les individus exposés à l’imidaclopride pour les 3 

concentrations testées par rapport aux individus témoins (Fig.13 et 14).  

 

A 

A 

B 

A 

B B 

B 

A 
Figure 13 : Distance totale 

parcourue pendant 15 secondes 

de larves A.ruthenus (3 dph), 

suivant un stimulus vibratoire 

répété et une exposition à de 

l’imidaclopride (N=4, n= 30). 

(Test statistique et p<0,05). 
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L’exposition à la lumière n’induit pas de différence significative entre les groupes. Et aucune différence 

significative a été observé pour le critère de la vitesse moyenne, que cela soit par rapport au contrôle ou que 

cela soit lors de l’analyse des 4 conditions différentes d’exposition pour les différents critères. 

3.5 Analyse des biomarqueurs 

Les résultats de 5 biomarqueurs analysés ont été analysés en ACP (Fig. 15). L’ACP indique une forte 

corrélation positive entre les TBARS (peroxydation lipidique) et les protéines carbonylées. En parallèle, il y a 

aussi une corrélation légèrement plus faible entre les TBARS et les protéines carbonylées par rapport à 

l’expression de la GST. De plus, il est possible d’observer une peroxydation lipidique, une expression de la 

GST et une carbonylation de protéine bien plus élevée chez les individus exposés à 4 µg/L (100X) et 0,4 µg/L 

(10X) d’imidaclopride que chez les témoins ou les individus exposés à 0,04 µg/L (1X) d’imidaclopride (Fig. 

15). Cela semble cohérent avec les tests statistiques indiquant également des différences significatives entre 

les différents groupes (Annexe Fig.16 A,B et E). Ainsi on a observé une activité accrue de la GST chez les les 

larves des conditions 10X et 100X comparées aux autres conditions, une quantité de TBARs plus élevée dans 

les tissus des larves 100X et une carbonylation des protéines significativement plus élevées dans toutes les 

larves exposées à l’imidaclopride par rapport au Témoin. L’ACP indique aussi que l’acétylcholinestérase 

(AchE) est négativement corrélée avec toutes les composantes. L’expression de l’AchE ne montre aucune 

différence significative entre les conditions d’exposition à l’imidaclopride (Annexe Fig.16 D). Dans le cas de 

la CAT, l’ACP indique aucune corrélation avec les protéines carbonylées et la peroxydation lipidique (Tbars). 

Mais il est possible observer une certaine corrélation positive entre la CAT et la GST. L’expression de la 

catalase ne montre statistiquement aucune différence significative entre les conditions d’exposition à 

l’imidaclopride (Annexe Fig.16 C). 

 

 

 

 

Figure 14 : Accélération 

maximale de larves 

A.ruthenus (3 dph), pendant 

15 secondes suivant un 

stimulus vibratoire répété et 

une exposition à de 

l’imidaclopride (N=4, n = 30). 

(Test statistique et p<0,05). 

B 

B 

B 

A 
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Figure 15 : ACP résultant des analyses des différents biomarqueurs (CAT, GST, AchE, 

TBARs et protéine carbonylée) dans les larves de sterlet à la suite d’une exposition à 

différentes doses d’imidaclopride pendant une période de 12 jours 
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4. Discussion 

4.1 Taux de fécondité, mortalité et d’éclosion 

Le taux de fécondité ne montre aucune différence significative entre les différentes conditions d’exposition 

d’imidaclopride et le témoin. Le taux de fécondité obtenue est égal à 80%, 81%, 80% et 84% pour 

respectivement le témoin, 1X, 10X et 100X. Ces taux de fécondité correspondent aux taux de fécondité des 

contrôles. Ces mêmes contrôles indiquent que l’une des trois femelles utilisées , montrai un grand nombre 

d’œufs bloqués en stade gastrula. Ce qui peut potentiellement induire un arrêt de développement précoce 

supplémentaire à celle potentiellement induite par l’imidaclopride. Les résultats des analyses de la mortalité 

indiquent une absence de mortalité causée par l’imidaclopride que ce soit pour les embryons ou bien pour les 

larves d’A.ruthenus. Ceci est en partie cohérent avec la littérature. Ainsi dans le cas des larves de médaka 

(Oryzias latipes) ou de poisson zèbre (Danio rerio) exposées à des concentrations environnementales (entre 

0,2 et 2000 µg/L) d’imidaclopride aucune mortalité n’a été observée (Vignet et al., 2019). Néanmoins d’autres 

études chez différentes espèces de poissons indiquent une augmentation de la mortalité des embryons et des 

larves lors d’une exposition à des doses environnementales de ce composé. Parmi ces espèces, il y a la carpe 

commune (Cyprinus carpio) et le poisson-chat africain (Clarias gariepinus) qui indique une mortalité accrue 

des embryons et des larves lors d’une exposition aigue (entre 48 et 96h) respectivement à 10 µg/L et 30µg/L 

d’imidaclopride (Erhunmwunse et al., 2023; Islam et al., 2019). Ainsi, il est possible de penser que la mortalité 

plus ou moins importante causée par une exposition à des doses environnementales d’imidaclopride soit espèce 

dépendante. Toutefois, il y a aussi le cas du vairon à grosse tête (Pimephales promelas) dont la mortalité deq 

larves varier selon les études. Ainsi, dans l’étude de Stinson aucune mortalité aigue n’est recensée pour les 

larves (exposée de 7-14 dpf) à des doses comprises entre 0,01 et 1 µg/L d’imidaclopride. En parallèle, dans 

l’étude de Jeninga, la même espèce montre des signe de mortalité significativement accrue pour des larves 

exposée de leurs stade embryonnaire jusqu’au stade larvaire (6 dpf) pour des doses de 0,16µg/L 

d’imidaclopride (Jeninga et al., 2023; Stinson et al., 2022). En plus de la nature de l’espèce, le temps exposition 

et le stade de développement exposé jouent aussi sur la mortalité comme le montre l’exemple précèdent mais 

il est aussi possible d’illustrer cela avec le poisson zèbre (Y. Wang et al., 2017; Wu et al., 2018). Ainsi il est 

possible que les embryons et les larves d’esturgeon sterlet soient plus résistantes à l’imidaclopride que d’autres 

espèces malgré une exposition chronique durant tout le développement embryo-larvaire donc de la fécondation 

à la résorption de la vésicule vitelline. Expliquant potentiellement cette absence de mortalité. Les résultats du 

taux d’éclosion indiquent eux aussi une absence de différence significative entre les témoins et les conditions 

d’expérimentations. Cela correspond là aussi à ce qui a été montré avec le taux d’éclosion global des embryons 

de médaka et de poisson zèbre exposés à des concentrations environnementales (entre 0,2 µg/L à 2000µg/L) 

d’imidaclopride (Vignet et al., 2019). En parallèle, pour le poisson zèbre même pendant une exposition à des 

concentrations de 118 mg/L d’imidaclopride, aucune modification du taux d’éclosion n’a été rapportée 

(Könemann et al., 2022). Toutefois comme pour la mortalité, les effets sur le taux d’éclosion est 

potentiellement espèce dépendante. Ainsi d’après la littérature, d’autres travaux montrent que le taux 

d’éclosion diminue en présence d’imidaclopride chez certaines espèces même à doses environnementales 
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(entre 10 et 30 µg/L). C’est le cas de la carpe commune ou du poisson-chat africain (Erhunmwunse et al., 2023; 

Islam et al., 2019; Tyor & Kamboj, 2016).  

4.2 Activité cardiaque 

Les résultats de l’analyse cardiaque indiquent une augmentation de l’activité cardiaque pour les larves 

exposées à 0,4 µg/L (10X) et 4 µg/L (100X). Cette augmentation de l’activité cardiaque semble être dose-

dépendante. Ainsi les battements cardiaques montrent que les larves d’A.ruthenus exposées font de la 

tachycardie et que cet effet est de plus en plus fort en fonction de la dose d’imidaclopride avec un effet 

significatif à partir de 0,4 µg/L (10X). Les effets observés chez ces larves A.ruthenus sont en sens inverses de 

ce qui est référencé  dans la littérature. Les larves de C.gariepinus et de D.rerio exposées à de l’imidaclopride 

ont montré des effets de bradycardie donc une diminution de l’activité cardiaque. Dans le cas de D.rerio l’étude 

utilisait des doses d’imidaclopride de 118 mg/L et de 181 mg/L, et C.gariepinus les effets de bradycardies sont 

apparu pour une dose de 100 µg/L d’imidaclopride (Erhunmwunse et al., 2023; Könemann et al., 2022). 

Toutefois il est intéressant de prendre en compte les effets de bradycardie pourraient être dû à une diminution 

du métabolisme causée par des effets pathologiques de la molécule à forte concentration entrainant donc cette 

bradycardie. A l’inverse, une faible dose de polluants pourrait stimuler les processus de détoxification et donc 

augmenter la demande en oxygène du métabolisme et ainsi augmenter la fréquence cardiaque et 

potentiellement induire une tachycardie (Osterauer & Köhler, 2008). Ce qui pourrait être cohérent car chez le 

poisson zèbre il a été montré que lors d’une phase de dépuration, une augmentation de la fréquence cardiaque 

apparaissait (Könemann et al., 2022). De plus, les résultats obtenus concernant les biomarqueurs indiquent une 

augmentation de la GST qui est une enzyme de détoxification ce qui pourrait indiquer une détoxification de 

l’imidaclopride qui nécessite un surplus énergétique et donc possiblement une augmentation de l’activité 

cardiaque. 

4.3 Croissance 

D’après les résultats obtenus, aucune différence n’est significative entre la condition témoin et les autres 

conditions par rapport à la taille totale des larves exposées aux concentrations testées d’imidaclopride. 

Toutefois la taille totale des larves mesurée correspond à une taille standard pour des larves d’A.ruthenus à 5 

dph (Rybnikár et al., 2011), pouvant sous-entendre une croissance dite normale de la taille pour toutes les 

larves utilisées lors de l’expérimentation. Des résultats inverses pour la taille totale ont été obtenus chez des 

larves de P.promelas et O.latipes, pour qui une diminution de la taille totale des larves est visibles chez ces 

deux espèces lors d’une exposition à des concentrations environnementales en imidaclopride (Jeninga et al., 

2023; Vignet et al., 2019). Néanmoins chez D.rerio aucune différence de taille totale n’a été observée sachant 

que ces larves ont été exposées aux mêmes concentrations d’imidaclopride que les larves d’O.latipes (Vignet 

et al., 2019). Cela nous indique qu’en plus de la mortalité et du taux d’éclosion, les effets sublétaux sont eux 

aussi variables selon l’espèce. Par ailleurs, nos résultats indiquent une augmentation significative de la taille 

de la tête ainsi que de la surface de l’œil chez les larves de la condition 1X (0,04 µg/L) en comparaison avec 

les autres conditions d’exposition. Aucunes sources bibliographiques chez les poissons fait état d’une 
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augmentation de la taille de la tête ni de la surface des yeux après une exposition à de l’imidaclopride. De ce 

fait, il est difficile de trouver une explication à ces deux effets chez les larves de la conditions 1X. Mais il est 

possible de penser que ces différences pourraient peut-être s’expliquer par une surexpression des gènes en lien 

avec le développement tel que IGF-I (Miandare et al., 2013). Nos résultats indiquent une diminution 

significative du poids chez les larves exposées à une concentration de 4 µg/L (100X) en comparaison au témoin 

et aux autres conditions d’exposition. Aucune publication n’existe qui permette de faire le lien entre une 

exposition à l’imidaclopride et le poids des larves. Toutefois on peut poser l’hypothèse que le poids plus faible 

des larves exposée à l’imidaclopride soit dû à une augmentation du métabolisme en lien avec l’augmentation 

de la détoxification de l’organismes. 

4.4 Analyse comportementale 

L’analyse des contrôles avant stimulation, par rapport aux larves après stimulation (stimulus vibratoires 

simples), indique une différence significative pour la distance parcourue totale ainsi que pour l’accélération 

maximale.  Cette différence montre que les larves, après ce type de stimulation, vont parcourir moins de 

distance en plus d’effectuer des accélérations moins fortes. Ce qui laisse sous-entendre que les larves (3 dph) 

d’A.ruthenus sont sensibles à ce type de stimuli et que cela provoque un effet ralentissant grandement les larves 

dans leurs déplacements. Toutefois, aucune différence significative n’est observée entre les larves des 

différentes conditions lors d’une stimulation vibratoire simple. Cette absence de différence a été aussi observée 

pour les larves poisson zèbre (6 dpf) exposés à de l’imidaclopride et des stimulus vibratoires (Könemann et 

al., 2022). En parallèle pour les larves d’esturgeon sterlet, l’analyse de la stimulation vibratoire répétée qui 

s’avère désigner les possibles comportements liés à la fuite (Faria et al., 2019; Jeninga et al., 2023), indique 

une tendance plus faible pour les critères analysés entre les déplacements contrôle et ceux des larves 15s après 

avoir subi ce stimulus, mais cela n’est pas significatif. De plus il s’avère que pour ce stimulus vibratoire répété, 

une différence significative existe entre les différentes conditions d’exposition testées pour les larves 

A.ruthnenus. Ainsi les témoins vont avoir une distance parcourue et des pics d’accélération significativement 

plus élevée que pour les larves exposées à de l’imidaclopride. Sachant qu’une diminution des réponses peut 

être associée en partie à un phénomène d’habitation ou bien de fatigue (Faria et al., 2019). Les résultats obtenus 

sont contraires à ce qu’il a été trouver dans le cas de tapping répété chez des larves de poisson zèbre exposés 

à 25 µM de nicotine qui est elle aussi un agoniste des récepteurs nicotiniques à l’acétylcholine comme 

l’imidaclopride. Ainsi les larves de D.rerio (8 dpf) exposées à de la nicotine, auront une réponse plus 

importante au stimulus vibratoire répété comme une distance parcourue plus importante que les larves témoins 

de poissons zèbres (Faria et al., 2019). En ce qui concerne le cas de la stimulation par l’utilisation d’un stimulus 

lumineux, aucune différence significative a été trouvé entre les contrôles et après stimulation lumineuse. Ce 

qui pourrait laisser penser que les larves (3 dph) d’A.ruthenus ne sont pas sensibles à la lumière. Alors que 

chez d’autre espèce de poisson, une stimulation lumineuse va induire une diminution de la vitesse de nage 

et/ou de la distance parcourue comme pour les larves de D.rerio lors d’une exposition à de l’imidaclopride 

(Könemann et al., 2022; von Wyl et al., 2023; Zhang et al., 2021). 
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4.5 Analyse des biomarqueurs 

Dans la littérature, aucun article ne s’intéresse à la relation entre l’exposition à des doses environnementales 

d’imidaclopride et l’expression de biomarqueurs chez les larves de poissons. Toutefois, ce n’est pas le cas chez 

les poissons juvéniles et adultes. Les résultats des analyses des différents biomarqueurs indiquent une 

augmentation significative de la concentration en Tbars chez les larves d’A.ruthenus exposées à 4 µg/L 

d’imidaclopride en comparaison des autres conditions (Fig.16A). Cette augmentation correspond à 

l’augmentation de la peroxydation lipidique (dégradation des lipides). Il a été mesuré aussi une telle 

augmentation sur des juvéniles de prochilode rayé (Prochilodus lineatus) et de tétra à queue jaune (Astyanax 

altiparanae) à des doses environnementales d’imidaclopride (Almeida et al., 2021; Vieira et al., 2018). Ces 

mesures de la quantité de Tbars vont varier selon les tissus analysés. Ainsi une augmentation des Tbars sera 

visible dans le cerveau de P.lineatus et dans les branchies ainsi que les muscles de A.altiparanae. Cette 

augmentation a été corrélée à une surproduction d’espèces réactives à l’oxygène (ERO), qui ont conduit à une 

induction de l’apoptose car les cellules vont perdre leurs intégrités membranaires dû à la peroxydation lipidique 

(Livingstone, 2001; Valavanidis et al., 2006). Parmi les biomarqueurs analysés, la catalase (CAT) est une 

enzyme qui joue un rôle dans la dégradation du peroxyde d’hydrogène (H2O2). Les résultats indiquent aucune 

modification de l’activité enzymatique de la CAT que cela soit pour les larves témoins ou pour les larves 

d’esturgeon exposées à l’imidaclopride (Fig.16C). En parallèle, il a été montré que chez le cichlidé caméléon 

juvénile (Australoheros facetus), il y a une absence de modification de l’activité enzymatique de la CAT malgré 

une augmentation de la concentration en H2O2. De plus, cette augmentation en H2O2 est visible dès l’exposition 

à 1µg/L d’imidaclopride chez cette espèce (Iturburu, Bertrand, et al., 2018). Toutefois chez d’autres espèces 

de poissons, tel que P.lineatus ou sur les larves de D.rerio, il a été montré des modifications négatives de 

l’activité enzymatique de la CAT (Vieira et al., 2018; Wu et al., 2018). La GST est une enzyme de détoxification 

de phase II (conjugaison), qui va permettre de former un complexe de glutathion réduit au GSH avec un 

xénobiotique facilitant son excrétion de l’organisme (Habig et al., 1974). Les résultats indiquent une 

augmentation significative pour les larves d’A.ruthenus des conditions 10X et 100X (Fig.16B). Ce qui laisse 

penser que les larves soumises à des concentrations importantes en imidaclopride sont capables de détoxifier 

ce xénobiotique en partie grâce à la GST. La modification de l’activité de la GST est plutôt variable pouvant 

être une diminution ou une augmentation de l’activité comme chez les embryon et adultes de D.rerio (entre 

300 et 6000 µg/l d’imidaclopride) ou P.lineatus (cerveau entre 125 et 1250 µg/L) en fonction du tissu, de 

l’espèce,  de la dose et de la durée d’exposition  (Chang et al., 2020; Ge et al., 2015; Tian et al., 2020; Vieira 

et al., 2018; Wu et al., 2018). Nos résultats font apparaître une quantité de protéines carbonylées 

significativement plus élevée dans les larves exposées à toutes les concentrations d’imidaclopride par rapport 

à la condition témoin. Cette augmentation semble être dose-dépendante chez les larves de l’esturgeon sterlet 

(Fig. 16E). On retrouve pour les juvéniles P.lineatus une augmentation significative de la quantité de protéines 

carbonylées au niveau des branchies mais pas au niveau du cerveau ni du foie (Alvim & Martinez, 2019). Pour 

finir, nos résultats indiquent une absence de modification de l’activité de l’AchE lors d’une exposition à des 

doses environnementales d’imidaclopride. Ces résultats correspondent aussi à ceux trouvés chez P.lineatus 
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(Vieira et al., 2018) et D.rerio (Zhang et al., 2021). Toutefois chez la truite arc-en-ciel (Oncorhynchus mykiss), 

lors d’une exposition durant 21 jours à 10 mg/L et 20 mg/L d’imidaclopride une diminution de l’activité de 

l’Ache a été observée (Fig.16D), indiquant qu’une exposition prolongée à forte dose d’imidaclopride peut 

induire des perturbations de l’activité de l’Ache (Topal et al., 2017). 

5. Conclusion et perspective 

Cette étude porte sur les effets de l’imidaclopride lors d’une exposition à des doses environnementales sur les 

stades embryo-larvaires de l’esturgeon sterlet (Acipenser ruthenus). Ainsi l’étude a montré une absence de 

toxicité pour les embryons et les larves aux concentrations retrouvées dans le bassin GGD. Mais cette même 

étude a permis de mettre en lumière un certain nombre d’effets sublétaux en lien avec ce néonicotinoïde. Parmi 

ces effets, l’augmentation de l’activité ou au contraire l’absence d’activité par rapport aux témoins, de certains 

biomarqueurs de défense (CAT et GST) mais aussi l’augmentation significative des dommage oxydatifs sur 

les lipides et les protéines (Tbars et protéines carbonylées). De plus, l’imidaclopride peut induire des effets sur 

la biométrie des larves que ce soit au niveau du poids ou de la taille de la tête ou des yeux. Mais aussi induire 

des effets sur l’activité cardiaque tel qu’en induisant une tachycardie. Toutefois pour les paramètres cités 

précédemment, aucun n’indique d’effet significatif aux concentrations moyennes d’imidaclopride dans le 

bassin GGD (0,04 µg/L). Cependant des effets sur le comportement lié à la fuite ont été observer. Ces effets 

indiquaient que les larves exposées à n’importe laquelle des concentrations d’imidaclopride même à 0,04 µg/L 

(1X), montrait une diminution dans les distances parcourues ainsi que sur les accélérations maximales qui sont 

moins importantes. Ce qui par conséquent, pourrait laisser supposer que les larves présentent en milieu 

naturelle serait plus enclin à être des proies « faciles ». Et donc faire baisser la survivabilité des individus. En 

complément de cette étude, il pourra être pertinent de doser/mesure l’activité de d’autres biomarqueurs tel que 

la SOD ou les Cytochromes P450. Il sera pertinent également de mesurer l’expression de gènes en lien avec le 

métabolisme comme avec la consommation d’oxygène, la synthèse d’ATP ou bien les réserves énergétiques. 

Mais il pourrait aussi être pertinent de s’intéresser aux gènes liés la croissance, le développement du système 

nerveux central et/ou des organes en général. Enfin, il faudra s’intéresser plus en détails à la présence et la 

nature des d’anomalies développement et des lésion tissulaire en conduisant  par exemple par des analyses 

histopathologiques pour déterminer des modifications aux  seins de tissus. Il pourrait être aussi pertinent de 

s’intéresser plus aux modifications du comportements pouvant être possiblement être induit par 

l’imidaclopride. Ainsi avec l’ensemble de ces données et tests futurs, il pourrait être possible de déterminer de 

possibles effets létaux et sublétaux de d’autres molécules présentes dans l’eau sur les stades embryo-larvaire 

d’esturgeon mais aussi pour d’autres espèces touchées par la présence de polluant dans leur milieu de vie. Voir 

possiblement s’intéresser aux effets cocktails entre l’imidaclopride et  d’autre polluant présent dans les eaux
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8.  4ème de couverture  

L’imidaclopride est un insecticide de la famille des néonicotinoïdes. Ces molécule sont des agonistes des 

récepteurs nicotiniques à l’acétylcholine. Ainsi l’intérêt d’utiliser cette famille de molécule, et donc 

l’imidaclopride, va être leur sélectivité pour les récepteurs d’insectes n’induisant pas de toxicité chez les 

vertébrés. Toutefois, plusieurs études ont montré des effets sublétaux de l’imidaclopride pour des espèces de 

vertébrés, tels que des poissons adultes. Ainsi il est pertinent de déterminer si l’imidaclopride va avoir des 

effets toxiques sur des stades de vie plus fragiles de vertébrés tels que les stades embryo-larvaires. Ce qui 

pourrait potentiellement diminuer la survie d’une espèce.  Sachant que l’on retrouve de l’imidaclopride dans 

le milieu de vie d’espèce en voie d’extinction tel que le bassin GGD ou dans le Danube, biotopes  

respectivement de l’esturgeon européen (A.sturio) et de l’esturgeon du Danube (A.ruthenus). Ainsi cette étude 

va permettre de mettre en lumière différents effets toxiques de l’imidaclopride à des doses environnementales 

(0,04 µg/L, 0,4 µg/L et 4 µg/L) sur les stades embryo-larvaires d’esturgeon sterlet lors d’une exposition aigue 

(0 hpf à 12 dph). Parmi les effets observés, on peut retrouver chez les larves, de la tachycardie, une diminution 

du poids, des modifications comportementales ainsi que des modifications d’expression de biomarqueurs 

(Tbars, GST et protéines carbonylées). Toutefois aucun impact sur la mortalité ainsi que le développement des 

embryons et larves n’as été recensé.  

Mots-clés : Imidaclopride, A.ruthenus, Embryon, Larve, Biomarqueurs 

Abstract : 

Imidacloprid is an insecticide in the neonicotinoid family. This family of molecules are agonists of nicotinic 

acetylcholine receptors. The advantage of using this family of molecules, and therefore imidacloprid, is that 

their selectivity for insect receptors does not induce toxicity in vertebrates. However, several studies have 

shown sublethal effects of imidacloprid in vertebrate species such as adult fish. It is therefore relevant to 

determine whether neonicotinoids, and thus imidacloprid, will also have toxic effects on the more fragile life 

stages of vertebrates, such as embryo-larval stages. This could potentially reduce the survival of a species.  

Given that imidacloprid is found in the habitats of endangered species such as the GGD basin and the Danube. 

Containing respectively European sturgeon (A.sturio) and Danube sturgeon (A.ruthenus). This study 

highlighted the various toxic effects of imidacloprid at environmental doses (0.04 µg/L, 0.4 µg/L and 4 µg/L) 

on the embryo-larval stages of sterlet sturgeon during acute exposure (0 hpf to 12 dph). Effects observed in 

larvae included tachycardia, weight loss, behavioral changes and changes in biomarker expression (Tbars, GST 

and carbonylated proteins). However, there was no impact on mortality or embryo/larvae development.  

Keywords : Imidacloprid, A.ruthenus, Embryo, Larva, Biomarkers 

 

 

 



 
 

9.  Annexe   

 

Figure 1 : Evolution de la quantité de substance active d'imidaclopride acheté en France entre 2013 et 

2021. (https://ventes-produits-phytopharmaceutiques.eaufrance.fr/search?filetype=Achats) 

 

Figure 2 : Evolution des concentrations d'imidaclopride entre 2005 et 2022 dans les cours d'eau en 

Bretagne. (https://bretagne-environnement.fr/pesticides-cours-eau-bretons-datavisualisation) 



 
 

 

Figure 3 : Evolution des concentrations d'imidaclopride entre 2006 et 2022 dans les cours d'eau des 

Pays de la Loire. (https://bretagne-environnement.fr/pesticides-cours-eau-bretons-datavisualisation) 

 

Figure 4 : Evolution des concentrations d'imidaclopride entre 2009 et 2018 dans les cours d'eau de 

Normandie. (https://bretagne-environnement.fr/pesticides-cours-eau-bretons-datavisualisation) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Evolution des concentrations d'imidaclopride dans le Bassin Adour-Garonne entre 2012 et 

2022. (https://adour-garonne.eaufrance.fr/data/phytos) 



 
 

Zone d’analyse 
Concentration 

en µg/L 
Référence Zone d’analyse 

Concentration 

en µg/L 
Référence 

États-Unis (Monterey 

county) 

Entre 0,02 et 

9,14 

Anderson et al. 

(2017) 

Espagne (La Rioja 

Alta) 

Entre 0,015 et 

0,656 
Sousa et al. (2018) 

États-Unis (Imperial 

county) 

Entre 0,103 et 

3,48 

Anderson et al. 

(2017) 

Grèce (Pinios River 

basin) 
0,306 Sousa et al. (2018) 

Espagne 0,342 
Araujo et al. 

(2022) 

Brésil (Brilhante 

river) 

Entre 0,016 et 

0,053 
Sposito et al. (2018) 

États-Unis (Forester 

Creek) 
0,016 

Batikian et al. 

(2019) 

Brésil (Dourados 

river) 

Entre 0,020 et 

0,030 
Sposito et al. (2018) 

Espagne (Ebro River) 0,016 
Borrull et al. 

(2019) 

Etats-Unis (proche 

de Salinas) 

Entre 0,019 et 

1,19 
Stinson et al. (2022) 

Belgique (Wulfdambeek) 0,004 
Casado et al. 

(2019) 

Argentine 

(Tapalqué Rive) 

Entre 0,008 et 

0,19 

Strouhova et al. 

(2023) 

Belgique (De Wamp) 0,006 
Casado et al. 

(2019) 

Canada (Nicomekl 

River) 

Entre 0,009 et 

3,4 

Strouhova et al. 

(2023) 

Italie (Roggia Saverona) 0,005 
Casado et al. 

(2019) 

Chine (Yangtze 

River Delta) 

Entre 0,001 et 

1,88 

Strouhova et al. 

(2023) 

Allemagne (Ems) 0,034 
Casado et al. 

(2019) 
Espagne 

Entre 0,005 et 

0,447 

Strouhova et al. 

(2023) 

Royaume-Unis (Otter) 0,013 
Casado et 

al.(2019) 

République 

Tchèque (Úhlava 

River) 

0,011 
Strouhova et al. 

(2023) 

Japon (Uchida River) 0,409 
Hashimoto et al. 

(2020) 

Portugal (Guadiana 

Streams) 
0,034 

Strouhova et al. 

(2023) 

Roumanie (Danube 

River) 

Entre 0,0 et 

0,008 
Iancu et al. (2019) 

Italie (Mariana 

Mantovana) 
0,005 

Strouhova et al. 

(2023) 

Roumanie (Arges River) 
Entre 0,003 et 

0,008 
Iancu et al. (2019) États-Unis 10,4 Struger et al. (2017) 

Chine (Yangtze River) 
Entre 0,0 et 

0,044 
Mahai et al. (2019) 

Chine (Yangtze 

River) 

Entre 0,001 et 

0,032 
Wan et al. (2020) 

Australie (autour de 

Sydney) 
4,56 Sousa et al. (2018) États-Unis 9,14 Wang et al. (2023) 

Brésil (Jacuí river basin) 1,66 Sousa et al. (2018) 
Chine (Beijiang 

River) 

Entre 0,004 et 

0,162 
Zhang et al. (2019) 

Tableau 1 Concentration en imidaclopride dans les différents cours d'eau du monde. 



 
 

 

Figure 6 : Représentation du système d'exposition des stades embryo-larvaires de A.ruthenus 

 

 

Photographie 1 : Mesure de la tête et de la longueur totale d'une larve A.ruthenus 



 
 

 

A 

B 

A A 

A 

B B 
B 

A A 

A 

B 

B 

B 

Figure 12 : Différence de réaction entre des larves d’A.ruthenus contrôles (avant stimulation) et 15 

secondes suivant une stimulation (stimulus vibratoire et exposition à la lumière). Les larves utilisées 

sont issues des témoins d’exposition à l’imidaclopride (n=30). 

 Graphique A = Distance totale parcourue. 

 Graphique B = Accélération maximale. 
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Figure 16 : Graphique représentant les résultats 

d’analyse des différents biomarqueurs chez des 

larves A.ruthenus après une exposition à 

différentes concentrations d’imidaclopride (N=4, 

n= 30). 

Graphique A = Ratio Tbars/quantité de tissus 

Graphique B = Activité GST (n =6) 

Graphique C = Activité CAT (n =6) 

Graphique D = Activité AchE (n =6) 

Graphique E = Quantité protéine carbonylée 

 

Des lettres différentes sur un même graphique indique des 

différences significatives entre les conditions. Test 

statistique et p<0,05 
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